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I. Des moustiques et des hommes 
A. Une cohabitation difficile 
L’Homme a toujours été fasciné par la faune qui l’entoure, l’élevant parfois au rang de 
divinité. L’intérêt des hommes pour certains animaux traduit généralement une peur mais 
également du respect, tel Khépri, Dieu-créateur scarabée de l’Egypte ancienne ou encore 
Kabakmeli, Dieu crocodile créateur du monde selon les papous. Les moustiques, apparus il 
y a plus de 170 millions d’années, sont présents sur tous les continents et côtoient les 
hommes depuis leur apparition il y a plus de 200.000 ans. Malgré cela, la présence du 
moustique dans les mythologies est rare et renvoie le plus souvent au caractère perfide et 
vicieux qu’on lui attribue. Ainsi, dans les légendes vietnamiennes, le moustique serait la 
réincarnation de Nhan Diêp, femme infidèle cherchant à prélever trois gouttes de sang qui la 
ramèneraient à la vie et lui permettraient de se venger de son mari. Le moustique se 
retrouve également dans la Bible en tant que troisième plaie d’Egypte où il est dit que « toute 
la poussière du sol se changea en moustiques » (Exode 8:16-19), indiquant la colère divine. 
La rareté de ces représentations ancestrales traduit bien le dédain de l’homme pour le 
moustique. Mais qu’en est-il de nos jours ?  
« Être piqué par un moustique est déjà bien pénible, mais, en plus, il faut que 
l'insecte vous serine son bzbz à l'oreille - et vous pouvez être sûr qu'il vous raconte des 
choses du genre : "Je te pique mais c'est pour ton bien." Si, au moins, il le faisait en 
silence ! » (Nothomb, 2001). Cette citation d’Amélie Nothomb, écrivain contemporain, montre 
bien que la vision du moustique a globalement peu évolué au fil du temps mais elle s’est 
néanmoins complexifiée. Dans les régions du monde encore globalement épargnées par les 
maladies dont le moustique est le vecteur, telles que la France métropolitaine, le moustique 
est sujet à discours contradictoires (Setbon et Bley, 2009). Ainsi, alors que les personnes 
interrogées s’avèrent majoritairement favorables à la démoustication en reconnaissant que le 
moustique est nuisible, elles admettent également qu’il a un rôle dans l’écosystème, sans 
réussir néanmoins à le caractériser (Claeys-Mekdade, 2003; Claeys et Sérandour, 2009). 
Dans les régions où sévissent des maladies mortelles pour l’homme, le discours se 
radicalise, les populations locales ne voyant dans le moustique qu’un tueur silencieux qu’il 
faut absolument éradiquer. Le rôle des médias dans l’éducation des populations est 




Cependant, la presse peine généralement à fournir des informations précises et cohérentes, 
source de confusion pour les populations (Setbon et Bley, 2009). 
Ainsi, le moustique est largement détesté voire même craint lorsqu’il est perçu 
comme un vecteur de maladies mortelles mais sa biologie tout comme son rôle dans 
l’écosystème restent globalement inconnus des populations humaines.  
B. Le moustique : sa vie, son œuvre 
1. Biologie du moustique et cycle de développement 
Les moustiques, nom vernaculaire de la famille des Culicidés, regroupent plus de 
3.500 espèces, dont 47 recensées en France métropolitaine, regroupées majoritairement en 
trois genres : Aedes, Anopheles et Culex (Tableau 1). 
Tableau 1. Position des moustiques au sein de la classification des êtres vivants et description. 
Classification Dénomination Signification 
Règne Animalia Être vivant hétérotrophe (se nourrissant de matière organique) 
Sous-règne Metazoa Organisme eucaryote pluricellulaire 
Embranchement Arthopoda Corps segmenté (métamère) pourvu d'un squelette externe 
(cuticule). 
Sous-embranchement Hexapoda Possèdent trois paires de pattes articulées. 
Classe Insecta Corps composé de trois parties (tête, thorax, abdomen) et 
d'une paire d'antennes. 
Sous-classe Pterygota Adulte possédant deux paires d'ailes. 
Infra-classe Neoptera Ailes pourvues d'un champ jugal et repliées en arrière au 
repos. 
Super-ordre Holometabola Larves et adultes diffèrent radicalement. La larve est aptère et 
grandit sans changer de forme. 
Ordre Diptera Une seule paire d'aile assure la fonction de vol, la deuxième 
assure la stabilité de l'insecte lors du vol (balanciers). 
Sous-ordre Nematocera 
 
Famille (Meigen, 1818) Culicidae Nom vernaculaire : Moustiques 
 
 Les moustiques se développent dans deux milieux radicalement différents en fonction 
de leur stade de vie : aérien au stade imaginal (adulte) et aquatique aux stades larvaires et 






Figure 1. Cycle de vie de moustiques du genre Aedes. 
Les larves se développent en milieu aquatique au cours de quatre stades larvaires, 
séparés chacun par une mue (Figure 1). Les larves de moustiques sont des insectes 
métamérisés composés de trois parties : la tête, portant les yeux composés et les brosses 
buccales ; le thorax et l’abdomen segmenté terminé par un siphon permettant à la larve de 
respirer à la surface de l’eau ainsi qu’une selle anale dont les papilles aident la larve à 
réguler ses échanges osmotiques avec le milieu (Figure 2) (Clements, 1992). 
 
Figure 2. Illustrations de larves de moustiques des genres Aedes, Anopheles et Culex. Adapté d’une 
image de Wikipédia. 
La durée de la phase larvaire varie en fonction de nombreux paramètres, notamment 
de la température, de la densité de la population, de la quantité de nourriture disponible mais 
également de l’espèce considérée. Ainsi, des larves d’Aedes rusticus ont la capacité de 
passer les mois d’hiver sous la glace au stade larvaire alors que des larves d’Aedes aegypti, 




manière générale, pour une même espèce, des eaux plus froides et/ou avec une densité 
larvaire très forte engendrent un développement larvaire plus lent et une taille des individus 
plus faible. 
Les larves sont souvent qualifiées de détritivores car elles se nourrissent 
généralement de matières végétales en décomposition mais également de micro-
organismes telles que des bactéries (Clements, 1992). Elles filtrent l’eau grâce à leurs 
brosses buccales pour sélectionner et n’ingérer que les particules de taille comprise entre 
0,2 et 50 µm. Les larves du genre Aedes et Culex sont capables de descendre le long de la 
colonne d’eau pour venir se nourrir sur le fond des gîtes tandis que les larves d’Anopheles, 
au siphon respiratoire très court (Figure 2), se nourrissent principalement à la surface de 
l’eau. Les larves cesseront de s’alimenter au quatrième stade larvaire en préparation de la 
phase de nymphose. 
La nymphe est le stade transitoire entre le stade larvaire et adulte. Lors de cette 
phase, le moustique est toujours mobile mais il ne se nourrit plus. L’adulte va se développer 
à l’intérieur de la nymphe grâce aux réserves accumulées lors des stades larvaires. Après 
deux à trois jours, l’adulte va émerger en provoquant une rupture de la cuticule à la jonction 
entre la tête et le thorax de la nymphe. 
Les adultes mâles émergent généralement plus tôt que les femelles (de quelques 
heures à plusieurs jours), permettant à leur appareil reproducteur de devenir mature. La 
différence entre les adultes mâles et femelles repose sur deux critères principaux : la taille, 
les femelles étant nettement plus grosses que les mâles, ainsi que la structure des 
antennes, fines chez la femelle alors qu’elles sont plumeuses chez le mâle, lui permettant 







Figure 3. Illustrations de moustiques Aedes aegypti adultes. Les flèches en rouge indiquent les 
antennes plumeuses des mâles. Adapté de (Goeldi, 1905) 
Comme de nombreux insectes, les moustiques adultes se nourrissent de nectar de 
fleurs. Seules les femelles, trois à quatre jours après leur accouplement avec les mâles, vont 
réaliser un repas de sang sur un hôte vertébré plus ou moins spécifique selon l’espèce. Cet 
apport protéique est indispensable pour la maturation de leurs œufs. La fécondation des 
œufs a lieu lors de la ponte, grâce au sperme des mâles stocké dans la spermathèque de la 
femelle. Les femelles des genres Culex et Anopheles pondent leurs œufs à la surface d’eau 
stagnante permanente, individuellement (Anopheles) ou sous forme de radeaux (Culex). A 
l’inverse, les femelles du genre Aedes pondent généralement leurs œufs individuellement 
sur les berges de gîtes temporaires à l’interface entre l’air et l’eau. Une fois le gîte asséché, 
les œufs peuvent rester viables plusieurs mois jusqu’à la prochaine mise en eau. 
2. Le moustique, tueur malgré lui 
En plus d’occasionner une gêne importante en raison de leurs piqures, les 
moustiques sont responsables de la transmission de nombreuses maladies ayant un fort 
impact sanitaire et économique sur les populations humaines (Tableau 2). La prise de 
conscience du rôle du moustique dans la transmission de pathogènes pouvant induire des 
maladies s’est faite tardivement. En effet, jusqu’en 1897, on pensait que la fièvre jaune était 
transmise par l’air nauséabond des marais (Ross, 1901). De même, alors que la dengue 
sévissait depuis 1779 en Asie, Afrique et Amérique, ce n’est qu’en 1906 que les moustiques 
du genre Aedes ont été décrits comme vecteurs (Henchal et Putnak, 1990; Gubler, 1998). 
Lorsqu’une personne porteuse d’une maladie ayant le moustique pour vecteur est piquée, le 
pathogène peut alors entrer dans l’organisme du moustique. Après plusieurs jours durant 
lesquels le pathogène se développe, il migrera dans les glandes salivaires. Pour réaliser son 
repas de sang, la femelle injecte un peu de salive contenant des anticoagulants ainsi que 




pathogène, il pourra alors contaminer les hôtes qu’il piquera par la suite lors de l’injection de 
sa salive.  
L’augmentation des échanges internationaux ainsi que le réchauffement climatique 
ont permis à certaines espèces de moustiques de coloniser rapidement de nouveaux milieux 
(Patz et al., 1996; Benedict et al., 2007). Durant la dernière décennie, ces flux migratoires 
ont entrainé une propagation mondiale sans précédents de maladies jusque-là endémiques 
de certaines régions du globe (Gould et al., 2010; Weaver et Reisen, 2010; Thai et Anders, 
2011). On citera pour exemple le Virus du Nil Occidental, qui sévissait principalement en 
Tunisie et en Israël jusqu’en 1999 (Jia et al., 1999). Depuis son introduction à New York il y a 
plus de 10 ans, il n’a cessé de progresser aux Etats-Unis où il s’est durablement installé 
ainsi qu’au Canada et au Venezuela (Petersen et Hayes, 2004; Venkatesan et Rasgon, 
2010).  
Hormis le vaccin contre la fièvre jaune jugé très efficace (Theiler et Smith, 1937; 
OMS, 2011a), les traitements préventifs et curatifs sont rares pour les maladies transmises 
par les moustiques (Tableau 2). La lutte contre ces maladies repose donc essentiellement 


















































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































C. Un monde sans moustique 
Nous avons vu que la lutte contre les moustiques est importante d’un point de vue 
sanitaire. Cependant, qu’en est-il d’un point de vue écologique et sociétal ? Eradiquer le 
moustique est-il sans conséquences ?  
1. Éradiquer le moustique : est-ce souhaitable ? 
Rien que cette première question suffit à susciter le débat au sein de la communauté 
scientifique ainsi qu’avec diverses associations de protection des animaux. Les moustiques 
ont un rôle important dans l’écosystème, servant de nourriture à de nombreuses espèces 
animales (Clements, 1992). Au stade larvaire, les moustiques sont des proies de choix pour 
les poissons, les larves d’Odonates, et les autres prédateurs aquatiques. Au stade adulte, ce 
sont les oiseaux, les chauves-souris, et d’autres arthropodes tels que les araignées qui 
profitent notamment des essaims de mâles pour s’en nourrir. Les larves de moustiques, en 
tant qu’insecte filtreur, jouent aussi un rôle important dans le recyclage des débris végétaux 
en décomposition et l’épuration des eaux, à l’instar des daphnies. De plus, comme les 
adultes représentent une biomasse importante et qu’ils se nourrissent de nectar de fleurs, ils 
participent à la pollinisation de certaines plantes, notamment de certaines orchidées 
(Crandall, 1913; Thien, 1969; Gorham, 1976).  
Dans un article publié dans le journal Nature, l’auteur, ainsi que plusieurs 
scientifiques internationaux interviewés, défendent une thèse plutôt radicale selon laquelle le 
moustique ne serait pas indispensable à l’écosystème (Fang, 2010). Selon eux, l’éradication 
du moustique entrainerait un bouleversement négligeable de l’écosystème, le moustique 
étant à terme remplacé par quelque chose d’autre, de mieux ou de pire (Fang, 2010). D’un 
point de vue écologique, ce raisonnement est dangereux car il ne prend en compte que la 
partie émergée de l’iceberg, oubliant les interactions directes et indirectes difficilement 
mesurables qu’entretient le moustique avec tous les maillons de la chaîne alimentaire 
(Wickson, 2010). De plus, l’éradication des moustiques revêt des aspects sociétaux, 
politiques et économiques importants qui limitent sa mise en œuvre, notamment lorsqu’il 
s’agit d’espaces naturels protégés (Barneoud, 2006; Claeys-Mekdade et Nicolas, 2009; 
Barbault et al., 2011) ou de lutte en milieu urbain (Luz et al., 2011). 
2. Éradiquer le moustique : est-ce réalisable ? 
Quand bien même l’éradication du moustique apparaîtrait comme une alternative 
envisageable, en sommes-nous réellement capables ? Sachant que toute eau stagnante est 





environnement, il paraît invraisemblable de pouvoir exterminer tous les moustiques. 
L’exemple du « moustique tigre » Aedes albopictus illustre bien ce phénomène. Originaire 
d’Asie du Sud-Est (Chine, Inde, Indonésie), Ae. albopictus a progressivement colonisé le 
continent américain ainsi que l’Europe et l’Afrique malgré l’important dispositif déployé pour 
freiner sa progression (Gratz, 2004; Desenclos et Fontenille, 2011) (Figure 4). Cette 
expansion mondiale est corrélée avec la propagation de pathogènes dont il est le vecteur 
(Rezza et al., 2007; Paupy et al., 2009; Lambrechts et al., 2010). 
 
Figure 4. Aire de répartition du moustique Aedes albopictus en 2007. L'aire de répartition originelle du 
moustique est signalée en bleu et les zones d'introduction en vert. Adapté d’une image de Wikipédia. 
A une échelle globale, on se rend compte que les stratégies de lutte sont 
impuissantes pour bloquer la progression de moustiques à fort potentiel invasif tel qu’Ae. 
albopictus. Cependant, à une échelle plus locale, la lutte anti-moustique permet de contrôler 
les populations de moustiques afin de réduire la nuisance pour les populations humaines et 
de limiter le risque de transmission des pathogènes. Loin de parvenir à éradiquer 
complètement les moustiques, les actions de démoustication s’avèrent donc indispensables 
d’un point de vue sanitaire et économique, sans toutefois avoir d’impact délétère sur les 
écosystèmes. 
3. Vers l’éradication de maladies : l’homme comme nouveau 
prédateur 
Le contrôle systématique et intensif des moustiques a d’ores et déjà permis de faire 
disparaître des pathogènes dans certaines régions du monde (Soper, 1963; Harrison, 1978). 
Ainsi, dans les années 50, l’île de la Réunion a réussi à éradiquer le paludisme grâce à une 
lutte agressive contre le moustique. Même s’ils sont rares, ces évènements sont 
encourageants mais doivent également servir de leçon. En effet, si l’homme décide de 
contrôler les populations de moustiques, il s’engage pour une durée indéterminée dans cette 
lutte. Pour illustrer les mécanismes qui entrent en jeu, essayons de schématiser un 





Figure 5. Schéma d'illustration de la dynamique d’un écosystème simple perturbé par un traitement 
insecticide. La taille des individus traduit l’abondance relative de l’espèce dans l’écosystème. 
L’épaisseur des flèches rouges traduit l’importance de la prédation. 
 En situation non perturbée (Figure 5A), l'oiseau, super-prédateur dans ce système, se 
nourrit de moustiques et de libellules. En milieu aquatique, les larves de libellules sont des 
prédateurs des larves de moustiques. L’application de la pression insecticide entraine un 
rééquilibrage de l’écosystème (Figure 5B). L’oiseau compense la perte de moustiques en se 
nourrissant davantage de libellules et migre vers des gîtes plus riches en ressources. A 
terme, si la pression de l’insecticide perdure (Figure 5C), la quantité de prédateurs va 
localement diminuer pour s’adapter à la quantité de moustiques présents. Si l’homme 
relâche la pression de sélection (Figure 5D), les moustiques se retrouvent surnuméraires. La 
pression de prédation ne suffit plus à contrôler leur population. En cas d’arrivée d’une 
nouvelle maladie, une épidémie peut rapidement se propager.  
C’est peut-être ce qui s’est passé sur l’île de la Réunion quand, plus de 50 ans après 
la disparition du paludisme, une épidémie de Chikungunya a frappé l’île, affectant environ 
40% des habitants de l’île (Consigny et al., 2006). Pour lutter contre les moustiques et les 
pathogènes qu’ils transmettent, il est donc nécessaire d’adopter une approche efficace, 
adaptée au contexte et durable dans le temps. 
II. De l’art de tuer des moustiques 
La lutte contre les moustiques et les pathogènes qu’ils transmettent s’effectue à 
différentes échelles, de l’élimination des gîtes larvaires à la sensibilisation des populations 






Figure 6. Multiples aspects de la lutte contre le moustique et les maladies qu'il transmet. Sources des 
illustrations : http://www.eid-med.org/ et http://moustiquesinfos.sante.gouv.fr 
Afin de limiter les piqures de moustiques, l’Organisation Mondiale de la Santé (OMS) 
préconise de porter des vêtements longs et clairs et de disposer des moustiquaires au-
dessus des lits ainsi qu’à toutes les fenêtres (Figure 6A). L’utilisation de répulsifs appliqués 
directement sur la peau ou imprégnés sur les vêtements, moustiquaires et rideaux, tels que 
le DEET (répulsif conventionnel) ou l’IR3535 (répulsif biologique), est également 
recommandée (Faulde et al., 2010) (Figure 6A).  
A une échelle plus globale, la lutte contre les moustiques passe par une recherche 
intensive des gîtes à moustiques potentiels, à la fois en zone rurale et urbaine (Figure 6B). 
En France métropolitaine, cette tâche incombe aux Ententes Interdépartementales pour la 
Démoustication (EID) localisées dans les régions Atlantique, Méditerranée, Rhône-Alpes. En 
Corse, Martinique et Guyane, la démoustication est coordonnée par les Conseils généraux 
alors que ce sont les Agences Régionales de Santé (ARS) qui en ont la charge à la Réunion, 
Mayotte et Guadeloupe. Les premiers moyens mis en œuvre pour lutter contre les 
moustiques furent, dès les années 60, l’élimination des zones humides (assèchement des 
marais et marécages), habitats naturels du moustique. La prise de conscience de la valeur 
patrimoniale et écologique des zones humides, véritables oasis de biodiversité, a rapidement 
conduit à l’abandon de cette méthode en milieu rural. Cependant, la lutte contre la 
prolifération des gîtes à moustiques en milieu urbain est toujours d’actualité (Figure 6B). 
En effet, certains moustiques urbains pondent leurs œufs dans n’importe quelle eau 
stagnante permanente générée par des pneus abandonnés, des pots de fleurs, une piscine 




Cette lutte implique nécessairement d’éduquer et d’informer les populations 
locales de la marche à suivre afin de limiter la prolifération des moustiques ainsi que le 
risque de piqure et de transmission de maladies (Figure 6C). Cette mission de prévention est 
également réalisée par les EIDs et fait l’objet de larges campagnes d’information à l’initiative 
de l’Etat, notamment lors de l’épidémie de Chikungunya sur l’île de la Réunion1. Cependant, 
cette mission est complexe, laborieuse et donne des résultats aléatoires, les agents étant 
souvent confrontés à la réticence des populations à concevoir le moustique comme cause 
unique de transmission de la maladie (Heintze et al., 2007; Setbon et al., 2008; Setbon et 
Bley, 2009). Cette approche est nécessaire mais doit être préventive, ne pouvant constituer 
une action efficace et rapide en réponse à l’urgence d’une menace épidémique.  
La lutte à l’aide d’insecticides est actuellement le moyen le plus efficace pour lutter 
contre les moustiques (Figure 6D). La « découverte de la grande efficacité du DDT en tant 
que poison contre divers arthropodes » valu le prix Nobel de médecine à Paul Hermann 
Müller et marque le début de l’essor des insecticides chimiques. Le DDT est vendu comme 
le produit miracle, sans danger pour les enfants, les animaux, les produits alimentaires et à 
pulvériser dans toute la maison (Figure 7) ! La fabrication facile et peu coûteuse de cet 
organochloré a permis son utilisation massive dans le monde entier afin de contrôler les 
populations d’insectes, notamment les moustiques dans la lutte contre la dengue et la 
malaria dès 1945. Cependant, à peine un an après le début de son utilisation pour la 
démoustication, les premiers cas de résistance2 ont été identifiés en populations naturelles 
(Brown et Pal, 1971; Hemingway et Ranson, 2000).  
 
Figure 7. Publicité pour du papier peint pour chambres d’enfants imprégné de DDT fabriqué par 
l’entreprise TRIMZ (gauche) et publicité pour le DDT à pulvériser de l’entreprise Killing Salt Chemicals 
(droite). Le texte de gauche affirme que le papier peint n’est « pas dangereux pour les enfants, 
adultes, animaux et vêtements. Certifié absolument sûr pour une utilisation dans la maison ! » 
Source : http://thesocietypages.org/socimages/2011/06/page/2/ 
                                               
1 Un site didactique recensant toutes les informations nécessaires à la prévention contre le 
chikungunya a été créé par la préfecture de la Réunion : http://moustiquesinfos.sante.gouv.fr/ 
2 Résistance : capacité d’individus à survivre à des doses de pesticide létales pour des individus 





La volonté de contourner ces résistances a abouti au développement d’une deuxième 
génération d’insecticides de synthèse comprenant les organophosphorés (malathion, 
téméphos, etc.), les carbamates (carbaryl, propoxur, etc.) et les pyréthroïdes de synthèse 
(perméthrine, deltaméthrine, etc.). Tous ciblent la transmission de l’influx nerveux au niveau 
synaptique, soit en bloquant l’acétylcholinestérase (organophosphorés, carbamates) soit en 
perturbant les canaux à sodium voltage-dépendant (organochlorés, pyréthroïdes). Très 
persistants dans l’environnement et peu spécifiques, ces insecticides ont entrainé une 
adaptation rapide des moustiques et l’apparition de forts niveaux de résistance, diminuant de 
manière importante leur efficacité (Hemingway et Ranson, 2000). En 1962, la faible 
spécificité du DDT pour les espèces ciblées, ses effets cancérogènes pour l’homme et son 
impact négatif sur l’environnement, notamment sur la reproduction des oiseaux, ont été 
dénoncés par Rachel Carson dans son livre intitulé Silent Spring (« Printemps silencieux ») 
(Carson, 1962). Véritable pamphlet contre les insecticides chimiques, ce livre est à l’origine 
des mouvements écologiques des années 70 et mena à l’interdiction de nombreux 
insecticides chimiques. 
Cette prise de conscience de l’importance d’une lutte « propre » et efficace contre les 
moustiques a entrainé le développement d’une troisième génération d’insecticides, 
comprenant notamment les insecticides biologiques (Figure 6D) tels que les toxines 
produites par les bactéries Bacillus sphaericus (Bs) et Bacillus thuringiensis var. israelensis 
(Bti) (Charles et Nielsen-LeRoux, 2000). Bacillus sphaericus est une bactérie 
entomopathogène produisant naturellement deux toxines (BinA et BinB) qui tuent les larves 
de moustiques après avoir été ingérées (Lacey, 2007). Utilisé en France dès 1989 par l’EID 
Méditerranée afin de remplacer les insecticides chimiques, Bs a également été utilisé avec 
succès dans le monde entier pour contrôler les populations de Culex et d’Anopheles (Karch 
et al., 1992; Kumar et al., 1996; Regis et al., 2001). Cependant, de forts niveaux de 
résistance ont rapidement été observés en populations naturelles (Yuan et al., 2000; 
Nielsen-Leroux et al., 2002). Les résistances au Bs n’entrainant aucune baisse de sensibilité 
au Bti, il est actuellement autorisé en démoustication uniquement en combinaison avec le Bti 
(Regis et al., 2001).  
De nombreux pays ont d’ores et déjà interdit les insecticides chimiques dans la lutte 
anti-moustiques, notamment en Europe avec la directive « Biocides » interdisant l’utilisation 
des insecticides non-homologués à partir de Septembre 2006. Certaines dérogations ont été 
accordées, jusqu’en 2014 pour le Téméphos dans le cadre de la lutte anti-vectorielle en 
territoires d’Outre-mer, mais l’arrêt définitif de leur utilisation est néanmoins programmé. 
L’interdiction de l’utilisation de nombreux insecticides chimiques a fait du Bti le seul larvicide 




quasi-monopole. Connaissant la capacité des moustiques à s’adapter et à développer 
rapidement des résistances aux insecticides, pourquoi penser que, cette fois-ci, le Bti sera 
épargné ? Pourquoi le Bti est-il perçu comme un insecticide quasi-parfait ?  
III. Bacillus thuringiensis (Bt) 
A. Historique et description  
Isolée pour la première fois au Japon en 1901, de nombreuses souches de Bacillus 
thuringiensis ont depuis été décrites dans le monde entier, isolées à partir de milieux très 
diversifiés tels que du sol, du bois, des feuilles ou des cadavres d’insectes dans lesquels 
elles se multiplient (Roh et al., 2007). Bien qu’ubiquiste, la présence de spores de Bt dans de 
multiples compartiments environnementaux ne signifie pas qu’elle s’y multiplie et son statut 
de « vrai » entomopathogène a récemment été confirmé (Raymond et al., 2010). En 1976, 
la sous-espèce Bacillus thuringiensis israelensis (Bti) a été isolée d’un étang en Israël dans 
lequel elle avait proliféré et tué toutes les larves de moustiques (Goldberg et Margalit, 1977).  
L’espèce Bacillus thuringiensis fait partie du groupe des bactéries de type Bacillus 
cereus et se divise en 82 sous-espèces, déterminée à partir des antigènes de leur flagelle H 
(de Barjac et Frachon, 1990; Lambert et Peferoen, 1992). Bacillus thuringiensis est une 
bactérie entomopathogène Gram positive, anaérobique stricte ou facultative (Schnepf et al., 
1998). Cette toxicité pour de nombreuses espèces d’insectes est liée à la capacité des 
bactéries Bacillus thuringiensis à produire un cristal protéique toxique lors de leur sporulation 
(Figure 8D) (Schnepf et al., 1998).  
 
Figure 8. Croissance et sporulation des bactéries Bti en fonction du temps. Le milieu est inoculé (A). 
Lors de la phase exponentielle (B), les bactéries vont consommer le milieu (ou l’hémolymphe de 
l’insecte). Une fois que les ressources du milieu sont quasiment épuisées, les bactéries commencent 





complètement épuisé, la libération des spores et des cristaux se réalise par éclatement de la bactérie, 
marqué par une chute de la densité optique du milieu de culture (D). Les observations ont été 
réalisées à l’aide d’un microscope optique avec une coloration de Gram (A, B, C) ou sans coloration 
(D) (G = 1.000X).  
Le cristal de Bacillus thuringiensis var. israelensis a la particularité d’être composé 
principalement de quatre toxines en mélange : Cry4Aa, Cry4Ba, Cry11Aa et Cyt1Aa. Trois 
autres gènes codant pour les toxines Cry10Aa, Cyt1Ca et Cyt2Ba ont également été décrits 
mais il semble que ces toxines ne soient peu ou pas produites par la bactérie (Guerchicoff et 
al., 1997; Berry et al., 2002). Contrairement aux autres sous-espèces de Bt aux cristaux 
bipyramidaux généralement constitués d’une seule toxine, le cristal de Bti est une structure 
parasporale sphérique composée de trois inclusions maintenues par une enveloppe 
lamellaire (Figure 9) (Federici et al., 2003). Les toxines Cry sont capables de former 
spontanément un cristal sphérique (Cry4Aa + Cry4Ba) ou rhomboïde (Cry11Aa) tandis que 
la cristallisation des toxines Cyt nécessite des protéines accessoires (Schnepf et al., 1998). 
 
Figure 9. Bacillus thuringiensis var. israelensis en phase de sporulation (gauche) et cristal de Bti 
(droite). Sp, spore; IC, inclusion cristalline. Adapté de (Federici et al., 2003). 
 
B. Diversité des toxines produites par Bacillus thuringiensis 
 Les bactéries Bacillus thuringiensis produisent plusieurs types de toxines parmis 
lesquelles des toxines larvicides : des δ-endotoxines produites sous forme de cristal durant 
la sporulation de la bactérie (Figure 8D) et des toxines Vip (Vegetative Insecticidal Proteins) 
produites durant la phase végétative (Figure 8B). Trois groupes de toxines Vip (Vip1/Vip2 et 
Vip3) représentant un total de 28 toxines ont été décrites chez plusieurs sous-espèces de Bt 
(Crickmore et al., 1998; Bravo et al., 2011; Crickmore et al., 2012). Après ingestion par les 
larves, elles s’insèrent dans les membranes lipidiques des cellules intestinales entrainant la 
mort des cellules (Lee et al., 2003b; Leuber et al., 2006). Néanmoins, ces toxines ne semble 
participer que faiblement à la toxicité du Bt en comparaison des δ-endotoxines. 
235 δ-endotoxines produites par l’ensemble des sous-espèces de Bt décrites ont été 




codée par un seul gène porté par un des plasmides de la bactérie. Par exemple, les gènes 
codant les toxines du Bti sont portés par le plasmide pBtoxis contenant également de 
nombreux autres gènes impliqués dans la sporulation, la germination ou codant pour des 
antibiotiques (Figure 10) (Berry et al., 2002). La connaissance de ces plasmides a permis de 
mettre en évidence leur forte plasticité à l’origine de la grande diversité des toxines (Schnepf 
et al., 1998) et ouvre la voie à la transgénèse des bactéries dans le but d’optimiser la lutte 
contre les pestes à l’aide de nouveaux produits biocides plus performants (Federici et al., 
2007; Federici, 2010). A la fin du XXème Siècle, la maitrise de ces plasmides a également 
permis l’essor de la transgénèse chez les plantes telles que le maïs ou le coton. L’insertion 
de gènes codants pour des toxines de Bt dans le génome de la plante lui confère une 
résistance « naturelle » contre ses ravageurs. Cette modification génétique de plantes s’est 
heurtée à de nombreuses réticences au niveau international, suscitant de nombreux débats 
sur le danger pour les populations humaines et l’impact sur l’environnement (Ricroch et al., 
2010; Meissle et al., 2011; Ryffel, 2011). 
 
Figure 10. Représentation circulaire du plasmide pBtoxis provenant de la bactérie Bacillus 
thuringiensis var. israelensis. Code couleur des gènes : gris, toxine et peptide antibiotique ; rose, 
transposon ; orange, hypothétique gène conservé ; rouge, métabolisme de l’ADN ; bleu, régulation ; 
vert foncé, protéines de surface ; vert clair, inconnu ; jaune, métabolisme. Les nombres à l’extérieur du 
cercle indiquent la taille en kilopaires de bases. Source : (Berry et al., 2002). 
Chaque toxine est spécifique d’un groupe d’espèces parmi un des ordres d’insectes. 
Ainsi, certaines toxines Bt ciblent les larves de Lépidoptères (mites, papillons), de 
Coléoptères (scarabées, charançons), d’Hyménoptères (abeilles, guêpes), de Diptères 
(mouches, moustiques) mais également de nématodes (de Maagd et al., 2001). On retrouve 





caractéristiques de Bacillus thuringiensis, et les toxines Cyt, présentes chez une dizaine de 
sous-espèces, dont le Bti (Schnepf et al., 1998). La nomenclature de chaque famille de 
toxines est régie par leur homologie de séquence protéique. Les toxines partageant le même 
numéro auront au moins 45% de leurs séquences protéiques identiques (Cry1, Cry4, Cry11, 
etc.), la même lettre majuscule au moins 78% (Cry1A, Cry4B, Cry11A, etc.) et la même lettre 
minuscule au moins 95% (Cry1Ac, Cry4Ba, Cry11Aa, etc.) (de Maagd et al., 2001). Cette 
dénomination permet d’identifier les toxines proches et de cibler a priori leurs insectes cibles 
sans avoir à faire de tests toxicologiques à l’aveugle, facilitant la caractérisation de nouvelles 
toxines insecticides. 
C. Les toxines Cry 
1. Structure des toxines Cry 
Les toxines Cry sont généralement constituées de trois domaines principaux, un 
domaine à hélices alpha (domaine I) et deux domaines à feuillets bêta (domaines II et III) 
(Figure 11) (Bravo et al., 2011).  
 
Figure 11. Structures tridimensionnelles de trois toxines Cry toxiques pour les Lépidoptères (Cry1Aa, 
gauche), pour les Coléoptères (Cry3Aa, centre) et pour les Diptères (Cry4Ba, droite). Le domaine I 
(hélices alpha) est coloré en bleu, le domaine II (feuillets bêta) en vert et le domaine III (feuillets bêta) 
en rouge. Adapté de (Angsuthanasombat et al., 2004). 
Toutes les toxines Cry partagent une homologie de leur structure tridimensionnelle et 
chaque domaine remplit une fonction précise dans le mode d’action de la toxine : les feuillets 
bêta assurent la reconnaissance des sites de fixation tandis que les hélices alpha forment le 
pore transmembranaire responsable de la mort cellulaire (Li et al., 2001; Boonserm et al., 
2005). 
La nécessité de comprendre le mode d’action des toxines Cry a donné lieu à de 
nombreuses études, notamment sur les toxines Cry1 actives contre les Lépidoptères dans le 
contexte des plantes génétiquement modifiées. Cela a abouti à plusieurs modèles non 




2. De l’ingestion à l’infection : mode d’action des toxines Cry 
 Le mécanisme de mort induit par le Bt comprend un total de sept étapes principales 
(Figure 12). 
 
Figure 12. Mode d'action simplifié des toxines Cry chez une larve d'insecte. Les chiffres romains 
indiquent les différentes étapes du mode d'action. Les toxines sont représentées en vert et les spores 
en bleu. Adapté de (Bravo et al., 2007). 
a) Etape I : ingestion (Figure 12, I) 
 Les cristaux et spores de Bt sont épandus conjointement dans l’environnement. La 
suspension est soit aspergée sur les plantes à protéger des phytophages soit directement 
dans l’eau des gîtes à moustiques. Cette suspension est ensuite ingérée par la larve 
d’insecte. Dans le contexte des plantes génétiquement modifiées, les toxines produites par 
les plantes sont généralement déjà solubilisées et activées. L’étape d’ingestion par la larve 
se fait donc en mangeant des parties de la plante contenant des toxines pré-activées. 
 Dans le cadre de la lutte contre les moustiques, différentes formulations de Bti 
existent, pourvues de spores ou non. Les formules sans spores, probablement moins 
appétantes, montrent généralement une baisse d’efficacité (Becker et al., 1991; Becker, 
2002). Contrairement aux Lépidoptères dans le contexte des OGMs, les moustiques se 
nourrissent de particules relativement grosses rendant impossible l’épandage des toxines 
sous forme soluble, sous peine de diminuer d’un facteur 100 à 10.000 leur toxicité pour les 





b) Etapes II & III : solubilisation et activation (Figure 12, II & 
III) 
Une fois ingéré, le cristal se dissout dans l’intestin des larves à un pH variant entre 
9,5 (toxines Cry1, Lépidoptères) et 12 (toxines du Bti, Diptères) par cassure des ponts 
disulfures et des liaisons hydrogènes qui assurent sa stabilité (Gill et al., 1992). 
 Les protoxines solubilisées sont inactives. Pour pouvoir acquérir leur pouvoir 
insecticide, les protoxines doivent être activées, principalement par des enzymes digestives 
intestinales de la larve mais également par certaines enzymes de la bactérie Bt (Figure 13) 
(Oppert, 1999; Rukmini et al., 2000). L’activation des toxines est généralement réalisée par 
des protéases à sérine, telles que des trypsines et des chymotrypsines (Oppert, 1999). 
 
Figure 13. Protoxines et toxines toxiques pour les Lépidoptères (Cry1Aa, gauche), pour les 
Coléoptères (Cry3Aa, centre) et pour les Diptères (Cry4Ba, droite) activées par les protéases 
bactériennes et intestinales des larves d'insectes cibles. Les tailles en kilodaltons sont indiquées à 
côté des fragments. La toxine activée est hachurée et les régions tronquées de la protoxine sont 
symbolisées en pointillés. Adapté de (Rukmini et al., 2000). 
c) Etapes IV : fixation au(x) récepteur(s) membranaire(s) 
(Figure 12, IV) 
 Trois principales familles de récepteurs aux toxines Cry ont été décrites : les 
cadhérines, les N-aminopeptidases (APN) et les phosphatases alcalines (ALP). C’est à 
la spécificité de leurs récepteurs que l’on attribue la spécificité de chaque toxine pour leurs 
insectes cibles (Bravo et al., 2011). Une même toxine peut se fixer à plusieurs récepteurs 
différents et plusieurs toxines peuvent partager le même récepteur (Ferré et al., 1995). 
(1) Cadhérines 
 Les cadhérines sont des glycoprotéines présentes à la surface des cellules et 
impliquées dans les jonctions intercellulaires (Ivanov et al., 2001). Les cadhérines sont 
constituées d’un domaine cytoplasmique, permettant la régulation de leur fonction par les 




plasmique et de plusieurs domaines répétés (entre 9 et 12 chez les insectes) (Figure 14) 
(Angst et al., 2001; Ivanov et al., 2001). Ce sont les domaines les plus éloignés de la 
membrane qui assurent la fonction de jonction entre les cellules alors que les toxines Cry se 
fixent au niveau des domaines proximaux de la membrane. 
 
Figure 14. Cadhérine insérée dans la membrane d'une cellule d'insecte. Légende : DT, Domaine 
Transmembranaire ; C, domaine cytoplasmique. Adapté de (Pigott et Ellar, 2007). 
 Les cadhérines sont les premiers récepteurs aux toxines Cry à avoir été décrit (Bt-R1 
pour Cry1Ab chez Manduca sexta) (Vadlamudi et al., 1993). Depuis, les cadhérines ont été 
décrites comme jouant un rôle clé dans le mode d’action des toxines Cry1A chez au moins 
cinq autres espèces de Lépidoptères : Bombyx mori, Heliothis virescens, Helicoverpa 
armigera, Pectinophora gossypiella et Ostrinia nubilalis (Pigott et Ellar, 2007). Les 
cadhérines sont les récepteurs auxquels les toxines Cry se fixent avec la plus grande affinité 
(Pigott et Ellar, 2007). Chez le moustique Aedes aegypti, les cadhérines sont des récepteurs 
avérés des toxines Cry11Aa (Bti) et Cry11Ba (Bt var. jegathesan) (Chen et al., 2009a; 
Likitvivatanavong et al., 2011a). La toxine Cry4Ba se fixe également sur des cadhérines 
avec une faible affinité chez Ae. aegypti mais très fortement chez Anopheles gambiae (Hua 
et al., 2008; Chen et al., 2009a).  
(2) N-Aminopeptidases (APN) 
 Les aminopeptidases sont des métalloprotéases qui clivent les acides aminés de la 
région N-terminale des protéines, ce qui leur confère un rôle important dans la digestion des 
aliments par la larve (Taylor, 1993). Chez les insectes, les N-aminopeptidases (APNs) sont 
des enzymes membranaires ancrées grâce à un motif GPI (glycosylphosphatidylinositol) 
(Pigott et Ellar, 2007). Elles sont localisées au niveau de radeaux lipidiques déjà impliqués 
dans le mode d’action de la toxine Cry1A chez H. virescens and M. sexta (Zhuang et al., 
2002). 
  Les APNs ont été décrites comme des récepteurs pour les toxines Cry1 chez six 
espèces différentes de Lépidoptères : B. mori, H. armigera. H. virescens, Lymantria dispar, 
M. sexta and Plutella xylostella (Pigott et Ellar, 2007). Les toxines Cry présentent une plus 
faible affinité pour les APNs que pour les cadhérines (environ 100 fois moins). Chez les 





comme des récepteurs pour la toxine Cry11Ba (Btj) (Abdullah et al., 2006; Zhang et al., 
2008; Likitvivatanavong et al., 2011a). Chez Ae. aegypti, une APN a été décrite comme un 
potentiel récepteur pour la toxine Cry11Aa (Bti) (Chen et al., 2009b). Aucune étude n’a 
cependant été réalisée sur les deux autres toxines Cry du Bti, Cry4Aa et Cry4Ba 
(Likitvivatanavong et al., 2011b).  
(3) Phosphatases alcalines (ALP) 
 Tout comme les APNs, les phosphatases alcalines (ALP) sont ancrées dans les 
membranes lipidiques des cellules à l’aide d’ancres GPI et se localisent principalement au 
niveau de radeaux lipidiques (Pigott et Ellar, 2007).  
 Leur implication en tant que récepteurs des toxines Cry est récente. Les ALPs ont été 
décrites comme de potentiels récepteurs chez M. sexta pour les toxines Cry1Ab et Cry1Ac et 
chez H. virescens pour Cry1Ac (McNall et Adang, 2003; Krishnamoorthy et al., 2007; Arenas 
et al., 2010). Les toxines de Bti Cry4Ba et Cry11Aa ainsi que Cry11Ba (Btj) sont également 
capables de se fixer à des ALPs chez Ae. aegypti et A. gambiae (Fernandez et al., 2006; 
Hua et al., 2009; Dechklar et al., 2011). 
(4) Autres types de récepteurs 
 Plusieurs autres protéines ont montré une capacité à fixer des toxines Cry. C’est le 
cas notamment de glycolipides (pour Cry5Ba et Cry14A chez Caenorhabditis elegans) ou de 
glycoconjugés (pour Cry1A et Cry1Ba chez Lymantria dispar) (Valaitis et al., 2001; Griffitts et 
al., 2005). Chez le moustique Ae. aegypti, différentes protéines telles que des V-ATPases, 
l’actine ou des glycosidases sont capables de fixer la toxine Cry4Ba (Bti) (Bayyareddy et al., 
2009). Chez A. albimanus, c’est une α-amylase qui a été décrite comme un récepteur aux 
toxines Cry4Ba et Cry11Aa (Bti) (Fernandez-Luna et al., 2010a). Cependant, ces travaux 
manquent encore de validation fonctionnelle pour déterminer si ces protéines participent 
réellement au mode d’action des toxines Cry, et si oui dans quelle mesure. 
(5) Implication des récepteurs dans la mort 
cellulaire : les modèles 
 Devant la multiplicité des récepteurs aux toxines Cry décrits, plusieurs modèles ont 






Figure 15. Illustration des trois modèles de fixation des toxines Cry aux récepteurs de la membrane 
épithéliale intestinale d’insectes. Le modèle de Bravo est représenté en orange, celui de Jurat-
Fuentes en vert et celui de Zhang en violet. CAD, Cadhérine ; APN, N-aminopeptidase ; ALP, 
Phosphatase alcaline : PKA, Protéine Kinase A. Sources : (Jurat-Fuentes et Adang, 2006; Zhang et 
al., 2006; Bravo et al., 2007; Soberon et al., 2009; Likitvivatanavong et al., 2011b). 
Au moins trois modèles synthétisent l’ensemble des résultats obtenus sur la fixation 
des toxines Cry aux récepteurs membranaires. Le modèle de Bravo reprend le modèle dit 
« pore-forming » exposé par Knowles et Ellar (1987), mis à jour à plusieurs reprises (Bravo 
et al., 2007; Soberon et al., 2009; Likitvivatanavong et al., 2011b). Ce modèle prend en 
compte une fixation à une cadhérine ou à des protéines GPI-ancrées (ALP ou APN). Des 
incertitudes demeurent sur l’enchainement des interactions. Selon ce modèle, soit les 
toxines se fixent à une cadhérine puis à une ALP/APN avant de s’oligomériser, soit elles se 
fixent selon un modèle « ping-pong », d’abord à une ALP/APN puis à une cadhérine pour 
revenir sur une ALP/APN avant de s’insérer dans la membrane épithéliale (Pacheco et al., 
2009; Likitvivatanavong et al., 2011b). Des travaux supplémentaires sont nécessaires pour 
déterminer lequel de ces deux modèles s’applique et pour quelles toxines (Gomez et al., 
2010; Likitvivatanavong et al., 2011b). 
Le modèle de Zhang exclut que la mort cellulaire soit provoquée par la perforation 
de l’intestin par l’insertion de toxines Cry oligomérisées (Zhang et al., 2005). Il développe 
ainsi un modèle basé sur l’induction de mécanismes de mort cellulaire suite à la fixation de la 
toxine à une cadhérine (Zhang et al., 2006).  
Le modèle de Jurat-Fuentes propose un regroupement des deux modèles, 
indiquant une première fixation sur une cadhérine, puis une fixation sur une ALP ou une 
APN. Selon ce modèle, cela induirait à la fois une perforation de la membrane cellulaire par 
des toxines Cry oligomérisées mais également une réaction en chaine de mort cellulaire 





Tous les modèles admettent une fixation obligatoire à des cadhérines. Des 
expériences de mutagenèse dirigée suggèrent que c’est l’hélice alpha du domaine I des 
toxines Cry1Ab et Cry1Ac qui est responsable de leur fixation aux cadhérines (Soberon et 
al., 2007). La suppression de cette hélice α-1 rendrait ainsi les cadhérines optionnelles dans 
le processus entrainant la mort cellulaire par les toxines Cry. Néanmoins, l’importance du 
clivage de cette hélice alpha a récemment été remise en question (Vachon et al., 2012). 
d) Etapes V à VII : de l’oligomérisation à l’infection (Figure 
12, V, VI & VII) 
 L’oligomérisation est une étape indispensable pour la toxicité de nombreuses toxines 
Cry (Jimenez-Juarez et al., 2007; Munoz-Garay et al., 2009). Les toxines peuvent 
s’assembler sous différentes formes : en dimères, en trimères (Figure 16) et plus 
généralement en tétramères (Ounjai et al., 2007). Récemment, une revue sur le mode 
d’action des toxines de Bt remet en question les bases des modèles séquentiels décrits 
précédemment et suggèrerait notamment que l’oligomérisation pourrait avoir lieu après 
l’insertion des monomères dans la membrane (Vachon et al., 2012). 
 
Figure 16. Diagramme de Richardson d'un trimère de toxines Cry4Ba vu de dessus. Les domaines à 
feuillets bêtas sont représentés en bleu (Domaine II) et en rouge (Domaine III). Le domaine en hélices 
alpha (domaine I) est représenté de plusieurs couleurs : vert (α3), violet (α4), jaune (α5), bleu (α6) et 
rouge (α7). Les trois toxines sont différenciées par des apostrophes et délimitées par des lignes en 
pointillés. Un triangle marque l’emplacement du pore. Adapté de (Boonserm et al., 2005). 
 Une fois l’oligomère inséré dans la membrane, il va y avoir mort de la cellule due au 
choc osmotique, provoquant une déstabilisation de la paroi intestinale. Cela permet aux 
spores de Bt de passer dans l’hémolymphe de l’insecte, milieu extrêmement riche dans 




D. Les toxines Cyt 
1. Structure des toxines Cyt 
Présentes chez un nombre restreint de sous-espèces de Bt (dont le Bti), les toxines 
Cyt sont des protéines d’environ 30 kDa constituées d’hélices alpha entourant des feuillets 
bêta (Figure 17) (Li et al., 1996; Butko, 2003). Elles présentent également une activité 
cytolytique bien qu’elles soient nettement moins toxiques que les toxines Cry pour les 
moustiques. Des mutagenèses dirigées ont permis de montrer que les boucles situées au 
sommet de la molécule, telle qu’orientée sur la figure, sont responsables de la toxicité de la 
molécule (Ward et al., 1988). Cependant, leur rôle précis dans le mode d’action de la toxine 
reste inconnu à ce jour (Butko, 2003). 
 
Figure 17. Structure tridimensionnelle de la toxine Cyt1Aa complète (gauche), de la partie C-terminale 
(centre) et N-terminale (droite). Les hélices alpha sont indiquées par des lettres majuscules et les 
feuillets bêtas par des numéros. Adapté de (Butko, 2003; Rodriguez-Almazan et al., 2011). 
2. Mode d’action des toxines Cyt 
 Tout comme les toxines Cry, les toxines Cyt sont ingérées sous forme de cristal qui 
doit être solubilisé dans l’intestin des larves d’insectes. Les protoxines solubilisées sont 
également activées par les enzymes digestives de la larve (Li et al., 1996).  
Contrairement aux toxines Cry, les toxines Cyt ne nécessitent aucun récepteur pour 
avoir une activité cytolytique. Actuellement, deux modèles s’opposent sur la manière dont les 
toxines Cyt activées déstructurent les membranes des cellules épithéliales (Butko, 2003). Le 
premier modèle est un modèle « pore-forming » où les toxines Cyt seraient capables de 
s’insérer spontanément dans les membranes des cellules, entrainant la formation de pores 
et la mort de la cellule (Butko, 2003; Promdonkoy et Ellar, 2003). Ce modèle est soutenu par 





est actuellement remis en question (Du et al., 1999; Butko, 2003). Le deuxième modèle est 
un modèle détergent (Manceva et al., 2005). Dans ce modèle, les toxines Cyt ne s’insèrent 
pas dans la membrane et ne subissent aucune modification de structure. Leur fixation non 
spécifique sur la membrane entraine une déstructuration des lipides provoquant l’éclatement 
de la cellule (Butko, 2003).  
E. Synergie des toxines Cry et Cyt 
 L’intérêt des toxines Cyt en lutte insecticide ne réside pas essentiellement dans leur 
activité cytolytique relativement faible par rapport aux toxines Cry. Les toxines Cyt ont la 
capacité d’interagir avec de nombreuses toxines Cry (Promdonkoy et al., 2005; Bravo et al., 
2007; Canton et al., 2011) et également avec les toxines Bin (Bs) (Wirth et al., 2000). 
Comme les toxines Cyt se fixent de manière non spécifique à la membrane intestinale, elles 
agissent comme des récepteurs membranaires pour les autres toxines, au même titre 
qu’une cadhérine, une APN ou une ALP (Bravo et al., 2007). En ajoutant les toxines Cyt à un 
mélange de toxines Cry et/ou Bin, on augmente considérablement la toxicité de ce mélange : 
on parle alors de synergie (Fernandez-Luna et al., 2010b). Cette caractéristique fait des 
toxines Cyt un élément clé de certaines sous-espèces de Bt, telles que le Bti (Lacey, 2007). 
Les améliorations de sous-espèces de Bt par transgénèse tirent profit de cette synergie en 
intégrant systématiquement au moins une toxine Cyt à leur mélange de toxines (Federici et 
al., 2003; Pardo-Lopez et al., 2009). 
IV. Le Bti, l’insecticide « parfait » ? 
A. Quand la science se veut dogmatique 
Comme nous l’avons vu précédemment, le Bti est considéré comme un produit 
« miracle », devenant quasiment le seul larvicide autorisé en Europe et dont l’utilisation est 
grandissante dans le monde entier. Au vu de l’expérience accumulée avec les précédents 
insecticides, chimiques et biologiques, quels sont les arguments qui nous font penser que 
cet insecticide est exempt des défauts de ses prédécesseurs ? 
Le Bti est spécifique de certaines espèces de diptères du sous-ordre des 
Nématocères, dont les moustiques (Culicidae) et les mouches noires (Simuliidae), et 
totalement inoffensif pour les mammifères (Mancebo et al., 2011). Une étude synthétique de 
77 articles traitant de l’impact du Bti sur 616 taxons non cibles a montré que 15% des taxons 




1000 fois supérieures aux doses opérationnelles3 (Boisvert et Boisvert, 2000). De plus, 
moins de la moitié sont des chironomes, Nématocères connus pour présenter une forte 
sensibilité au Bti et parmi les seuls taxons affectés à partager le même milieu de vie que les 
espèces cibles (Stevens et al., 2005). Malgré leur sensibilité au Bti, d’autres études ont 
montré que leurs populations n’étaient pas forcément perturbées par des traitements au Bti 
(Vaughan et al., 2008; Lundstrom et al., 2010). Quelques études ont également mesuré 
l’impact du Bti sur l’ensemble de la chaîne trophique (invertébrés, prédateurs des 
moustiques, oiseaux nicheurs) à plus ou moins long terme. Bien qu’une diminution de 
l’abondance de certains taxons soient régulièrement observée, cela ne semble pas avoir un 
impact durable sur l’écosystème (Crosa et al., 2001; Jackson et al., 2002; Caquet et al., 
2011). Seule une étude récente réalisée en Camargue montre un effet négatif des 
traitements au Bti sur les pontes d’hirondelles (Delichon urbicum) mais cette étude fait 
polémique et l’effet observé est imputable au traitement insecticide en lui-même, entrainant 
une réduction de populations de chironomes agissant indirectement sur le réseau trophique, 
et ne semble pas être spécifiquement lié au Bti (Poulin et al., 2010). 
Un seul cas de résistance a été mesuré dans une population d’Ae. aegypti à New 
York (Paul et al., 2005). Cependant, les auteurs ont comparé la population naturelle à une 
souche de laboratoire. Les différences observées sont donc probablement dues à des fonds 
génétiques différents et ne reflètent pas réellement un effet du traitement insecticide. A ce 
jour, aucun autre cas de résistance n’a été trouvé en populations naturelles (Lacey, 
2007). En laboratoire, trois équipes de recherches ont sélectionnés des souches de 
moustiques Ae. aegypti, Culex pipiens et Cx. quinquefasciatus au Bti pendant 20 à 30 
générations et n’ont obtenu que de faibles niveaux de résistance au Bti (entre 2 et 3 fois) 
(Goldman et al., 1986; Georghiou et Wirth, 1997; Saleh et al., 2003; Mittal et al., 2005).  
La difficulté pour obtenir une résistance au Bti est imputée à sa composition : une 
combinaison de quatre toxines agissant en synergie. On sait que des toxines Cry, même 
très proches, peuvent avoir des récepteurs membranaires différents, rendant difficile une 
résistance forte à une combinaison de ces toxines (Ferré et al., 1995; Abdullah et al., 2006). 
De plus, la toxine Cyt est un élément clé du Bti, connue pour ralentir l’apparition de 
résistance aux toxines Cry (Wirth et al., 2004; Wirth et al., 2005). 
 Enfin, le Bti présente une faible activité résiduelle (quelques jours), ce qui lui vaut 
d’être qualifié de peu persistant dans l’environnement (Lacey, 2007). Cependant, on 
retrouve des spores de Bti, forme de résistance bactérienne, pendant plusieurs semaines à 
                                               
3 La dose opérationnelle correspond à la quantité de produit à épandre par unité de surface 





plusieurs mois après un traitement. La bactérie étant qualifiée de peu compétitive par rapport 
aux autres bactéries du sol, le recyclage du Bti était considéré comme peu probable 
(Sheeran et Fisher, 1992; Lacey, 2007).  
B. Une faille dans le modèle 
 Pourtant, un nombre grandissant de travaux montrent qu’une activité résiduelle du Bti 
peut être trouvée dans certaines conditions et que cette activité pourrait même, dans 
certains cas, être la conséquence d’un recyclage des spores de Bti (Dupont et Boisvert, 
1986; Boisvert et Boisvert, 1999; de Melo-Santos et al., 2009; Shaheen et al., 2010). Dans la 
région Rhône-Alpes (France), des litières végétales en décomposition, prélevées plusieurs 
mois après un traitement insecticide, ont montré une forte activité insecticide contre les 
larves de moustiques (David et al., 2000; David et al., 2002) (Figure 18).  
 
Figure 18. Toxicité des litières végétales en fonction de leur état de décomposition pour des larves 
d’Aedes aegypti exposées à 3 g/L de litière d’Aulne (Alnus glutinosa) finement broyée. Adapté de 
(David et al., 2000). 
 Cette toxicité, initialement attribuée aux acides tanniques et aux polyphénols (David 
et al., 2000), est en fait principalement due à la présence de Bti, mise en évidence par des 
étalements bactériens et par la présence de gènes codants pour les toxines du Bti (Tilquin et 
al., 2008). Ces litières végétales en décomposition seront dénommées « litières toxiques » 
dans l’ensemble de la présente thèse. Une souche de moustique de laboratoire Aedes 
aegypti a été sélectionnée pendant plusieurs générations avec cette litière toxique et a 
permis d’obtenir une résistance modérée au Bti mais bien plus élevée aux toxines Cry 
considérées séparément (Paris et al., 2011b). Cette souche résistante au Bti (souche 
LiTOX) est la preuve que le Bti peut, sous une forme persistante environnementale, 




 Contrairement au dogme admis, le Bti peut, dans certaines conditions, proliférer, 
produire des cristaux de toxines et entrainer une augmentation de la résistance au Bti chez 
le moustique. La compréhension des mécanismes de persistance / recyclage du Bti ainsi 
que la manière dont les moustiques résistent est primordiale afin de ne pas reproduire les 
erreurs du passé et de tendre vers une utilisation raisonnée du Bti et une meilleure gestion 
de la résistance. 
V. Vers une utilisation raisonnée du Bti : plan de thèse 
 Ma thèse vise à apporter les connaissances et les outils nécessaires à une 
meilleure compréhension du devenir du Bti dans l’environnement et de son impact sur 
les populations de moustiques.  
 Elle s’articule autour de trois axes structurés en trois chapitres : 
Axe I : Devenir du Bti dans l’environnement. Le Bti est capable de persister et de 
proliférer dans l’environnement dans certaines conditions. Actuellement, aucun test simple 
n’est disponible pour réaliser le suivi des toxines en milieu naturel. Dans ce chapitre, je 
présenterai le protocole d’extraction des toxines de Bti à partir d’échantillons 
environnementaux que nous avons développé ainsi que la mise au point d’un test ELISA 
permettant de détecter chacune des toxines du Bti. Les résultats de son application sur des 
litières contaminées et sur les litières toxiques seront également présentés. Cela permettra 
de déterminer la durée et s’il y a une persistance différentielle des toxines de Bti sous leur 
forme cristalline dans l’environnement. 
Axe II : Résistance au Bti chez le moustique en laboratoire. Une souche de laboratoire 
(LiTOX) a été sélectionnée à cette litière toxique et présente une résistance au Bti et aux 
toxines testées séparément. Caractériser cette résistance est primordial afin de pouvoir 
prédire et détecter l’apparition de résistance en populations naturelles. Vu la complexité du 
mode d’action du Bti, des approches globales de détection de la résistance ont été réalisées 
sur larves entières et sur intestins de larves. Des approches fonctionnelles visant à valider 
l’implication de certains gènes/protéines sont également exposées dans le chapitre II. 
Axe III : Résistance au Bti chez le moustique en populations naturelles. La recherche 
de résistance au Bti en populations naturelles se fait actuellement par des tests 
toxicologiques au Bti. La souche LiTOX montre que des résistances beaucoup plus 
importantes peuvent être observées aux toxines séparément, même si rien n’est observable 
avec le Bti complet. Les résultats d’une campagne d’échantillonnage de larves en milieu 
naturel ainsi que les bioessais aux toxines testées séparément sont présentés dans le 
chapitre III. 




Chapitre I :  
Devenir du Bti dans l’environnement 
I. Persistance du Bti dans l’environnement 
Le Bti est généralement épandu sous la forme d’une suspension de cristaux et de 
spores. De ce fait, la notion de persistance du Bti revêt plusieurs aspects : la persistance de 
l’activité insecticide du Bti (activité résiduelle), la persistance des cristaux de toxines et la 
persistance des spores bactériennes.  
A. Paramètres influant sur l’activité résiduelle du Bti 
L’activité insecticide du Bti est directement corrélée à sa disponibilité pour les larves 
de moustiques. Trois paramètres principaux influencent cette biodisponibilité (Figure 19). 
 
Figure 19. Paramètres influant sur la disponibilité du Bti pour les larves de moustiques. Les facteurs 
biologiques sont indiqués en bleu, les facteurs environnementaux en vert et les facteurs opérationnels 
en rouge. Adapté de (Boisvert et Lacoursière, 2004). 
 Les facteurs biologiques regroupent les paramètres intrinsèques aux larves de 
moustiques, tels que l’espèce ou le stade larvaire. Le Bti a une tendance naturelle à floculer 
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et à sédimenter au fond des gîtes larvaires. Ainsi, les larves d’Anopheles, se nourrissant à la 
surface de l’eau, seront exposées moins longtemps au Bti que les larves d’Aedes ou de 
Culex (Amalraj et al., 2000). L’activité résiduelle du Bti est donc moins importante pour les 
Anopheles que pour les autres genres. De même, les larves ne se nourrissant quasiment 
plus au dernier stade larvaire, le Bti sera alors beaucoup moins efficace que pendant les 
premiers stades de développement de la larve (Lacey, 2007).  
 Pour limiter la sédimentation du Bti, de nombreuses formulations ont été développées 
(facteurs opérationnels), permettant de s’adapter au milieu à traiter mais également pour 
certaines de relarguer l’insecticide progressivement au cours du temps (briquettes, glaçons) 
(Neri-Barbosa et al., 1997; Becker, 2003). Selon la formulation, l’activité résiduelle peut être 
plus ou moins importante. Chez Culex, l’augmentation de la dose opérationnelle ne permet 
pas d’augmenter l’activité résiduelle du Bti (Mulla et al., 1993) alors qu’un contrôle plus 
durable de populations d’Ae. aegypti est possible dans des réservoirs ou des containers 
avec différentes formulations (Mulla et al., 2004; Vilarinhos et Monnerat, 2004; Ritchie et al., 
2010).  
 Lorsque le milieu est turbide (matière organique, sol et/ou sédiments en suspension) 
ou pollué (facteurs environnementaux), les toxines persistent moins longtemps, étant plus 
rapidement dégradées et/ou adsorbées sur les particules en suspension (Margalit et 
Bobroglo, 1984; Karch et al., 1991; Sheeran et Fisher, 1992; Srivastava et al., 1998). De 
plus, l’intensité lumineuse, la température et la présence de végétation sont autant de 
paramètres qui peuvent affecter l’efficacité et la durée de l’activité larvicide du Bti (Boisvert et 
al., 2001; Christiansen et al., 2004; Lacey, 2007). 
Généralement, on remarque que de nouvelles larves de moustiques peuvent 
apparaître et se développer trois à quatre jours après un traitement de leur habitat, dû 
à l’interaction de ces différents facteurs favorisant une sédimentation et un piégeage rapide 
du Bti (Boisvert et Lacoursière, 2004). 
B. Persistance des cristaux de Bti 
Peu d’études ont été réalisées sur le devenir des cristaux de toxines du Bti en milieu 
naturel. En tant qu’agglomérats protéiques (matière organique), on suppose qu’elles 
subissent une dégradation « classique » par les microorganismes du milieu (bactéries, 
champignons) et sont recyclées sous forme d’acides aminés dans l’écosystème (Boisvert et 
Lacoursière, 2004). Cependant, quelques études ont montré que les cristaux de Bti peuvent 
subsister dans le milieu bien après la disparition de l’effet insecticide du Bti, de quelques 
semaines à plusieurs années (Dupont et Boisvert, 1986; Boisvert et Boisvert, 1999). Les 




cristaux immobilisés dans les sédiments conservent près de 90% de leur activité insecticide, 
même après plusieurs semaines (Ohana et al., 1987; Sheeran et Fisher, 1992). De même, 
les cristaux peuvent s’accumuler dans les tapis d’algues et de mousses qui tapissent le fond 
des cours d’eau et conserver également environ 90% de leur toxicité (Tousignant et al., 
1993; Boisvert et al., 2001). 
Malgré le stockage des cristaux de Bti dans de nombreux compartiments de 
l’écosystème, aucun impact de cette accumulation n’a été observé sur l’efficacité des 
traitements effectués depuis plus de 20 ans en France et au Canada notamment (Boisvert 
et Lacoursière, 2004). 
C. Persistance et recyclage des spores de Bti 
Tout comme les cristaux, les spores de Bti persistent bien plus longtemps que ne 
dure l’activité insecticide (Boisvert et Lacoursière, 2004). N’étant pas directement impliquées 
dans la toxicité aigüe du Bti pour les larves de moustiques, leur persistance n’a 
théoriquement que peu d’impact sur les populations de moustiques. Seule une remise en 
culture des spores de Bti, entrainant une importante prolifération bactérienne, pourrait 
générer une production accrue de nouveaux cristaux toxiques directement dans le milieu lors 
de leur sporulation. La germination des spores et la prolifération des bactéries de Bti dans 
les cadavres de moustiques ont déjà été caractérisées (Aly et al., 1985; Khawaled et al., 
1990). Cependant, le fait que cette prolifération produise suffisamment de cristaux pour 
contrôler une population naturelle de moustiques est jugé comme improbable (Boisvert et 
Boisvert, 1999; Boisvert et Lacoursière, 2004). Pourtant, l’origine de la découverte du Bti, i.e. 
prolifération de la bactérie ayant entrainé la mort d’une population de larves de moustiques 
dans une mare en Israël (Goldberg et Margalit, 1977), ne va-t-elle pas à l’encontre de cette 
hypothèse ? Dans quelles conditions particulières le Bti peut-il proliférer et atteindre des 
niveaux de toxicité importants ? 
Plusieurs cas de prolifération avérée ou supposée de Bti ont été rapportés en 
populations naturelles (Tilquin et al., 2008; de Melo-Santos et al., 2009). Les litières 
toxiques échantillonnées dans la région Rhône-Alpes (France) représentent une opportunité 
rare de pouvoir étudier du Bti persistant et/ou recyclé possédant une activité larvicide en 
milieu naturel (David et al., 2000; Tilquin et al., 2008). 
D. Outils de détection du Bti dans l’environnement 
Actuellement, plusieurs outils existent déjà pour suivre le devenir du Bti dans 
l’environnement. Le suivi de la toxicité du Bti peut être réalisé en prélevant du sol, des 
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sédiments ou de la litière végétale de gîtes à moustiques et en réalisant des tests 
toxicologiques sur des larves de moustiques (Sheeran et Fisher, 1992; Tousignant et al., 
1993; David et al., 2000). Néanmoins, comme nous avons vu que la toxicité diminue 
rapidement avec le temps, contrairement à la présence des cristaux et de spores, cet outil 
s’avère peu sensible en conditions normales.  
La présence de spores peut être révélée en réalisant des étalements d’échantillons 
environnementaux sur des milieux de cultures, permettant de faire germer et proliférer 
les spores (Vettori et al., 2003; Hajaij et al., 2005). Les colonies de bactéries de type Bacillus 
cereus (rondes d’aspect crémeux, mat et granuleux) sont comptabilisées, indiquant la 
quantité de spores présentes dans l’échantillon. Cette approche est néanmoins limitée par 
l’aspect des colonies, identique pour toutes les espèces et sous-espèces du groupe Bacillus 
cereus, pouvant entrainer une surestimation de la quantité de spores de Bti réellement 
présentes. La présence de spores peut également être détectée à l’aide de PCR ciblant des 
gènes codant pour les toxines Cry du Bti (De Respinis et al., 2006; Tilquin et al., 2008), 
voire même quantifiée à l’aide d’une PCR quantitative (Guidi et al., 2010). Cependant, les 
spores ne sont pas directement responsables de la toxicité du Bti. De tels outils peuvent 
permettre de détecter une potentielle remise en culture des spores mais sont incapables 
d’indiquer s’il y a eu production de cristaux de toxines et dans quelles quantités.  
Aucun test simple n’existe à ce jour pour évaluer la quantité de cristaux de Bti et 
étudier leur devenir dans l’environnement. Pourtant, de nombreux tests ELISA, basés sur la 
détection des toxines par des anticorps spécifiques, existent et sont commercialisés pour 
détecter les toxines Cry actives contre les Lépidoptères à partir d’échantillons de sols ou de 
plantes génétiquement modifiées4. Un test ELISA ciblant les toxines du Bti a déjà été 
développé mais jamais appliqué à des échantillons environnementaux (Oestergaard et al., 
2007b). Pourquoi ? Quels sont les verrous techniques qui rendent difficiles cette 
application ?  
Durant ce chapitre, je présenterai les solutions que nous avons développées afin de 
contourner ces problèmes, aboutissant à un test simple de détection des toxines du Bti à 
partir de matrices environnementales (test ELISA) (Figure 20). L’objectif est d’appliquer 
cet outil aux litières toxiques, afin de caractériser les toxines qui les composent et leurs 
proportions relatives, ainsi qu’à des litières végétales contaminées avec du Bti ou avec 
chacune des toxines du Bti. 
 
                                               
4 La liste des 16 tests ELISA ciblant des toxines Cry commercialisés par l’entreprise ENVIROLOGIX 
est disponible à cette adresse : http://www.envirologix.com/artman/publish/cat_index_44.shtml 





Figure 20. Plan schématique de la démarche expérimentale du chapitre I. 
 
II. Développement de l’outil 
A. « Avant de rêver, il faut savoir » (Jean Rostand, Pensées d’un 
biologiste, 1967) 
Avant de commencer le développement d’un outil de détection des toxines du Bti 
dans l’environnement, il est nécessaire de rechercher tous les travaux qui ont déjà été 
réalisés sur le Bti et les toxines produites d’autres sous-espèces de Bt. 
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A notre connaissance, seule une thèse soutenue en 2002 par S. De Respinis-
Chappuis a tenté de développer un test ELISA afin de détecter les cristaux de Bti dans 
l’environnement (De Respinis-Chappuis, 2002). Leur outil souffre cependant de nombreux 
biais et imprécisions. Le protocole d’extraction se base sur un tampon PBS (tampon 
phosphate salin) dont le pH, pourtant essentiel, n’est pas indiqué et la description de 
l’extraction est quasi inexistante (temps de contact avec le tampon ? traitement subi par 
l’échantillon ?). De plus, ils utilisent des « anticorps anti-cristaux » de Bti sans avoir décrit la 
manière dont ils ont été produits, ni avoir caractérisé leur spécificité pour les toxines de Bti et 
les épitopes5 qu’ils reconnaissent. A notre connaissance, ces travaux n’ont donné lieu à 
aucune publication dans aucun journal scientifique national ou international. 
 Dans le contexte des OGM, de nombreuses études se sont intéressées au relargage 
de toxines de Bt, notamment par les exsudats racinaires, et à leur devenir dans les sols. 
Cependant, la qualité et la rigueur des protocoles d’extractions varient en fonction des 
laboratoires. Ainsi, Pagel-Wielder et al. (2007) ont extrait la toxine Cry1Ab de sols 
uniquement à l’aide d’eau distillée, ne permettant qu’une désorption faible des toxines (10%). 
De leur côté, Zhou et al. (2005) obtiennent des rendements d’extraction plus élevés mais 
très variables avec de l’eau distillée (25% à 41%) et un tampon carbonate (16% à 39%). 
Seules quelques publications ont cherché à développer un protocole permettant un 
rendement d’extraction important et reproductible (Palm et al., 1994; Helassa et al., 2009; 
Helassa et al., 2011a). Ces rares travaux offrent une base de travail de qualité pour le 
développement d’un outil d’extraction et de quantification des toxines du Bti. 
Néanmoins, la problématique du Bti est sensiblement différente pour plusieurs 
raisons. Le Bti s’utilise dans des zones humides, écosystèmes fragiles et souvent protégés, 
contrairement au Bt, dont l’utilisation reste exclusive aux agrosystèmes. Le Bti est épandu 
ponctuellement sous forme d’un mélange de spores et de cristaux, contenant les protoxines 
non activées, lors de la mise en eau des gîtes larvaires alors que les toxines Bt, dans le 
contexte des OGM, sont produites sous forme soluble, activée et de façon continue par les 
exsudats racinaires des plantes. Le comportement du Bti dans l’environnement est donc 
différent des toxines Bt. Ainsi, les travaux réalisés sur le Bt ne pouvaient pas être 
simplement adaptés pour étudier le Bti. 
                                               
5 Epitope (= déterminant antigénique) : région d’une protéine reconnue par la partie variable 
(paratope) d’un anticorps. 
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B. De l’extraction à la détection des toxines du Bti 
Le test de détection des toxines du Bti dans les matrices environnementales peut se 
décomposer en 2 étapes : 1. l’extraction et 2. la détection des toxines à l’aide d’anticorps 
spécifiques (ELISA). 
1. Protocole d’extraction des toxines du Bti à partir de matrices 
environnementales 
Figure 21. Représentation schématique du protocole d'extraction des toxines de Bti à partir de
matrices environnementales (ici de litières végétales). Ce protocole est protégé par le brevet n° FR 11 
60365. 
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2. Détection des toxines du Bti par ELISA 
La détection des toxines se fait par un système d’ELISA en sandwich avec des 
anticorps monoclonaux dirigés contre les toxines du Bti (Figure). Ces anticorps ont été 
développés en 2007 par l’équipe de Ralf-Udo Ehlers (Allemagne) (Oestergaard et al.,
2007b). Nous disposons d’anticorps dirigés contre les toxines Cry4Aa et Cry4Ba (anticorps 
anti-Cry4), Cry11Aa (anticorps anti-Cry11) et Cyt1Aa (anticorps anti-Cyt). Pour chaque 
toxine (ou groupe de toxines), nous disposons de deux types d’anticorps : des 
immunoglobulines G1 (IgG1) et des immunoglobulines G2 (IgG2). 
Figure 22. Représentation schématique du principe du test ELISA en sandwich. Les étapes de A à I 
représentent ce qui se passe dans un puits d’une plaque ELISA de 96 puits. La toxine est 
schématisée par un rond rouge, l'anticorps primaire (IgG2) par un "Y" orange, l'anticorps secondaire 
(IgG1) par un "Y" bleu et l'anticorps de détection couplé à l'enzyme par un "Y" avec une étoile, 
symbolisant l’enzyme.
 Les IgG2 sont adsorbés dans le fond des puits d’une plaque ELISA (Maxisorp, Nunc) 
(Figure 22B). Après un lavage permettant d’éliminer les anticorps non fixés (Figure 22C) et 
une saturation des sites non spécifiques des anticorps par de la BSA, on dépose les extraits 
contenant les toxines qui seront retenues par les sites spécifiques des IgG2 fixés (Figure
22D). Après un lavage (Figure 22E), on dépose les IgG1 qui vont s’accrocher spécifiquement 
aux toxines immobilisées (Figure 22F). Nous utilisons ensuite un anticorps de détection, 
spécifique des IgG1, couplé à une enzyme HRP (HorseRaddish Peroxidase) (Figure 22H). 
CONFIDENTIEL
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Un substrat spécifique des HRP, le TMB (3,3’,5,5’-TetraMethylBenzidine), est ajouté (Figure 
22I). Dans notre cas, nous utilisons de l’Ultra-TMB (Fisher Scientific) qui permet de détecter 
jusqu’à 0,2 ng/mL de protéines et est parmi les substrats les plus sensibles actuellement 
commercialisés. La réaction donne une coloration bleue puis est stoppée par l’ajout d’acide 
sulfurique (H2SO4) 2N qui change la couleur bleue en une coloration jaune, permettant une 
détection plus fine du signal (Figure 22J). La lecture se fait à 450 nm à l’aide d’un lecteur de 
microplaques (Varioskan Flash, Thermo Scientific) (Figure 22K). Le protocole complet de 
l’étape d’extraction ainsi que de la détection par ELISA est détaillé en Annexe I. 
C. Tests de spécificité des anticorps 
Les anticorps monoclonaux utilisés dans notre test ELISA ont déjà été testés en 
Western blot (Oestergaard et al., 2007b). Ils montrent que les anticorps développés pour une 
toxine particulière sont capables de détecter les protoxines et toxines activées 
correspondantes (Oestergaard et al., 2007b). Cependant, aucun test n’a été réalisé pour 
vérifier si les anticorps développés pour une toxine du Bti sont capables de détecter les 
autres toxines. Cette étape est indispensable afin de s’assurer de la spécificité des anticorps 
dans le contexte du Bti, mélange de plusieurs toxines. Pour réaliser ces tests, il est 
nécessaire de pouvoir produire chaque toxine séparément.  
1. Production des toxines du Bti séparément 
Chaque toxine est produite à l’aide de souches de Bacillus thuringiensis var. 
israelensis modifiées pour ne produire qu’une seule des quatre toxines du Bti (Figure 23).  
 
Figure 23. Représentation schématique des bactéries produisant les toxines du Bti séparément. Les 
clones insérés dans la bactérie sont indiqués. Les clones pHT606 et pHT618, développés par l’institut 




Pasteur (Paris), ont été récupérés auprès de Maria Helena Lobo da Silva Filha (Brésil) et les clones 
pWF53 et pWF45 ont été récupérés auprès de Brian Federici (Californie, USA). Les protoxines 
produites sont visualisées sur un gel de protéine SDS-PAGE et leur taille en kilodaltons (kDa) est 
indiquée. Les tailles en kDa du marqueur de taille sont indiquées en vert sur la gauche de chaque gel. 
Une souche de Bti ne produisant pas de cristaux (souche 4Q2-81) a été transformée 
à l’aide des plasmides pHT606, pHT618, pWF53 et pWF45 pour produire les toxines 
Cry4Aa, Cry4Ba, Cry11Aa et Cyt1Aa respectivement. Les bactéries sont conservées dans 
du milieu LB (Lysogeny Broth) glycérolé à -80°C. Pour produire les toxines, les bactéries 
sont étalées sur du milieu solide Nutrient Agar (0,5% peptone ; 0,3% extrait de viande/extrait 
de levure ; 1,5% agar ; 0,5% NaCl, pH 6,8 ; Sigma Aldrich). Après 7 à 10 jours d’incubation 
dans une étuve à 28°C, les bactéries vont sporuler et produire le cristal protéique. Les 
cristaux/spores sont récupérés en raclant le milieu à l’aide de grattoirs et resuspendus dans 
de l’eau distillée. Ils sont lavés deux fois avec de l’eau distillée et récupérés en centrifugeant 
à 16.000g pendant 15 minutes puis resuspendus dans de l’eau distillée. Les toxines sont 
conservées ainsi à -20°C jusqu’à leur utilisation. 
Pour pouvoir être utilisées avec le test ELISA, les toxines sont solubilisées en 
centrifugeant la suspension cristal/spore à 16.000g pendant 15 minutes puis en les 
resuspendant dans du tampon Na2CO3 (50 mM) + DTT (10 mM), pH 9,5. La suspension est 
ensuite placée 1h00 à 60°C. Après une centrifugation à 10.000g pendant 10 minutes, le 
surnageant, contenant les toxines solubilisées, est récupéré. 
 
Avant de mettre au point le test, les anticorps ont été testés pour leur spécificité vis-à-
vis de leur cible. La Figure 24 illustre les trois tests réalisés en prenant pour exemple la 
toxine Cry11Aa. 
 
Figure 24. Schéma illustrant les tests de spécificité des anticorps, ici pour Cry11Aa. Les anticorps 
secondaires (IgG2) sont indiqués en bleu, les toxines en rouge et les anticorps primaires (IgG1) en 
orange, reprenant les codes couleurs de la Figure 22 dans un souci de cohérence.  
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2. Test des anticorps primaires (IgG2) 
La Figure 25 montre le plan de plaque utilisé pour tester la spécificité des IgG2. On 
fixe sur la plaque les IgG2 anti-Cry4, anti-Cry11 et anti-Cyt. On met ensuite les quatre 
toxines en présence de chaque IgG2. Chaque toxine est déposée en trois concentrations B, 
C, et D respectivement 50, 100, 150 ng/mL et chacune en duplicat. La concentration A est 
un témoin négatif (0 ng/mL). La toxine considérée est ensuite détectée à l’aide des IgG1 
spécifiques. La Figure 26 présente les résultats obtenus ainsi que les résultats attendus de 
l’expérience. 
 
Figure 25. Plans de dépôt des toxines (gauche), des IgG2 testées (haut) et IgG1 spécifiques (bas) 
utilisés pour le test de la spécificité des IgG2. Les IgG1, IgG2 et la toxine Cry4Aa sont représentés en 
vert, Cry4Ba en orange, Cry11Aa en jaune et Cyt1Aa en rouge. Les lettres A à D correspondent aux 
concentrations des toxines : A, 0 ; B, 50 ; C, 100 et D, 150 ng/mL. 
 
Figure 26. Résultats obtenus (haut) en densité optique mesurées à 450 nm et résultats attendus 
(bas). Les résultats attendus positifs sont surlignés en vert, les résultats attendus négatifs en rouge. 
 




Tous les IgG2 testés montrent une bonne spécificité pour la toxine pour 
laquelle ils ont été développés (Figure 26). 
3. Test des anticorps secondaires (IgG1) 
La Figure 27 montre le plan de plaque utilisé pour tester la spécificité des IgG1. On 
fixe sur la plaque les IgG2 ainsi que la toxine correspondante. On essaie par la suite de 
détecter cette toxine fixée à l’aide des IgG1 anti-Cry4, anti-Cry11 et anti-Cyt. La Figure 28 
présente les résultats obtenus ainsi que les résultats attendus de l’expérience. 
 
Figure 27. Plans de dépôt des toxines (gauche), des IgG2 spécifiques (haut) et IgG1 testées (bas) 
utilisés pour le test de la spécificité des IgG2. Les IgG1, IgG2 et la toxine Cry4Aa sont représentés en 
vert, Cry4Ba en orange, Cry11Aa en jaune et Cyt1Aa en rouge. Les lettres A à D correspondent aux 
concentrations des toxines : A, 0 ; B, 50 ; C, 100 et D, 150 ng/mL. 
 
Figure 28. Résultats obtenus (haut) en densité optique mesurées à 450 nm et résultats attendus 
(bas). Les résultats attendus positifs sont surlignés en vert, les résultats attendus négatifs en rouge. 
 Tous les témoins positifs (e.g. IgG1-Cry11 / Toxine-Cry11Aa / IgG2-Cry11) montrent 
un signal fort. Les IgG1 ciblant les toxines Cry11Aa et Cyt1Aa sont spécifiques de la toxine 
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considérée. Seul un couple non spécifique (IgG1-Cry4 / Toxine-Cry11Aa / IgG2-Cry11) 
réagit mais l’intensité du signal est deux à trois fois moins intense que pour la combinaison 
spécifique IgG1-Cry11 / Toxine-Cry11Aa / IgG2-Cry11 (Figure 28). 
4. Test des couples IgG1 – IgG2 
Dans ce test, on tente de détecter chaque toxine avec des couples IgG1 – IgG2 
dirigés vers chacune des quatre toxines (e.g. Cry11Aa que l’on essaie de détecter avec 
IgG1-Cry4 et IgG2-Cry4) (Tableau 3). 
Tableau 3. Résultats de la détection des toxines (haut) par les couples d'anticorps IgG1 – IgG2 
(gauche) en densité optique mesurées à 450 nm. Trois concentrations de toxines sont testées : 50, 
100 et 150 ng/mL. Les résultats positifs sont surlignés en vert. 
 
Cry4A Cry4B Cry11 Cyt 
 
50 100 150 50 100 150 50 100 150 50 100 150 
4AB 0,138 0,214 0,270 0,086 0,124 0,178 0,022 0,020 0,013 0,007 0,009 0,001 
11 0,057 0,037 0,036 0,027 0,021 0,009 0,224 0,372 0,471 0,037 0,044 0,004 
Cyt 0,057 0,044 0,033 0,030 0,020 0,014 0,004 0,001 0,005 0,421 0,637 0,775 
 
Les couples IgG1 – IgG2 sont spécifiques de la toxine pour laquelle ils ont été 
développés. 
En conclusion : 
Malgré une légère non-spécificité de l’IgG1-Cry4 observée lors des premiers tests, on 
peut affirmer que les couples IgG1-IgG2 sont spécifiques de la toxine qu’ils ciblent. 
5. Test de spécificité du couple IgG1 – IgG2 avec toxines en 
compétition 
Nous avons réalisé un test ELISA en utilisant le couple IgG1 – IgG2 correspondant à 
une toxine et en mettant la toxine à trois concentrations différentes (50, 100 et 150 ng/mL) 
en compétition avec Cry4Aa, Cry4Ba, Cry11Aa ou Cyt1Aa à une concentration de 150 
ng/mL. La Figure 29 illustre le protocole avec l’exemple de Cry11Aa.  





Figure 29. Schéma illustrant les tests de spécificité des couples d’anticorps IgG1 – IgG2 lorsque les 
toxines sont en compétition avec les autres toxines du Bti. 
 
Tableau 4. Densités optiques à 450 nm obtenues pour chaque toxine à 3 concentrations différentes 
(50, 100 et 150 ng/mL) (haut) mis en présence avec chaque toxine à 150 ng/mL (gauche). Le tableau 
A présente les DO obtenues suite à l’expérimentation et le tableau B représente les valeurs attendues 
sans effet de compétition ni de synergie entre toxines. 
A Observé 
(150) 
Cry4Aa Cry4Ba Cry11Aa Cyt1Aa 
 
50 100 150 50 100 150 50 100 150 50 100 150 
 
Cry4Aa 
   
0,26 0,31 0,35 0,20 0,24 0,26 0,24 0,22 0,24 
 
Cry4Ba 0,24 0,29 0,35 
   
0,18 0,16 0,20 0,17 0,18 0,19 
 
Cry11Aa 0,42 0,43 0,48 0,37 0,34 0,38 
   
0,36 0,36 0,38 
 
Cyt1Aa 0,78 0,79 0,84 0,73 0,68 0,76 0,72 0,73 0,73 
   
              
B Attendu 
(150) 
Cry4Aa Cry4Ba Cry11Aa Cyt1Aa 
 
50 100 150 50 100 150 50 100 150 50 100 150 
 
Cry4Aa 
   
0,25 0,30 0,35 0,29 0,29 0,29 0,29 0,29 0,29 
 
Cry4Ba 0,25 0,30 0,35 
   
0,18 0,18 0,18 0,18 0,18 0,18 
 
Cry11Aa 0,47 0,47 0,47 0,47 0,47 0,47 
   
0,47 0,47 0,47 
 
Cyt1Aa 0,77 0,77 0,77 0,77 0,77 0,77 0,77 0,77 0,77 
    
On n’observe aucune variation significative du signal lorsque l’on met les toxines en 
compétition avec d’autres toxines du Bti (Tableau 4).  
En conclusion :  
Le test ELISA peut être réalisé avec des couples IgG1-IgG2 spécifiques des toxines 
ciblées non perturbés en milieu complexe de plusieurs toxines mélangées. 
D. Gammes de toxines séparées 
Afin de pouvoir quantifier et normaliser les résultats entre plusieurs tests ELISA 
réalisés sur plusieurs jours différents, il est nécessaire de réaliser des gammes de toxines du 
Bti.  
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1. Purification et conservation des toxines 
Les toxines sont produites comme décrit précédemment (page 52). Une fois 
solubilisées, les toxines sont purifiées à l’aide d’une colonne échangeuse d’ions (HiPrep 
DEAE FF 16/10, Amersham) puis « désalées » à l’aide d’une colonne HiPrep 26/10 
Desalting (Amersham) assurant le même rôle qu’une dialyse (i.e. permet de supprimer les 
ions Na2CO3 qui peuvent nuire à la conservation et la quantification des toxines). 
La quantité de protéines est estimée à l’aide d’un test de Bradford en utilisant la BSA 
(Albumine de Sérum Bovin) pour réaliser la gamme de concentrations connues. Les toxines 
purifiées sont ensuite aliquotées dans des tubes de 1,5mL puis lyophilisées. Elles sont 
conservées ainsi à -20°C jusqu’à leur utilisation. 
2. Gammes de toxines 
Pour réaliser la gamme, on resuspend les toxines lyophilisées dans 1mL d’eau 
distillée et on réalise un test de Bradford pour quantifier précisément la quantité de protéines 
juste avant le test ELISA et s’affranchir des potentielles variations liées à la lyophilisation. 
Les toxines sont ensuite diluées dans le tampon d’extraction (EB).  
La Figure 30 présente les gammes obtenues sur plusieurs jours différents 
respectivement pour les toxines Cry4Ba, Cry11Aa et Cyt1Aa. Plusieurs gammes ont été 
réalisées à partir de différents aliquotes de toxines lyophilisées le même jour et permettent 
de se rendre compte de la variabilité intra-plaque. Les gammes réalisées le même jour sont 
codées avec les mêmes pictogrammes pour faciliter la lecture graphique et faire ressortir 
l’information sur la variabilité inter-plaques entre plusieurs jours. 





Figure 30. Densités optiques mesurées à 450 nm en fonction de concentrations croissantes en toxine 
Cry4Ba (A), Cry11Aa (B) et Cyt1Aa (C) exprimées en ng/mL. Les valeurs de chaque jour regroupent 
entre 2 et 4 gammes réalisées sur des plaques différentes. 
Pour toutes les toxines, on remarque une très bonne réponse en fonction de la 
concentration en toxines. Plusieurs gammes réalisées à partir d’aliquotes lyophilisés 
différents mais réalisés le même jour sont très reproductibles, même lorsque les gammes 
sont réalisées par plusieurs personnes différentes.  
Les expérimentations réalisées sur plusieurs jours ne montrent qu’une très faible 
fluctuation du signal pour Cry4Ba et Cyt1Aa, imputable à la variabilité inhérente aux 
anticorps eux-mêmes. Comparé aux autres toxines, les valeurs obtenues pour Cry11Aa 
présentent une variabilité plus importante entre les différents jours. Cela est due à sa 
conservation une fois lyophilisée qui est moindre que pour les deux autres toxines. Ainsi, les 
taux de récupérations peuvent varier, contrairement aux toxines Cry4Ba et Cyt1Aa. 
En conclusion :  
Les gammes de toxines lyophilisées présentent peu de variation inter-plaques et inter-
jours, permettant une quantification précise et reproductible des toxines dans les 
échantillons à tester. 
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E. Validation de l’outil 
Pour pouvoir valider l’utilisation de cet outil pour quantifier les toxines et leurs 
proportions relatives dans les échantillons environnementaux, nous devons nous assurer 
que : 1. le test ELISA permet une bonne détection de chacune des toxines du Bti et une 
conservation des proportions de chaque toxine et que 2. l’extraction permet d’obtenir un 
signal proportionnel à la quantité de Bti présent dans l’échantillon. 
1. Gammes de Bti commercial 
a) Détection des toxines par ELISA 
Le Bti commercial (Vectobac WG, 3000 UTI.mg−1) est solubilisé à l’aide du tampon 
Na2CO3 (50 mM) + DTT (10 mM) comme décrit précédemment (page 53). Il est dilué et 
directement déposé en triplicats dans les puits de la plaque ELISA pour l’expérimentation 
telle que décrit dans l’Annexe I.  
 
Figure 31. Densités optiques mesurées à 450 nm en fonction de concentrations croissantes en Bti 
exprimées en µg de produit formulé par mL d’eau distillée. Les valeurs de DO obtenues pour les 
anticorps anti-Cry4 (losanges bleus), anti-Cry11 (carrés rouges) et anti-Cyt (triangles verts) sont 
présentés à gauche. Pour plus de lisibilité, les résultats obtenus avec les anticorps anti-Cyt sont 
également présentés seuls à droite. Chaque mesure est réalisée en triplicats. Erreur : écart-type. 
 On voit que le signal est très fort, notamment pour la toxine Cyt dont le signal sature 
rapidement pour des concentrations en Bti très faibles (moins de 50 µg/mL) (Figure 31). On 








b) Calcul des proportions de chaque toxine 
Les valeurs de densité optique sont reportées sur les courbes étalons des toxines et 
les proportions de chaque toxine sont calculées à partir des résultats obtenus précédemment 
par ELISA. Les proportions des toxines sont également calculées après migration du Bti 
solubilisé sur un gel de protéines SDS-PAGE. 
Le Bti commercial Vectobac WG solubilisé est déposé dans un gel de protéines 
(SDS-PAGE). Les différentes protoxines vont migrer en fonction de leur taille (kDa). Le gel 
est coloré avec du bleu de coomassie. Le gel obtenu est ensuite numérisé et l’intensité de 
chaque bande (i.e. bande de 130kDa pour Cry4Aa et Cry4Ba, 70kDa pour Cry11Aa et 
28kDa pour Cyt1Aa) est mesurée à l’aide du logiciel ImageJ v.1.41o (Girish et Vijayalakshmi, 
2004)6. L’intensité de bandes colorées avec du bleu de Coomassie est directement 
proportionnelle à la taille des protéines. Pour avoir des valeurs d’intensité non biaisées par la 
taille pour chacune des toxines, nous avons divisé l’intensité de la bande par la taille (en 
kDa) des protéines correspondantes avant de calculer les proportions de chaque toxine. Les 
toxines Cry4Aa et Cry4Ba ayant des tailles très proches, il est difficile de les distinguer sur 
gel et sont donc groupées pour ces analyses. 
Tableau 5. Proportions des toxines du Bti parmi toutes les toxines du Bti et parmi les toxines Cry 
uniquement calculées après migration sur gel de protéine (SDS-PAGE) ou par ELISA. 








Bti solubilisé – SDS-PAGE  2,9% 15,5% 81,6%  15,7% 84,3% 
Bti solubilisé – ELISA  1,0% 8,1% 90,9%  11,1% 88,9% 
 Comme décrit dans la littérature (Lacey, 2007), la toxine Cyt1Aa est largement 
majoritaire, représentant plus de 80% de la totalité des toxines du Bti (Tableau 5). Les 
toxines Cry restantes sont constituées d’environ 85% de toxine Cry11Aa et de seulement 
15% de toxines Cry4Aa et Cry4Ba. Le test ELISA montre les mêmes proportions que le gel 
de protéines. 
En conclusion :  
La quantification à l’aide du test ELISA montre que le signal est corrélé à la quantité 
de Bti déposée et que les proportions sont conservées pour toutes les toxines du Bti.  
                                               
6 Un protocole vidéo de quantification de l’intensité des bandes d’un gel à l’aide du logiciel ImageJ est 
disponible à l’adresse suivante : http://imagejdocu.tudor.lu/doku.php?id=video:analysis:gel 
_quantification_analysis. 
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2. Extraction des toxines à partir de litières végétales 
contaminées 
Les litières végétales utilisées pour ce test proviennent de gîtes larvaires jamais 
traités au Bti de la région lyonnaise (Rhône, 69). Elles sont constituées majoritairement de 
feuilles de chêne (Quercus sp.) et de quelques feuilles d’aulne (Alnus glutinosa). Leur pH est 
quasiment neutre (6,8). 
a) Efficacité de l’extraction 
Les litières ont été contaminées avec des concentrations croissantes en Bti 
commercial (Vectobac WG, 3500 UTI.mg−1) : 0 ; 0,1 ; 0,5 ; 1 ; 2 ; 4 et 8 mg de produit 
formulé par gramme de litière. L’extraction et la détection par ELISA sont réalisées telles que 
décrites en Annexe I. 
Afin d’estimer l’efficacité de l’extraction des cristaux de Bti, des comptages de spores 
sont également réalisés. Pour cela, 1g de litière contaminée broyée est suspendue dans 
10mL de milieu de culture TSB (Tryptic Soy Broth), agité 1h à 25°C puis incubé 30 min à 
70°C. L’échantillon est dilué (1/10, 1/100 et 1/1000), puis décanté 1 min. Le surnageant est 
déposé et étalé sur un milieu LB-agar et incubé 24h à 30°C. Quatre réplicats sont réalisés 
pour chaque étalement. Les colonies de type Bacillus cereus sont alors comptabilisées 
(Figure 32D). 





Figure 32. Densités optiques mesurées à 450 nm pour des extraits de litières contaminées avec des 
concentrations croissantes en Bti commercial (Vectobac WG). Les extraits sont analysés à l’aide 
d’anticorps anti-Cry4 (A, bleu), anti-Cry11 (B, rouge) et anti-Cyt (C, vert). Chaque mesure est réalisée 
en triplicats. Le nombre de colonies de type Bacillus cereus à partir de dilutions à 1/100 est également 
indiqué en fonction de la concentration en Bti  dans l’échantillon (D, violet). Erreur : écart-type. 
 Plus les litières sont contaminées avec des concentrations importantes en Bti, plus le 
signal ELISA est important. De plus, l’augmentation de signal est corrélée avec 
l’augmentation de la concentration en Bti avec de fortes valeurs de R² (>0,98), tout comme le 
nombre de colonies de type Bacillus cereus comptabilisées (Figure 32). Cependant, on 
remarque que le signal ELISA obtenu avec les anticorps anti-Cyt est très faible comparé à ce 
que l’on obtient avec le Bti commercial solubilisé (Figure 31). 
b) Calcul des proportions de chaque toxine 
De même que précédemment (page 61), on réalise un calcul des proportions des 
différentes toxines parmi toutes les toxines du Bti et parmi les toxines Cry uniquement. Les 
proportions des toxines extraites des litières contaminées ainsi que les proportions 
précédemment calculées sont indiquées (Tableau 6). 
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Tableau 6. Proportions des toxines du Bti parmi toutes les toxines du Bti et parmi les toxines Cry 
uniquement. Les proportions sont calculées à partir de Bti solubilisé après migration sur gel de 
protéine (SDS-PAGE) ou détecté par ELISA (Tableau 5) mais également à partir de Bti extrait de 
litières contaminées et détecté par ELISA. 








Bti solubilisé – SDS-PAGE  2,9% 15,5% 81,6%  15,7% 84,3% 
Bti solubilisé – ELISA  1,0% 8,1% 90,9%  11,1% 88,9% 
Bti extrait      – ELISA  12,6% 61,7% 26,7%  17,2% 82,8% 
 
Après extraction des toxines à partir des litières contaminées au Bti, on remarque que 
les proportions des toxines parmi toutes les toxines du Bti sont modifiées alors qu’elles sont 
conservées pour les toxines Cry4 et Cry11 parmi les toxines Cry (Tableau 6). Il semble donc 
que l’on récupère les toxines Cry4Aa, Cry4Ba et Cry11Aa dans les mêmes proportions que 
celles observées dans le Bti commercial alors que la toxine Cyt1Aa est difficilement 
récupérable.  
En conclusion :  
L’extraction ainsi que la détection par ELISA permettent d’obtenir un signal fort, 
proportionnel à la quantité de Bti présent dans la litière et reproductible. Les 
proportions sont conservées pour les toxines Cry alors que la toxine Cyt est plus 
difficilement récupérable après contact avec la litière végétale. 
 
III. Application de l’outil 
A. Caractérisation des litières toxiques 
Quatre litières présentant une toxicité importante contre les larves de moustiques ont 
été utilisées. Toutes ont été prélevées en 1998 dans des gîtes à moustiques des environs de 
Talissieu (Ain, 01). Deux litières sont constituées majoritairement de feuilles de peuplier 
(Populus nigra – P23 et P26) et deux autres de feuilles d’aulne (Alnus glutinosa – Aul1 et 
Aul2). Broyées et tamisées à 0,05mm, elles sont conservées à -20°C jusqu’à leur utilisation. 
 Les litières sont pesées, les toxines du Bti extraites puis détectées en ELISA comme 
décrit en Annexe I. Six réplicats d’extractions (RE) sont réalisés pour les litières P26 et Aul1, 
cinq pour P23 et trois pour Aul2. Toutes les mesures sont répliquées quatre fois sur les 
plaques ELISA (RT) (Figure 33).  






Figure 33. Densités optiques mesurées à 450 nm pour les deux litières toxiques de peuplier (P26 et 
P23) et d'aulne (Aul1 et Aul2). RT1 à RT4 représentent les quatre réplicats techniques et RE1 à RE6 
représentent les six réplicats d'extractions réalisés. Les densités optiques moyennes sont surlignées 
en jaune pour chaque litière et chaque toxine. Les échantillons sont tous dilués trois fois.  
 Les résultats obtenus pour les quatre litières toxiques montrent que les réplicats 
d’extraction sont très peu variables, gageant de la très bonne reproductibilité de 
l’extraction (Figure 33). De même, les réplicats techniques sont quasiment identiques, 
Cry4AB Cry11
RE1 RE2 RE3 RE4 RE5 RE6 RE1 RE2 RE3 RE4 RE5 RE6
RT1 0,575 0,523 0,536 0,520 0,548 0,486 RT1 0,343 0,322 0,224 0,229 0,337 0,235
RT2 0,557 0,506 0,528 0,526 0,546 0,481 RT2 0,297 0,254 0,129 0,186 0,223 0,176
RT3 0,533 0,518 0,523 0,518 0,536 0,484 RT3 0,345 0,280 0,170 0,185 0,228 0,216
RT4 0,550 0,516 0,525 0,525 0,550 0,484 RT4 0,287 0,233 0,132 0,137 0,182 0,182
Moyenne 0,554 0,516 0,528 0,522 0,545 0,484 0,525 Moyenne 0,318 0,272 0,164 0,184 0,242 0,202 0,230
Ecart-type 0,017 0,007 0,006 0,004 0,006 0,002 0,024 Ecart-type 0,030 0,038 0,045 0,038 0,067 0,028 0,066
RE1 RE2 RE3 RE4 RE5 RE1 RE2 RE3 RE4 RE5
RT1 0,370 0,337 0,368 0,302 0,326 RT1 0,085 0,150 0,182 0,216 0,223
RT2 0,419 0,399 0,363 0,336 0,329 RT2 0,078 0,150 0,181 0,187 0,201
RT3 0,440 0,386 0,347 0,347 0,358 RT3 0,080 0,131 0,190 0,252 0,211
RT4 0,438 0,383 0,352 0,378 0,355 RT4 0,074 0,136 0,121 0,241 0,220
Moyenne 0,417 0,376 0,358 0,341 0,342 0,367 Moyenne 0,079 0,142 0,169 0,224 0,214 0,165
Ecart-type 0,032 0,027 0,010 0,032 0,017 0,037 Ecart-type 0,005 0,010 0,032 0,029 0,010 0,057
RE1 RE2 RE3 RE4 RE5 RE6 RE1 RE2 RE3 RE4 RE5 RE6
RT1 0,515 0,533 0,522 0,506 0,490 0,590 RT1 0,147 0,148 0,131 0,173 0,134 0,124
RT2 0,500 0,534 0,522 0,521 0,494 0,585 RT2 0,141 0,109 0,125 0,162 0,133 0,128
RT3 0,528 0,531 0,519 0,507 0,480 0,575 RT3 0,144 0,143 0,125 0,164 0,125 0,121
RT4 0,498 0,531 0,529 0,499 0,492 0,579 RT4 0,149 0,111 0,121 0,160 0,147 0,119
Moyenne 0,510 0,532 0,523 0,508 0,489 0,582 0,524 Moyenne 0,145 0,128 0,126 0,165 0,135 0,123 0,137
Ecart-type 0,014 0,002 0,004 0,009 0,006 0,007 0,031 Ecart-type 0,004 0,020 0,004 0,006 0,009 0,004 0,017
RE1 RE2 RE3 RE1 RE2 RE3
RT1 0,294 0,283 0,281 RT1 0,141 0,118 0,127
RT2 0,293 0,269 0,272 RT2 0,119 0,111 0,123
RT3 0,294 0,269 0,275 RT3 0,139 0,111 0,102
RT4 0,284 0,268 0,269 RT4 0,102 0,105 0,069
Moyenne 0,291 0,272 0,274 0,279 Moyenne 0,125 0,111 0,105 0,114
Ecart-type 0,005 0,007 0,005 0,010 Ecart-type 0,018 0,005 0,027 0,019
Aul1  Aul1  
Aul2  Aul2  
P26  P26  
P23  P23  
Cyt
RE1 RE2 RE3 RE4 RE5 RE6
RT1 0,092 0,107 0,092 0,073 0,076 0,065
RT2 0,083 0,093 0,086 0,079 0,072 0,078
RT3 0,092 0,086 0,099 0,094 0,087 0,080
RT4 0,105 0,084 0,088 0,080 0,159 0,071
Moyenne 0,093 0,092 0,091 0,082 0,098 0,073 0,088
Ecart-type 0,009 0,010 0,006 0,009 0,041 0,007 0,018
RE1 RE2 RE3 RE4 RE5
RT1 0,086 0,088 0,087 0,074 0,123
RT2 0,090 0,095 0,076 0,088 0,079
RT3 0,094 0,084 0,079 0,089 0,084
RT4 0,086 0,081 0,082 0,086 0,092
Moyenne 0,089 0,087 0,081 0,084 0,094 0,087
Ecart-type 0,004 0,006 0,005 0,007 0,020 0,010
RE1 RE2 RE3 RE4 RE5 RE6
RT1 0,071 0,083 0,088 0,081 0,083 0,106
RT2 0,057 0,074 0,076 0,072 0,061 0,106
RT3 0,063 0,077 0,074 0,072 0,073 0,086
RT4 0,065 0,073 0,080 0,062 0,077 0,103
Moyenne 0,064 0,077 0,080 0,072 0,073 0,100 0,078
Ecart-type 0,006 0,005 0,006 0,007 0,009 0,010 0,013
RE1 RE2 RE3
RT1 0,089 0,082 0,083
RT2 0,095 0,085 0,073
RT3 0,084 0,080 0,084
RT4 0,078 0,084 0,076
Moyenne 0,087 0,083 0,079 0,083
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reflétant la faible variabilité entre les différents puits de plaques ELISA réalisées le même 
jour. 
 De même que précédemment (page 61), les proportions de chaque toxine sont 
calculées. Le Tableau 7 recense les proportions calculées pour les litières toxiques ainsi que 
l’ensemble des résultats du Tableau 6 afin de faciliter la discussion. 
Tableau 7. Proportions des toxines du Bti parmi toutes les toxines du Bti et parmi les toxines Cry 
uniquement. Les proportions sont calculées à partir de Bti solubilisé après migration sur gel de 
protéine (SDS-PAGE) ou détecté par ELISA ou à partir de Bti extrait de litières contaminées et détecté 
par ELISA (Tableau 6). Les proportions des toxines dans les litières toxiques sont également 
indiquées. 








Bti solubilisé – SDS-PAGE  2,9% 15,5% 81,6%  15,7% 84,3% 
Bti solubilisé – ELISA  1,0% 8,1% 90,9%  11,1% 88,9% 
Bti extrait      – ELISA  12,6% 61,7% 26,7%  17,2% 82,8% 
P26 extrait    – ELISA  59,7% 28,3% 11,9%  67,8% 32,2% 
P23 extrait    – ELISA 56,7% 27,4% 15,9%  67,4% 32,6% 
Aul1 extrait   – ELISA 68,9% 19,1% 12,0%  78,3% 21,7% 
Aul2 extrait   – ELISA 55,8% 24,7% 19,6%  69,3% 30,7% 
 
 Les proportions des toxines sont globalement comparables entre les quatre litières 
toxiques (Tableau 7). Cela signifie que dans des milieux différents et avec deux essences 
végétales différentes, les toxines de Bti se comportent de manière similaire. Lorsque l’on 
compare les concentrations de toxines extraites des litières toxiques avec celles des toxines 
extraites de la litière contaminée au Bti commercial, on remarque que la concentration en 
toxines Cry4Aa et Cry4Ba est augmentée de plus de 26% par rapport à la dose 
opérationnelle de Bti Vectobac WG de 1kg/hectare (calculé sur la moyenne des quatre 
litières toxiques). Ce résultat conforte l’hypothèse d’une remise en culture des spores de 
Bti ayant entrainé une production de nouveaux cristaux dans les litières toxiques prélevées 
sur le terrain. Cependant, les concentrations en toxines Cry11Aa et Cyt1Aa sont 
respectivement 18 et 1557 fois moins importante qu’avec une dose opérationnelle de Bti. 
Après un contact avec de la litière végétale, on avait noté une diminution drastique de la 
proportion de toxine Cyt récupérée. Ce phénomène est amplifié ici avec une perte 
supplémentaire d’environ 15% de la toxine Cyt (Tableau 7). Ces résultats confirment le 
comportement singulier de la toxine Cyt1Aa en contact avec de la litière végétale. 
Cependant, alors que les toxines Cry conservaient leur proportions respectives après 
extraction de litières contaminées au Bti (85% Cry11 et 15% Cry4), on observe une inversion 




de ces proportions dans les litières toxiques, les toxines Cry4Aa et Cry4Ba devenant 
majoritaires (70% des toxines Cry) par rapport à la toxine Cry11Aa (30%) (Tableau 7). 
L’ensemble de ces résultats suggèrent donc une persistance différentielle des toxines du 
Bti dans l’environnement. 
En conclusion : 
L’analyse des litières toxiques montre que, quelle que soit l’essence végétale, les 
toxines Cry4Aa et Cry4Ba sont devenues majoritaires par rapport aux autres toxines 
et dans des proportions plus importantes que dans le Bti commercial. Ces résultats 
supportent l’hypothèse d’une remise en culture des spores et d’une persistance 
différentielle des toxines du Bti  dans l’environnement. 
B. Persistance différentielle des toxines 
Afin de vérifier l’hypothèse d’une persistance différentielle des toxines, nous avons 
contaminé des litières végétales jamais traitées au Bti (décrites précédemment – page 62) 
avec différentes concentrations de toxines et de Bti formulé (Figure 34). La mise en place de 
l’expérimentation ainsi que les prélèvements ont été réalisés par Mattia Alessi lors de son 
stage de Master II BEE (Biodiversité, Ecologie, Environnement – Grenoble) sous mon 
encadrement ainsi que celui de Laurence Després. 
1. Démarche expérimentale 
 
Figure 34. Plan de l'expérience réalisée pour étudier le devenir des toxines du Bti en contact avec de 
la litière végétale. Cinq témoin négatifs (5T-) ont été réalisés et récupérés à chaque temps de 
prélèvement. Auteur de la figure : Mattia Alessi. 
 10g de litière végétale ont été disposés dans plus de 300 cristallisoirs en verre 
contenant 60mL d’eau du robinet. Les litières sont contaminés avec 2 concentrations 
différentes pour chacune des 4 toxines du Bti (sous forme d’une suspension de cristaux et 
de spores) et pour les 2 formulations de Bti commercial utilisées par les EID : formulation en 
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granulés dispersibles Vectobac WG (3000 UTI.mg-1) et formulation liquide Vectobac 12AS 
(1200 UTI.mg-1) (Figure 34). Chaque contamination est réalisée en triplicats. Les 
concentrations sont choisies pour maximiser le signal ELISA pour les toxines Cry et Cyt, les 
hautes doses étant 3 à 4 fois plus concentrés que les faibles doses, alors que l’on a 
sélectionné la dose opérationnelle pour les deux Bti commerciaux ainsi qu’une dose cinq fois 
plus importante. Deux conditions différentes sont également testées : soit le niveau de l’eau 
est maintenu en ajoutant 4mL d’eau chaque jour, soit la litière est laissée intacte jusqu’à 
assèchement complet au bout de 17 jours. Les cristallisoirs sont exposés à des conditions 
d’insectarium (27°C, 70-80% d’humidité, 14h/10h jour/nuit). Les prélèvements sont réalisés à 
T0, 72h, 7 jours, 14 jours, 1 mois et 2 mois de contact. Lors du prélèvement, les litières sont 
mises à sécher pour être broyées finement. Deux réplicats d’extractions sont réalisés et 
testés en ELISA selon le protocole décrit en Annexe I. Les temps de demi-vie (t1/2), temps 
nécessaire pour perdre 50% du signal ELISA détecté en T0, sont calculés à l’aide d’une 
analyse de décroissance exponentielle réalisée avec le logiciel XLSTAT v.2009.4.06 
(Addinsoft).  
2. Analyse des résultats 
 
Figure 35. Evolution de la concentration (en µg par g de litière végétale) en toxine Cry4Aa (A), 
Cry4Ba (B), Cry11Aa (C) et Cyt1Aa (D) en fonction du temps selon différentes concentrations (FD, 
Faible dose ; HD, Haute dose) et le maintien de l’eau (eau+) ou non (eau-). Erreur : erreur standard. 




 Quelle que soit la toxine considérée, on n’observe aucune modification de la 
concentration en toxine que la litière soit maintenue immergée dans l’eau ou non (Figure 35). 
Ainsi, l’assèchement des litières végétales, courant dans les gîtes larvaires de moustiques, 
influe peu sur la persistance des toxines du Bti. Par la suite, tous les calculs seront donc 
réalisés sur la moyenne des deux modalités (eau+ et eau-) pour chaque concentration de 
chaque toxine. De plus, la différence entre les deux concentrations utilisées s’estompe 
rapidement ; la quantité de toxines présentes initialement en plus forte concentration diminue 
plus rapidement que celles présentes initialement en plus faible concentration. Cet effet est 
d’autant plus marqué pour les toxines Cry11Aa et Cyt1Aa pour lesquelles la différence n’est 
plus mesurable dès 72h de contact (Figure 35A,B) alors qu’il faut attendre 14 jours pour que 
la distinction entre les deux modalités de contaminations ne soit plus possible pour Cry4Aa 
et Cry4Ba (Figure 35C,D). Ainsi, augmenter la quantité de Bti épandu ne permet pas 
d’augmenter significativement la persistance des toxines. Ces résultats montrent 
l’importance de respecter les doses opérationnelles lors des traitements insecticides et sont 
cohérents avec les observations des gestionnaires sur le terrain où un surdosage du Bti ne 
permet pas d’augmenter sa durée d’efficacité (Mulla et al., 1993). 
 La toxine Cry11Aa est celle qui montre la diminution la plus rapide (temps de demi-
vie (t1/2) de 63h et 24h pour les faibles (FD) et hautes doses (HD) respectivement) suivie par 
la toxine Cyt1Aa (t1/2 de 86h et 53h pour FD et HD respectivement). Les toxines Cry4Aa et 
Cry4Ba présentent toutes les deux des temps de demi-vie beaucoup plus importants 
(respectivement 5j20h et 8j20h pour les faibles doses et 12j20h et 22j15h pour les hautes 
doses). Cependant, même après 2 mois de contact, on observe une persistance importante 
des toxines Cry4Aa, Cry4Ba et Cry11Aa (23%, 30% et 15% respectivement lorsque les 
litières sont contaminées à haute dose et 34%, 21% et 29% respectivement à faible dose) 
alors que la toxine Cyt1Aa n’est plus détectable après 2 semaines de contact. Toutes les 
toxines observent une diminution très importante de leur concentration dans les premiers 
jours puis une diminution plus lente. Ces profils de diminution non linéaires sont cohérents 
avec des études réalisées sur la persistance des toxines solubles Cry1 et Cry3 dans 
différents types de sols (Palm et al., 1996; Ahmad et al., 2005; Helassa et al., 2011a; 
Helassa et al., 2011b). Il semble ainsi que la structure hétérogène de la litière s’apparente à 
celle d’un sol et génère des profils d’adsorption des toxines similaires (Madliger et al., 2011).  
Aucun signal n’a été détecté pour les contaminations avec les deux formulations de 
Bti commercial. Cela est probablement dû à une trop faible concentration choisie, même si 
un signal suffisamment important avait été détecté lors des tests préliminaires. 
L’expérimentation doit donc être réitérée en choisissant des doses plus importantes ou 
lorsque la sensibilité du test ELISA aura été augmentée. Cela permettra de déterminer si le 
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comportement du Bti est différent de celui des toxines cristallines testées séparément, dû 
notamment à l’enveloppe lamellaire qui maintient les différents cristaux entre eux, absente 
pour les toxines produites séparément, ou à la formulation commerciale qui peut influer sur 
la stabilité des toxines dans l’environnement. 
En conclusion : 
L’assèchement des litières n’altère pas la persistance des toxines. La toxine Cry11Aa 
est celle dont la détectabilité diminue le plus rapidement, suivi de la toxine Cyt1Aa. 
Entre 15% et 34% de la quantité de toxine Cry inoculée est encore détectable après 2 
mois de contact alors que la toxine Cyt1Aa est indétectable après seulement 14 jours. 
Un suivi du Bti commercial doit être réalisé dans les mêmes conditions pour valider 
ces observations et pouvoir mieux comprendre le comportement des toxines en milieu 
naturel. 
C. Cyt, une toxine au comportement singulier 
Lors d’un contact, même court, du Bti avec de la litière végétale, nous avons vu que 
la toxine Cyt1Aa était difficilement récupérable contrairement aux autres toxines (Tableau 6 - 
page 64). Ce phénomène s’est confirmé avec une faible proportion des toxines Cyt dans les 
litières toxiques (Tableau 7 - page 66) ainsi qu’une rapide « disparition » de la toxine Cyt 
lorsque l’on contamine des litières avec la toxine seule (Figure 35).  
Nous avons voulu tester l’impact de la forte affinité des toxines Cyt pour les litières 
végétales sur leur biodisponibilité pour les larves de moustiques. Les toxines Cyt n’étant 
toxiques pour les larves de moustiques qu’à fortes doses, nous avons testé si le contact des 
toxines Cyt avec les litières altérait leur activité synergique sur les toxines Cry, et non leur 
toxicité directe pour les larves. Nous avons également réalisé des essais avec les toxines 
Cry en contact avec la litière en mesurant les variations de leur toxicité directe sur les larves 
de moustiques. Les mêmes expérimentations ont été réalisées avec deux formulations de Bti 
commercial (Vectobac WG et Vectobac 12AS) et du Bti produit en laboratoire. Ces travaux 
ont été valorisés par un article sous presse dans le journal Applied and Environmental 
Microbiology (Article VI) (Tetreau et al., 2012b). La conception de l’expérimentation et les 
tests préliminaires ont été réalisés avec l’aide de Renaud Stalinski (Master II BEE) et de 
Dylann Kersusan (niveau Master I, stagiaire bénévole) sous ma direction et celle de 
Laurence Després. 




1. Démarche expérimentale 
 
Figure 36. Schéma du protocole suivi pour mesurer l’effet du contact du Bti commercial et des toxines 
Cry et Cyt avec des litières végétales sur leur biodisponibilité pour les larves de moustiques.  
 Pour ces tests, nous avons utilisé les litières non traitées au Bti décrites 
précédemment (page 62). Les tests toxicologiques sont réalisés dans des gobelets en 
plastique contenant 50mL d’eau du robinet et 20 larves de moustique Ae. aegypti de stade 4 
précoce (OMS, 2005). Les bioessais ont été réalisés dans des conditions d’insectarium 
(27°C, 14h/10h jour/nuit, 80% d’humidité). Pour chaque condition, neuf réplicats ont été 
réalisés et la mortalité a été mesurée au bout de 24h d’exposition.  
L’originalité de cette approche est de comparer des toxines mises en contact 
au préalable avec de la litière (Figure 36B,D) avec des toxines directement déposées 
dans les gobelets contenant de la litière broyée non contaminée (Figure 36A,C). 
Afin de mesurer la biodisponibilité des toxines Cry pour les larves de moustiques, 
les concentrations des toxines Cry4Aa, Cry4Ba et Cry11Aa ont été choisies pour atteindre 
environ 70% de mortalité après 24h (5,20, 3,13 and 0,97 µg/mL respectivement). Nous 
avons donc comparé deux conditions : 1. Soit les toxines sont ajoutées dans les gobelets 
contenant au préalable la litière finement broyée, l’eau et les 20 larves (Figure 36A). 2. Soit 
les litières sont contaminées avec la toxine Cry, laissées à sécher toute la nuit puis broyées 
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et ajoutées dans les gobelets contenant l’eau et les 20 larves (Figure 36B). Les différences 
statistiques entre les toxines préalablement mises en contact ou non avec la litière ont été 
calculées à l’aide de régressions linéaires réalisées avec le logiciel R 2.8.1 (R, 2007).  
La biodisponibilité de deux formulations de Bti commercial a également été 
testée : Vectobac WG (poudre mouillable) et Vectobac 12AS (formulation liquide). Afin de 
tester l’effet de la formulation commerciale, du Bti a été produit en Nutrient Agar, tel que 
décrit précédemment (page 53), à partir de spores isolées du Bti Vectobac WG et a 
également été testé. Leur biodisponibilité est mesurée de la même manière que les toxines 
Cry (Figure 36A,B) sauf que le Bti est mis en contact avec la litière pendant quatre durées 
d’exposition différentes : 3 heures, 1j, 2j et 7 jours (Figure 36B). La concentration en Bti a été 
choisie pour atteindre 70-80% de mortalité : Vectobac WG, 319 ng de produit formulé par 
mL ; Vectobac 12AS, 6,4 x10-4 µL/mL et Bti produit, 1.7 ng/mL. 
 Afin de mesurer la biodisponibilité des toxines Cyt pour les larves de moustiques, 
les concentrations des toxines Cry4Aa, Cry4Ba et Cry11Aa ont été choisies pour atteindre 
10% de mortalité après 24h (586, 47, and 23 ng/mL respectivement). Les concentrations en 
toxine Cyt1Aa ont été choisies pour que, ajoutée aux toxines Cry, l’effet synergique attendu 
permette d’atteindre une mortalité d’environ 70% après 24h (4 ng/mL pour la synergie de 
Cry4Aa, et 21 ng/mL pour la synergie de Cry4Ba et Cry11Aa). Deux conditions sont 
également testées : 1. Soit les toxines Cyt et Cry sont ajoutées dans les gobelets contenant 
au préalable la litière broyée finement, l’eau et les 20 larves (Figure 36C). 2. Soit les litières 
sont contaminées avec la toxine Cyt puis laissées en contact 3 heures, 1j, 2j ou 7 jours avant 
d’être broyées. Les litières contaminées sont ajoutées dans les gobelets contenant l’eau, les 
20 larves ainsi que la toxine Cry considérée (Figure 36D). Les différences statistiques entre 
les toxines mises en contact au préalable ou non avec la litière ont été calculées à l’aide de 
régressions linéaires couplées à un test de comparaison multiple des moyennes (test de 
Tukey’s Honestly Significant Difference) réalisées avec le logiciel R 2.8.1 (R, 2007). 
 Pour vérifier que les différences observées ne sont pas liées à une solubilisation 
et/ou une dégradation des toxines avec le temps, plusieurs tests complémentaires ont 
été réalisés. 1. Les toxines Cry et Cyt sont laissées 3 heures, 1j, 2j et 7 jours à température 
ambiante et à 4°C. Les échantillons sont ensuite centrifugés à 10.000g pendant 10 minutes 
et le surnageant est analysé en gel de protéines SDS-PAGE ainsi qu’en ELISA pour détecter 
la présence potentielle de toxine solubilisée et/ou dégradée. 2. Les toxines Cry et Cyt sont 
laissées 7 jours à température ambiante puis sont comparées avec les mêmes lots 
conservés à -20°C en bioessais pour tester une éventuelle diminution de leur toxicité avec le 
temps. Pour cette expérience, cinq réplicats ont été réalisés pour le bioessai. L’analyse 




statistique est réalisée comme pour l’étude de la biodisponibilité des toxines Cry (régressions 
linéaires). 
2. Analyse des résultats 
 
Figure 37. Pourcentage de mortalité des larves exposées aux toxines Cry4Aa (blanc), Cry4Ba (gris) 
et Cry11Aa (noir) laissées 7 jours à température ambiante (7d at RT) ou conservées au congélateur (-
20°C cons.). Le même test est réalisé sur la toxine Cyt1Aa laissée 7 jours à température ambiante ou 
conservée au congélateur à laquelle on rajoute des toxines Cry4Aa (blanc), Cry4Ba (gris) et Cry11Aa 
(noir). Tous les tests sont réalisés en présence de litière végétale. Les différences non significatives 
entre les deux conditions de conservation pour une même toxine sont indiquées par « NS ». Erreur : 
erreur standard. 
 Aucune solubilisation ni dégradation des toxines n’a été observée en SDS-PAGE ni 
en ELISA lorsque les toxines sont laissées à température ambiante et à 4°C de 3 heures à 7 
jours de contact. De plus, lorsque les toxines sont laissées pendant 7 jours à température 
ambiante, leur activité insecticide n’est pas altérée, quelle que soit la toxine considérée 
(Figure 37).  
 
Figure 38. Pourcentage de mortalité des larves exposées aux toxines Cry4Aa (blanc), Cry4Ba (gris) 
ou Cry11Aa (noir) en contact (mixed) ou non (non-mixed) avec de la litière végétale. Les différences 
non significatives entre les toxines sont indiquées par « NS ». Erreur : erreur standard.  
 Lorsque les toxines Cry sont mises en contact avec de la litière végétale, il n’y a 
aucune altération de leur toxicité pour les larves de moustiques (Figure 38).  




Figure 39. A.B.C. Pourcentage de mortalité des larves exposées aux toxines Cry4Aa (A, blanc), 
Cry4Ba (B, gris) ou Cry11Aa (C, noir) sans la toxine Cyt1Aa (Cry + Lit) ou avec la toxine Cyt1Aa non-
mixée avec la litière (Cry + Cyt + Lit) ou en contact 3h, 1, 2 ou 7 jours. D.E.F. Pourcentage de 
mortalité de larves exposées à deux formulations de Bti commercial, Vectobac WG (D) et Vectobac 
12AS (E), et à du Bti produit (F) non-mixé avec la litière (Bti + Lit) ou en contact 3h, 1, 2 ou 7 jours. 
Les différences significatives (p<0,05) sont indiquées par des lettres différentes entre les barres. 
Erreur : erreur standard. 
 Nos résultats confirment l’activité synergique des toxines Cyt sur les toxines 
Cry : on observe une augmentation de 73%, 61% et 57% de la mortalité quand la toxine 
Cyt1Aa est ajoutée aux toxines Cry4Aa, Cry4Ba et Cry11Aa respectivement (Figure 
39A,B,C). Au contact de la litière, l’action synergique des toxines Cyt pour les toxines Cry 
diminue d’environ 20% quelle que soit la durée de contact et la toxine considérée (20,28%, 
22,22% and 17,18% de diminution pour les toxines Cry4Aa, Cry4Ba et Cry11Aa 
respectivement - Figure 39A,B,C). Cela signifie que la toxine Cyt se fixe rapidement à la 
litière, la diminution de 20% apparaissant dès 3h d’exposition. On note cependant une 
différence entre la quantité de toxine Cyt fixée de manière irréversible à la litière (environ 




60% - Tableau 6, page 64) et la diminution d’activité synergique des toxines Cyt fixées 
(environ 20% - Figure 39A,B,C). Plusieurs hypothèses peuvent être avancées pour tenter 
d’expliquer cette différence : 
1. Cette différence peut être due au fort pouvoir synergique des toxines Cyt : peu de 
toxines Cyt sont nécessaires pour augmenter de manière exponentielle la toxicité des 
toxines Cry pour les larves de moustiques. De ce fait, la faible proportion de toxines Cyt 
encore extractible pour l’ELISA et biodisponible serait suffisante pour induire 80% de 
l’activité synergique totale. De plus, l’activité des toxines Cyt peut être augmentée par des 
composants de la litière ingérés par la larve en même temps que les protoxines, tels que les 
acides tanniques, capables d’augmenter la toxicité de Bt var. kurstaki chez Trichoplusa ni 
(Gibson et al., 1995). Cependant, l’influence des acides tanniques n’est pas claire car ils ont 
également été décrits comme capables d’inhiber la toxicité de Bt var. aizawai chez 
Spodoptera litura (Isayama et al., 2011). 
2. Une partie des toxines Cyt fixées à la litière peut encore être capable de synergiser 
les toxines Cry. Il a déjà été démontré que des toxines Cry solubilisées fixées à du sol 
peuvent conserver leur toxicité (Gonzalez et al., 2002; Lee et al., 2003a). Cependant, le 
contexte de notre étude est très différent (cristaux, litières) et le comportement des toxines 
Cyt peut complètement différer des toxines Cry. 
3. Les toxines Cyt peuvent être plus rapidement dégradées que les toxines Cry, 
notamment par les microorganismes présents dans la litière. En effet, le Bti est connu pour 
être dégradé par les microorganismes (Lacey, 2007). Néanmoins, si la diminution d’activité 
était liée à une activité microbienne, on s’attendrait à ce qu’elle évolue avec le temps ce qui 
n’est pas le cas ici. Cela exclue donc l’implication de l’activité microbienne dans la différence 
de toxicité entre les toxines Cyt et les toxines Cry en présence de litière. 
4.  La fixation des toxines Cyt à la litière peut entrainer une modification de leur structure 
tridimensionnelle induisant une diminution de leur activité synergique et/ou de leur 
détection par le test ELISA. Il a été montré que des toxines Cry liées à du sol (Stotzky, 2004) 
ou à de la litière (présente thèse) conservent leur antigénicité et leur activité insecticide. 
Cependant, la toxine Cyt a une conformation 3D très différente de celle des toxines Cry et 
peut interagir plus fortement que les toxines Cry avec la structure hétérogène de la litière 
végétale (Madliger et al., 2011), pouvant expliquer la diminution de son activité synergique et 
de sa détection par ELISA. De plus, les toxines Cyt agissant comme des récepteurs pour les 
toxines Cry en s’insérant de manière non spécifique dans la membrane intestinale des larves 
de moustiques, leur fixation à la litière pourrait supprimer leur effet synergique. 
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 Lorsque le Bti est laissé en contact avec de la litière végétale, quel que soit le temps 
de contact, on observe une perte quasi-totale de la toxicité du Bti pour les larves de 
moustiques (Figure 39D,E,F). Aucun effet de la formulation commerciale n’a été détecté, les 
trois Bti testés (Vectobac WG, Vectobac 12AS et Bti produit) ont montré les mêmes profils 
de diminution de leur toxicité. Plusieurs explications peuvent être avancées pour expliquer ce 
phénomène. Nous avons vu que lorsque la toxine Cyt est fixée à la litière, son effet 
synergique sur chacune des toxines Cry diminue de 20% (Figure 39A,B,C). Au sein du Bti, 
on observe probablement un effet cumulatif de cette perte de synergie sur chacune des 
toxines Cry, entrainant une importante diminution de la toxicité du Bti dans son ensemble. 
De plus, contrairement aux expériences réalisées sur les toxines produites et testées 
séparément, le cristal de Bti possède une enveloppe lamellaire enveloppant les trois 
cristaux et maintenant leur cohésion, pouvant expliquer une interaction différente avec la 
litière et un piégeage potentiellement plus important du cristal par la litière végétale.  
 Ces travaux ouvrent de nouvelles voies de recherche pour mieux comprendre 
comment plusieurs toxines sous forme de cristal peuvent interagir avec des litières végétales 
et pourquoi les toxines Cyt perdent une partie de leur activité synergique alors que les 
toxines Cry conservent leur toxicité. Des travaux supplémentaires sont nécessaires pour 
comprendre pourquoi le Bti perd quasi totalement sa toxicité en contact avec la litière. Cette 
observation permet de mieux comprendre pourquoi l’activité résiduelle du Bti perdure moins 
longtemps dans certains milieux, notamment lorsqu’il y a une présence importante de 
matière organique (Boisvert et Lacoursière, 2004) : le Bti, en atteignant la litière végétale qui 
tapisse le fond des gîtes, se retrouve « piégé » et perd ainsi son activité insecticide pour les 
larves de moustiques. Les mêmes expériences doivent également être réalisées avec des 
sols pour voir si ce phénomène est inhérent aux litières végétales ou s’il peut être généralisé 
à d’autres composants des gîtes à moustiques. 
En conclusion : 
Le contact des toxines Cyt avec la litière végétale entraine une diminution de leur 
activité synergique sur les toxines Cry. Le contact du Bti avec la litière entraine 
également une diminution drastique de sa toxicité. Ces résultats ouvrent la voie à de 
nombreuses études afin de caractériser les mécanismes responsables de ces 
interactions. 
  




D. Application à grande échelle 
Dans le cadre d’un projet financé par l’Agence Nationale pour la Recherche (ANR – 
projet DIBBECO) en collaboration avec les EID des régions Rhône-Alpes (RA) et 
Méditerranée (Med), un large échantillonnage de gîtes traités et non traités a été réalisé. Des 
prélèvements de litières végétales (RA) et de sol (RA et Med) ont été réalisés dans plus de 
30 gîtes à moustiques non traités ou traités régulièrement en 2009, 2010 et 2011. 
Les étalements bactériens, permettant de caractériser la présence de spores, sont en 
cours d’analyse. Les extractions de toxines ainsi que les tests ELISA ont été réalisés sur ces 
échantillons. Aucun signal ELISA pour aucune des toxines n’a été détecté dans aucun 
des échantillons prélevés sur le terrain. Dans des conditions « normales » d’utilisation, le 
Bti n’est pas détectable dans les prélèvements, même quelques jours après un traitement. 
Cela signifie que l’outil que nous avons développé n’est pas encore assez sensible pour 
détecter finement les traces de Bti épandue dans l’environnement. 
IV. Vers une meilleure compréhension du devenir du Bti dans 
l’environnement 
A. Amélioration de l’outil 
Comme nous venons de le voir, l’outil que nous avons développé est tout à fait 
adapté pour extraire et suivre le devenir du Bti et des différentes toxines qui le composent 
dans un contexte de laboratoire. Cependant, dans des conditions environnementales, la 
dose de Bti épandue est trop faible pour pouvoir être détectée par notre test. Seule une 
remise en culture (i.e. contexte des litières toxiques) peut permettre de générer un signal 
ELISA important. De ce fait, en l’état actuel du développement de l’outil, il peut être utilisé 
dans deux contextes différents : 1. En laboratoire pour réaliser des cinétiques 
d’adsorption/désorption des toxines du Bti (test quantitatif) ; 2. A partir d’échantillons 
environnementaux pour détecter une éventuelle remise en culture des spores (test de 
présence/absence de recyclage). 
 L’amélioration de l’outil passe donc par une augmentation de sa sensibilité, soit 
en concentrant les toxines présentes dans l’échantillon, soit en augmentant le signal ELISA. 
 La concentration des toxines dans l’extrait peut être réalisée par 
immunoprécipitation. Cette étape permettrait de faire précipiter les toxines spécifiquement à 
l’aide des anticorps utilisés lors de l’ELISA. L’inconvénient majeur de cette étape est 
d’alourdir la procédure d’extraction et d’être coûteux, nécessitant d’utiliser une plus grande 
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quantité d’anticorps. De plus, elle peut apporter un biais important si la précipitation n’est pas 
homogène entre les extraits, risquant de diminuer la reproductibilité de l’extraction. 
L’augmentation du signal ELISA semble donc l’amélioration la plus pertinente dans 
notre contexte. Tout d’abord, le développement de nouveaux anticorps permettra de 
contrôler leur spécificité ainsi que de sélectionner les plus performants et adaptés à notre 
outil. Nous utiliserons des anticorps monoclonaux comme anticorps de capture, et des 
anticorps polyclonaux comme anticorps de détection, afin d’augmenter le nombre d’épitopes 
reconnus et donc le signal spécifique. Une optimisation de l’ELISA peut également passer 
par l’utilisation d’un système d’ELISA haute sensibilité basé sur un complexe biotine-
streptavidine (Figure 40).  
 
Figure 40. Différence entre un ELISA classique (un seul anticorps de détection) avec un ELISA Haute 
Sensibilité (avec un complexe biotine-streptavidine). Modifié d'après une image de 
http://www.ebioscience.com. 
Ce système permet d’augmenter le nombre de peroxydases (HRP) par anticorps de 
détection et de ce fait par antigène détecté. Un résidu de biotine est ainsi fixé à l’anticorps, 
lui-même couplé à plusieurs streptavidines, portant chacune une enzyme HRP (Figure 40). 
Ce système permet d’amplifier le signal spécifique sans augmenter le bruit de fond (signal 
non spécifique). Ce système a déjà été utilisé en milieu complexe lorsque la cible est 
présente en très faible proportion et semble tout à fait adapté à notre contexte (Raiko et al., 
2010; Addanki et al., 2011). 
 




B. Discussion des résultats et perspectives 
 
Figure 41. Schéma bilan des résultats des travaux réalisés sur la persistance du Bti. A gauche sont 
représentés les résultats des tests ELISA suite à une contamination de litières avec du Bti ainsi que 
les résultats des bioessais avec des toxines en contact avec la litière. En haut sont représentés les 
résultats des expériences sur la persistance des toxines du Bti en fonction du temps. En bas sont 
représentés les résultats de l’analyse des litières toxiques. Les pourcentages correspondent à la 
variation de la toxine parmi toutes les toxines (Cyt) ou seulement parmi les toxines Cry (Cry4 et 
Cry11) par rapport aux proportions retrouvées dans le Bti commercial. 
 Dans ce chapitre, nous avons démontré que le Bti ne doit plus être considéré comme 
un cristal cohésif mais comme un complexe de plusieurs entités aux comportements très 
différents dans l’environnement (Figure 41). 
 Peu de travaux ont été réalisés sur la toxine Cyt et son devenir dans l’environnement. 
Nos travaux montrent que sous forme de cristal, les toxines Cyt sont rapidement piégées 
dans la litière végétale entrainant une diminution de leur activité synergique sur les larves de 
moustiques. L’absence de résistance au Bti étant généralement attribuée à la présence de la 
toxine Cyt, son piégeage rapide peut entrainer une exposition des larves qui se nourrissent 
de litière végétale aux toxines Cry, connues pour induire des résistances en laboratoire 
(Georghiou et Wirth, 1997). Nous avons également démontré que les toxines sous forme de 
cristal avaient des persistances différentes en fonction du temps, les toxines Cry4Aa et 
Cry4Ba étant les plus persistantes. Afin de mieux comprendre le devenir de ces toxines dans 
l’environnement, un travail de caractérisation de la nature de l’interaction toxines-litière est 
nécessaire. Des travaux similaires doivent également être réalisés en utilisant différentes 
matrices environnementales issues de gîtes larvaires, tels que des sols. 
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 Nos résultats supportent également le fait que la toxicité des litières toxiques 
collectées sur le terrain est due à une remise en culture des spores de Bti aboutissant 
à une production in natura de cristaux de toxines. Les toxines ont ensuite pu persister selon 
l’ordre de persistance que nous avons caractérisé (Cry4Aa/Cry4Ba > Cry11Aa > Cyt1Aa), 
comme montré par les proportions relatives des toxines dans les litières toxiques comparées 
au Bti commercial. Même si les échantillons environnementaux prélevés dans les régions 
Rhône-Alpes et Méditerranée se sont tous avérés négatifs en ELISA, il nous a semblé 
primordial de caractériser les conditions particulières qui sont susceptibles de permettre au 
Bti de se recycler et de rendre ces litières toxiques. 
 Dans ce but, des mésocosmes7 ont été réalisés dans les locaux de l’EID 
Méditerranée afin de caractériser le devenir du Bti en fonction de différents paramètres 
(salinité, présence de matière organique, hauteur d’eau, présence de larves de moustiques). 
Les résultats des étalements microbiologiques montrent que ni la salinité, ni la hauteur d’eau 
n’ont d’influence sur le recyclage du Bti. La présence de matière organique favorise la 
persistance des spores et la présence de larves leur recyclage (données non publiées). 
Notre outil ELISA doit être appliqué sur ces échantillons afin de voir si, dans certaines 
combinaisons de paramètres, nous avons réussi à recréer les conditions permettant un 
recyclage des spores de Bti et une production de nouveaux cristaux. Ces résultats 
permettront de mieux comprendre les conditions dans lesquelles un recyclage du Bti est 
possible afin de mieux gérer les traitements au Bti en milieu naturel. 
 En effet, en populations naturelles, le recyclage couplé à la persistance différentielle 
des toxines, tel qu’observé dans le cas des litières toxiques, risque d’exposer les moustiques 
à un cocktail de toxines dépourvu de toxine Cyt, connue pour limiter l’apparition de 
résistances aux toxines Cry (Wirth et al., 2004; Wirth et al., 2005). Exposées à des toxines 
Cry que l’on sait capables d’entrainer des résistances, les moustiques pourraient ainsi 
développer une résistance à ces toxines et par conséquent au Bti. Pour pouvoir détecter et 
prévenir l’apparition de telles résistances dans l’environnement, il est nécessaire de 
caractériser les mécanismes de résistance développés par les moustiques contre les toxines 
du Bti.  
                                               
7 Mésocosme : Dispositif expérimental clos, de taille moyenne, destiné aux études écologiques et dont 
les paramètres physico-chimiques sont contrôlés.  




Chapitre II :  
Caractérisation de la résistance au 
Bti chez le moustique en laboratoire 
I. Mieux comprendre les mécanismes de résistance pour mieux la 
gérer 
A. Qu’est-ce que la résistance ? 
La résistance à un pesticide se définit comme la capacité d’individus à survivre à des 
doses de pesticide létales pour des individus sensibles de la même espèce. En populations 
naturelles, la résistance se traduit par une incapacité récurrente des traitements pesticides à 
contrôler une population en respectant les doses opérationnelles conseillées pour cette 
espèce (Insecticide Resistance Action Committee, IRAC). Ainsi, l’utilisation grandissante de 
pesticides au cours du XXème siècle a conduit à une augmentation exponentielle du nombre 
d’espèces résistantes à travers le monde (Holt et Lebaron, 1990) (Figure 42). 
 
Figure 42. Nombre d'espèces d'insectes (ligne en pointillés), de pathogènes de plantes (triangles) et 
de mauvaises herbes (ligne simple) résistantes aux pesticides recensées entre 1908 et 1998. Adapté 
de (Holt et Lebaron, 1990). 
Les conséquences de l’apparition de résistance sont multiples, notamment en termes 
de santé publique lorsque des vecteurs de maladies sont concernés, mais également au 
niveau économique lié à la nécessité d’utiliser des quantités plus importantes de pesticides 
ou de nouveaux pesticides plus coûteux pour contrôler efficacement les populations 
d’espèces nuisibles. Ainsi, il est nécessaire de comprendre quels facteurs favorisent le 
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développement de la résistance afin de pouvoir anticiper et limiter son apparition (Williamson 
et al., 2003; Sivasupramaniam et al., 2007). 
B. Facteurs influant sur l’apparition et la propagation de la 
résistance aux pesticides 
Plusieurs facteurs participent à l’apparition de résistances et permettent leur 
dispersion au sein et entre les populations (Figure 43). 
 
Figure 43. Paramètres susceptibles d’influer sur l’apparition et la propagation de la résistance à un 
pesticide (exemple du moustique). Les individus résistants sont colorés en rouge et les individus 
sensibles en noir. Les facteurs génétiques sont indiqués en violet, les facteurs biologiques en bleu, les 
facteurs environnementaux en vert et les facteurs opérationnels en rouge. L’allèle de résistance est 
appelé « allèle R » dans le cas d’une résistance monogénique. Le terme « standing genetic 
variation », traduit par « polymorphisme génétique initial » signifie que l’allèle de résistance est 
présent dans la population avant l’application du pesticide. 
1. Facteurs influant sur l’apparition de la résistance 
 Deux modèles théoriques sont proposés pour expliquer l’apparition d’une résistance 
aux pesticides au niveau moléculaire dans une population (Nielsen, 2005; ffrench-Constant, 
2007) : l’apparition d’un allèle8 de résistance par une nouvelle mutation ou la sélection d’un 
allèle de résistance déjà présent au sein de la population (« polymorphisme génétique 
initial »). 
                                               
8 Allèles : différentes versions d’un même gène. 




a) Apparition d’un allèle de résistance par une nouvelle 
mutation 
 Lorsqu’une mutation apparaît dans une population de grande taille, elle est soumise à 
la sélection naturelle : soit la mutation est avantageuse et elle sera conservée (sélection 
directionnelle), soit elle est délétère et elle sera éliminée de la population (sélection 
purificatrice), soit elle est neutre (aucun impact sur la valeur sélective9 de l’individu) et elle 
sera conservée, participant ainsi au polymorphisme génétique de la population.  
Les mutations conférant une résistance à un pesticide sont très souvent délétères en 
l’absence du pesticide (i.e. valeur sélective plus faible qu’un individu sensible, entrainant une 
sélection purificatrice). En présence du pesticide, des mutations affectant un ou plusieurs 
gènes permettant à l’individu de devenir résistant seront sélectionnées (sélection 
directionnelle). Si la pression du pesticide perdure (facteur opérationnel), la mutation pourra 
s’implanter rapidement et durablement au sein de la population. La probabilité d’apparition et 
d’implantation d’un allèle de résistance dans une population est d’autant plus importante que 
l’espèce a un cycle de vie court (facteur biologique) et que son taux de mutation est élevé 
(facteur génétique). C’est le cas des bactéries, connues pour développer rapidement de forts 
niveaux de résistance aux antibiotiques, notamment grâce à leur temps de génération rapide 
(de quelques minutes à quelques heures) et leur taux de mutation élevé (Denamur et Matic, 
2006). Le degré de dominance de l’allèle (facteur génétique) joue également un rôle 
important sur la vitesse d’implantation d’un allèle résistant (Raymond et al., 2001). Dans le 
cas d’un allèle récessif, seuls les individus homozygotes résistants seront sélectionnés alors 
que dans le cas d’un allèle dominant, les individus hétérozygotes seront également 
favorisés, accélérant le processus de propagation de la résistance au sein de la population. 
Alors que la sélection de caractères adaptatifs favorise des mutations sur plusieurs 
gènes différents ayant des effets additifs, la pression imposée par les pesticides tend à 
sélectionner un nombre restreint d’allèles à effets majeurs (Hemingway et al., 2004). Les 
allèles de résistance ont été caractérisés pour de nombreux pesticides, notamment pour les 
insecticides chimiques chez le moustique (Brogdon et McAllister, 1998). Dans ce cas, les 
mutations ciblent généralement les gènes codant pour la protéine cible de l’insecticide 
(e.g.  mutations kdr modifiant les canaux sodium auxquels se fixent les pyrethroïdes et le 
DDT) et/ou les enzymes de détoxication qui permettent de dégrader et/ou de séquestrer 
l’insecticide (e.g. augmentation de l’activité de cytochromes P450, glutathion S-transférases 
et/ou estérases) (Hemingway et al., 2004). 
                                               
9 La valeur sélective d’un individu (=fitness) correspond au nombre de descendants viables et fertiles 
qu’il produira à la génération suivante.  
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 Certaines classes d’insecticides chimiques ciblant les mêmes récepteurs, l’historique 
des traitements de la population (facteur opérationnel) peut avoir un impact sur le 
développement de résistance à un nouvel insecticide (Ferré et al., 1995; Brogdon et 
McAllister, 1998). Ainsi, des populations traitées avec du DDT peuvent avoir développé une 
résistance, notamment grâce à la mutation kdr qui confèrera également une résistance aux 
pyréthroides, même si ces populations n’ont jamais été en contact avec ce type d’insecticide 
auparavant (Brogdon et McAllister, 1998; Matambo et al., 2007). C’est ce que l’on appelle le 
phénomène de résistance croisée10. Afin de l’éviter, une stratégie de gestion de l’apparition 
de résistance consiste à utiliser des insecticides ayant des modes d’actions différents en 
alternance (stratégie de rotation) (Byford et al., 1999; Zhao et al., 2010). 
Il a également été démontré que l’exposition de populations de moustiques à des 
polluants au stade larvaire peut moduler les phénomènes de résistance/tolérance aux 
insecticides chimiques, notamment par l’augmentation des activités enzymatiques de 
détoxication (Poupardin et al., 2008; Riaz et al., 2009; Poupardin et al., 2012). 
b) Implantation de la résistance à partir du  
« polymorphisme génétique initial » de la population 
Cette théorie relativement récente propose que des mutations conférant une 
résistance puissent apparaître bien avant l’introduction du pesticide (Orr, 2005; Barrett et 
Schluter, 2008). Ces mutations, neutres ou faiblement délétères en l’absence du pesticide, 
seraient apparues et maintenues en faibles proportions dans la population grâce à un 
équilibre entre mutation, sélection et dérive génétique (Hermisson et Pennings, 2005; 
Przeworski et al., 2005). Cette variabilité génétique cryptique « attendrait » que les 
conditions environnementales changent pour s’exprimer et faire apparaître un nouveau 
phénotype (Gibson et Dworkin, 2004). Cela suppose que ces allèles soient majoritairement 
récessifs, ne subissant qu’un faible effet de la sélection due à leur rareté dans la population 
en l’absence de pesticide (Haldane, 1927; Barrett et Schluter, 2008). 
La vitesse d’implantation de l’allèle résistant est directement dépendante de sa 
fréquence initiale dans la population, du nombre de copies présentes au moment de 
l’introduction du pesticide et de l’intensité de la pression de sélection exercée (Hermisson et 
Pennings, 2005).  
                                               
10 On parle de résistance croisée entre deux insecticides lorsqu’une souche a été sélectionnée à un 
insecticide et montre une forte résistance à un autre insecticide auquel elle n’a jamais été 
sélectionnée. 




c) Des modèles non mutuellement exclusifs 
Comparée à de nouvelles mutations, la sélection à partir d’allèles préexistants permet 
aux populations d’évoluer rapidement, fixant de nombreux allèles récessifs aux effets 
additifs, mais n’entrainant que des niveaux de résistance modérés. A l’inverse, la sélection à 
partir de nouvelles mutations, fortement dépendante du taux de mutation de l’espèce 
considérée, sera plus longue à se mettre en place mais permettra d’atteindre des niveaux de 
résistances très élevés, malgré les coûts souvent importants sur la valeur sélective des 
individus en l’absence du pesticide. Ces deux modèles, pourtant souvent opposés dans la 
littérature, peuvent se combiner afin de permettre à une population de s’adapter rapidement 
et durablement à une pression pesticide constante (ffrench-Constant, 2007) (Figure 44). 
 
Figure 44. Apparition et sélection des mutations conférant une résistance au malathion et au diazinon 
chez Lucilia spp. avant et après l'introduction des organophosphorés. La position des mutations de 
l’estérase E3 ainsi que leur effet sur les activités carboxylestérase et la valeur sélective sont indiqués. 
Adapté de (ffrench-Constant, 2007). 
 Prenons l’exemple de la mouche bouchère du genre Lucilia (Figure 44). Avant 
l’introduction des organophosphorés pour la lutte contre ces mouches, environ 19% des 
individus de L. cuprina possédaient déjà les mutations conférant une résistance au malathion 
(Hartley et al., 2006). L’introduction des organophosphorés a appliqué une sélection 
directionnelle sur l’allèle préexistant le plus efficace, lui permettant de s’implanter rapidement 
dans les populations devenant résistantes au malathion (ffrench-Constant, 2007). A l’inverse, 
aucune mutation conférant de résistance au Diazinon n’avait été décelée sur des individus 
de L. cuprina et L. sericata avant l’introduction des organophosphorés (Hartley et al., 2006). 
Il semble qu’une nouvelle mutation soit à l’origine de l’apparition de la résistance au Diazon, 
s’accompagnant d’une diminution de la valeur sélective des individus (Newcomb et al., 2005; 
ffrench-Constant, 2007). 
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 Cet exemple illustre bien la complexité des phénomènes aboutissant à l’apparition de 
résistances dans les populations exposées aux pesticides, combinant la variabilité génétique 
initiale de l’espèce avec sa capacité à muter et générer de nouveaux allèles de résistance 
plus performants. 
2. Propagation de la résistance entre populations : le rôle 
complexe de la migration 
Si les mécanismes à l’origine de l’apparition de phénomènes de résistance au sein 
d’une population sont complexes, ceux qui conditionnent sa propagation entre les 
populations le sont tout autant. La migration entre les populations (facteur biologique) est un 
paramètre à double facette. Pour comprendre son rôle dans la propagation de la résistance, 
il est nécessaire de prendre en considération l’espèce à traiter (facteur biologique), la 
topologie du terrain (facteur environnemental) et surtout la stratégie de traitement (facteur 
opérationnel). 
 En biologie des populations, la migration est un facteur d’homogénéisation, favorisant 
les échanges de gènes entre des populations proches. Dans le cas d’une pression 
insecticide, le rôle de la migration varie selon que le traitement touche seulement une 
population ou touche l’intégralité des populations susceptibles de migrer entre elles (Figure 
45). 
 
Figure 45. Influence de la migration et du traitement insecticide sur la propagation et l'implantation de 
la résistance entre plusieurs populations d'une même espèce (ici de moustique). Les individus 
résistants sont colorés en rouge et les individus sensibles en noir. Les populations traitées sont 
cerclées de rouge et les populations non traitées cerclées de noir. 




 Si l’espèce considérée est peu migratrice ou si le milieu de vie empêche les 
populations de communiquer entre elles, on observera le même phénomène, que le 
traitement insecticide cible toutes les populations ou non : la résistance, apparue au temps 
initial (T0), se propagera au sein de la population mais n’atteindra pas les autres populations 
(Figure 45A,B). Ce phénomène peut arriver lorsque les populations sont isolées par des 
barrières naturelles telles qu‘une étendue maritime (Chevillon et al., 1995; Kayondo et al., 
2005). 
 Si l’espèce peut migrer facilement entre plusieurs populations proches (e.g. espèce 
migratrice, présence de corridors écologiques, déplacements par l’homme), deux cas de 
figures se présentent : 
Soit le traitement pesticide est homogène, c’est-à-dire que l’intégralité des populations en 
interaction sont traitées (Figure 45D). Dans ce cas, s’il y a apparition d’un allèle de 
résistance dans une population, les individus porteurs de la mutation seront avantagés : si 
un individu résistant migre vers une autre population, sa valeur sélective élevée lui permettra 
de s’implanter et favorisera ainsi une propagation rapide de la résistance. Pour éviter ce 
phénomène, on peut utiliser des insecticides aux modes d’action différents entre les 
populations adjacentes (stratégie en mosaïque). Cela permet de contrôler l’intégralité des 
populations connectées tout en limitant la probabilité de propagation des résistances, 
théoriquement différentes pour les insecticides utilisés (Byford et al., 1999). 
Soit le traitement pesticide est localisé, c’est-à-dire que seules certaines populations sont 
traitées, laissant quelques populations adjacentes non traitées (Figure 45C). Dans ce cas, la 
migration a le rôle inverse : les individus porteurs de la résistance, généralement moins 
compétitifs que les individus sensibles en l’absence d’insecticide, n’arriveront pas à 
s’implanter dans les populations non traitées, limitant ainsi la propagation de la résistance. 
Le phénomène est d’autant plus intéressant que les individus sensibles pourront migrer vers 
les zones traitées, permettant de diluer la résistance et d’en ralentir l’implantation. C’est ce 
que l’on appelle la stratégie « haute-dose-refuge » qui permet de limiter très efficacement 
la propagation d’une résistance (Lenormand et Raymond, 1998; Tabashnik, 2008; Tabashnik 
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En conclusion : 
Les cas de résistance aux pesticides ont connu une augmentation exponentielle 
depuis le siècle dernier, notamment chez les insectes. L’apparition de résistance peut 
être la conséquence de nouvelles mutations ou de la sélection d’allèles existants au 
sein de la population. Leur propagation est dépendante de plusieurs facteurs, 
intrinsèques à l’espèce traitée (biologiques et génétiques), à son environnement et 
aux modalités de traitement avec le pesticide. La connaissance de ces facteurs 
permet d’établir des stratégies adaptées pour prévenir l’apparition de la résistance en 
populations naturelles. 
 
II. Résistance au Bacillus thuringiensis  
Aucun mécanisme de résistance aux toxines du Bti n’a encore été décrit et validé 
chez les moustiques et les mouches noires. Néanmoins, de nombreux mécanismes ont déjà 
été décrits chez les Lépidoptères, les Coléoptères et même chez les Nématodes (Heckel et 
al., 2007; Bravo et Soberon, 2008). Nous avons vu précédemment que le mode d’action des 
toxines Cry de Bacillus thuringiensis était composé de plusieurs étapes, allant de l’ingestion 
par la larve à son infection. La résistance au Bt peut être développée en agissant à chacune 
de ces étapes (Figure 46). Les paragraphes suivants résument les connaissances actuelles 
sur les mécanismes de résistance les mieux caractérisés à ce jour. 





Figure 46. Mécanismes potentiels de résistance aux toxines Cry de Bacillus thuringiensis en relation 
avec leur mode d'action. Source des pictogrammes : (Bravo et al., 2007). 
A. Modification des récepteurs membranaires (Figure 46, étape 
IV) 
La modification des récepteurs membranaires intestinaux aux toxines Cry est le 
mécanisme le plus étudié, permettant d’atteindre des niveaux de résistance très élevés 
(Pigott et Ellar, 2007; Bravo et Soberon, 2008). Les cadhérines sont des récepteurs clé pour 
de nombreuses toxines et ont pour la première fois été impliquées dans la résistance à 
Cry1Ac chez une souche d’Heliothis virescens (YHD2, 10.000 fois résistante) (Gahan et al., 
2001). Depuis, des mutations non-synonymes11 dans la séquence de cadhérines induisant 
des résistances aux toxines Cry1A ont été décrites chez plusieurs Lepidoptères : H. 
armigera (Xu et al., 2005; Yang et al., 2007), Ostrinia nubilalis (Bel et al., 2009) et 
Pectinophora gossypiella (Morin et al., 2003; Tabashnik et al., 2006). Il a également été 
démontré que la sous-expression d’un gène codant pour une cadhérine est liée de la 
résistance à Cry1Ab chez Diatraea saccharalis (Yang et al., 2011). Même si l’altération de 
cadhérines semble induire de fortes résistances au Bt, elles ne suffisent pas forcément à 
expliquer la totalité de la résistance observée chez ces souches. Ainsi, une altération de 
phosphatases alcalines est également à l’origine d’une partie de la résistance à Cry1Ac 
chez la souche YHD2 (Jurat-Fuentes et Adang, 2004; Jurat-Fuentes et Adang, 2006) ainsi 
que chez H. armigera and S. frugiperda (Jurat-Fuentes et al., 2011). La sous-expression 
                                               
11 Une mutation non-synonyme dans la séquence d’ADN induit une modification de la séquence 
d’acides aminés de la protéine, pouvant modifier sa structure tridimensionnelle et sa fonction. 
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d’aminopeptidases N (APN) a également été reliée à la résistance à Cry1Ca chez S. exigua 
(Herrero et al., 2005) alors que c’est une mutation non-synonyme d’un gène codant pour une 
APN qui est à l’origine de la résistance à Cry1Ac chez H. armigera (Zhang et al., 2009). 
Enfin, la modification d’un récepteur glycolipidique est responsable de la résistance à 
Cry5B chez une souche de nématode C. elegans (Griffitts et al., 2001; Griffitts et al., 2005). 
Certaines toxines peuvent partager des récepteurs membranaires, entrainant des 
phénomènes de résistance croisée entre les toxines. Ainsi, une souche d’H. virescens 
(YHD2) et deux de P. glossipiella, sélectionnées et résistantes à Cry1Ac, ont toutes montré 
une résistance croisée à Cry1Aa et Cry1Ab (entre 500 et 10.000 fois), due à un récepteur 
membranaire commun aux trois toxines (Gould et al., 1995; Tabashnik et al., 2000; 
Tabashnik et al., 2002). Cependant, ce phénomène peut fortement varier selon les toxines, 
les espèces, voire même les souches sélectionnées pour une même espèce (Ferré et al., 
1995; Griffitts et Aroian, 2005). Ainsi, la résistance par mutation de cible induit souvent des 
résistances élevées pour un nombre restreint de toxines (Griffitts et Aroian, 2005). Pourtant, 
d’autres cas de résistances croisées ont montré des résistances modérées à spectre large, 
entre les toxines Cry1A, Cry1C, Cry1D et Cry2Aa chez H. virescens (souche CP73-3) et P. 
interpunctella (souche 198r) (Gould et al., 1992; McGaughey et Johnson, 1994). Cela 
suppose que des mécanismes de résistance plus généralistes peuvent compléter les 
résistances par mutation de récepteurs. 
B. Modification des activités enzymatiques intestinales (Figure 46, 
étape III) 
La diminution de l’activité des protéases à sérine, due à l’absence d’une enzyme 
digestive intestinale, induisant une diminution de l’activation des protoxines en toxines, 
est en partie responsable de la résistance généraliste observée chez la souche 198r (Oppert 
et al., 1994; Oppert et al., 1997; Herrero et al., 2001). Deux souches résistantes d’H. 
virescens (YHD2 et CP73-3) montrent également une altération de leurs activités 
protéolytiques (Forcada et al., 1996; Karumbaiah et al., 2007). Cela suggère qu’une même 
protéase est capable d’activer des toxines Cry très différentes (Oppert et al., 1997). Les 
protéases intestinales ayant un rôle majeur dans la digestion des aliments, une altération 
trop importante de l’expression ou de la nature de certaines d’entre elles pourrait être 
coûteuse ou même létale pour la larve. C’est probablement pour cela que la modification de 
leur activité n’est jamais corrélée à des niveaux de résistance très élevés (Oppert et al., 
1997; Griffitts et Aroian, 2005). 




La précision du clivage des protoxines est essentielle à leur toxicité (Bravo et al., 
2002). Ainsi, la résistance modérée (72 fois) à Cry1Ac d’une souche d’H. armigera serait liée 
à un défaut de clivage des 28 premiers acides aminés de la région N-terminale de la toxine 
dû à la sous-expression du gène HaSP2 codant pour une protéase à sérine impliquée dans 
l’activation de la protoxine (Rajagopal et al., 2009). Ce défaut de clivage peut ainsi entrainer 
une diminution de son affinité pour ses récepteurs membranaires (Bravo et al., 2002). 
Enfin, les enzymes digestives peuvent également induire une résistance en 
dégradant les toxines après leur activation, tel qu’il a été démontré chez deux souches d’H. 
virescens et une souche de Choristoneura fumiferana résistantes à Cry1Ab et Cry1Aa 
respectivement (Forcada et al., 1996; Bah et al., 2004).  
C. Autres mécanismes pouvant contribuer à la résistance 
De nombreux mécanismes de résistance complémentaires ont été décrits. Ainsi, la 
résistance à Cry1Ac est en partie liée à une augmentation de la régénération des cellules 
intestinales chez H. virescens (Castagnola et Jurat-Fuentes, 2009) (Figure 46, étape VI) 
alors que c’est la surexpression d’estérases intestinales, capables de séquestrer la toxine, 
qui induirait une résistance plus élevée chez H. armigera (Gunning et al., 2005). Une 
production accrue de protéines coagulantes (hexamérines et lipophorines), capables de 
s’agréger autour de pathogènes et de toxines, a également été décrite chez des souches de 
Ephestia kuehniella et H. armigera résistantes à Cry1Ac (Rahman et al., 2004; Ma et al., 
2005; Rahman et al., 2007). Le rôle du système immunitaire est également soupçonné 
(Figure 46, étape VII). Ainsi, l’inhibition de peptides antimicrobiens, tels que les glovérines, 
peut entrainer une sensibilité accrue de larves de Lépidoptères au Bt (Kwon et Kim, 2007; 
Kwon et Kim, 2008; Hwang et Kim, 2011). 
Enfin, la modification du comportement alimentaire des larves peut 
potentiellement jouer un rôle dans la tolérance au Bt (Figure 46, étape I), même si cela n’a 
encore jamais été démontré (Stoops et Adler, 2006). De même, une acidification du pH 
intestinal des larves (Figure 46, étape II) pourrait affecter l’ensemble des toxines Cry en 
diminuant la solubilisation de leur cristal (Lacey, 2007) mais également en affectant les 
activités des enzymes intestinales (Karumbaiah et al., 2007), la conformation des toxines 
(Venugopal et al., 1992; Feng et Becktel, 1994) et la formation de pores dans la paroi 
intestinale (Tran et al., 2001; Fortier et al., 2005). Même si une altération du pH intestinal a 
été mesurée chez deux souches résistantes d’H. virescens (KCBhyb et YHD2-B), leur 
implication dans la résistance n’a pas été clairement démontrée (Karumbaiah et al., 2007). 
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En conclusion : 
Chaque étape du mode d’action des toxines Cry est susceptible de porter un ou 
plusieurs mécanismes de résistance, dont certains ont été décrits chez de 
nombreuses larves de Lépidoptères et de Coléoptères. Les forts niveaux de 
résistance aux toxines Cry s’expliquent généralement par des mutations au niveau 
des récepteurs membranaires tandis que l’altération des activités protéolytiques est le 
plus souvent impliquée dans des cas de résistance modérée à large spectre. 
 
III. Caractérisation de la résistance au Bti chez les moustiques 
Durant ce chapitre, je présenterai les différentes étapes, développées en amont et au 
cours de cette thèse au LECA, ayant permis la sélection de la résistance au Bti jusqu’à sa 
caractérisation par différentes approches globales puis ciblées sur certaines étapes et 
fonctions potentiellement impliquées dans la résistance (Figure 47). 





Figure 47. Plan schématique de la démarche expérimentale du chapitre II. La recherche des 
mécanismes de résistance au Bti chez la souche LiTOX a donné lieu à trois articles publiés sur des 
approches globales réalisées sur larves entières : deux par une approche génomique (Bonin et al., 
2008; Bonin et al., 2009) et une en transcriptomique (Paris et al., 2012). Un article ciblant les transcrits 
et protéines intestinaux a été publié dans BMC Genomics (Tetreau et al., 2012a). Enfin, l’article 
traitant de la caractérisation des activités protéolytiques des larves LiTOX et sensible est en 
préparation pour le Journal of Invertebrate Pathology (Tetreau et al., Soumis à JIP). 
A. Du choix du modèle à la sélection de la résistance 
1. Le moustique : un modèle de choix 
Afin d’étudier la résistance au Bti, nous avons choisi d’utiliser une espèce modèle de 
moustique : Aedes aegypti (Severson et al., 2004). Comme nous l’avons présenté en 
introduction, le moustique Ae. aegypti a un fort impact économique et sanitaire, étant vecteur 
de la dengue, de la fièvre jaune et du chikungunya (Tomori, 2004; Kyle et Harris, 2008; 
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Schwartz et Albert, 2010). Le moustique Ae. aegypti est largement présent dans 
l’hémisphère sud, dans des régions tropicales et équatoriales où sévit notamment la dengue 
(Figure 48). Il est très souvent rencontré en milieux urbains ou péri-urbains où la distribution 
des gîtes larvaires est souvent compatible avec l’utilisation du Bti comme moyen de lutte 
(Mulla et al., 2004; de Araujo et al., 2007; de Melo-Santos et al., 2009). 
 
Figure 48. Carte de répartition mondiale du moustique Aedes aegypti (bleu et rouge) ainsi que de la 
dengue (rouge). Adapté de (Malavige et al., 2004), source de la carte : http://www.cdc.gov 
Etant une des espèces d’arthropodes les plus étudiées, elle a fait l’objet de 
nombreuses études aboutissant à d’importantes ressources génétiques disponibles. Ainsi, 
son génome a été entièrement séquencé (Nene et al., 2007) et la séquence consensus est 
accessible gratuitement sur plusieurs bases de données (Vectorbase, NCBI, etc.) avec ceux 
d’autres espèces de moustiques tels que Anopheles gambiae ou Culex quinquefasciatus 
(Holt et al., 2002; Arensburger et al., 2010). 
Le moustique Ae. aegypti est également facile à élever en laboratoire, capable de 
réaliser un cycle complet en un mois et demi à deux mois, permettant d’atteindre jusqu’à 7 
générations de sélection par an. De plus, ses œufs peuvent être séchés et conservés 
pendant plusieurs mois, permettant de contrôler efficacement les mises en eau et le nombre 
de larves nécessaires. Les adultes et les larves sont maintenues en conditions 
standardisées à une température de 27°C, une hygrométrie de 70-80% et un cycle jour/nuit 
de 14h/10h. Les larves sont nourries avec de la nourriture pour lapin (foin compacté) et les 
adultes avec du miel (mâles et femelles). Les repas de sang sont réalisés à l’aide de souris 
une à deux fois par semaine. Lors de ma thèse, j’ai rédigé un manuel d’élevage de 
moustiques du genre Aedes en laboratoire qui centralise l’ensemble des informations et 
astuces issues de ma propre expérience et de celle de mes collègues afin de faciliter 
l’élevage de cette espèce et d’obtenir des données de qualité lors des expérimentations 
(Annexe II). 




2. Sélection de la résistance au Bti : la souche LiTOX 
a) Protocole de sélection avec la litière toxique 
Des moustiques de laboratoire appartenant à l’espèce Ae. aegypti, souche Bora-Bora 
sensible à tous les insecticides connus, ont été sélectionnés à l’aide de la litière végétale 
contenant des toxines de Bti (litière toxique). L’objectif de cette expérimentation est de savoir 
si la sélection de larves de moustiques à chaque génération avec du Bti sous sa forme 
persistante dans l’environnement peut entrainer une résistance. Cela permettra de 
caractériser les mécanismes de résistance développés par le moustique pour pouvoir, à plus 
long terme, détecter et prévenir leur apparition en milieu naturel. La caractérisation de la 
souche résistante, nommée LiTOX, ainsi que le protocole de sélection ont été décrits dans 
un article publié dans le journal Pest Management Science (Paris et al., 2011b) (Article III). 
 
Figure 49. Cycle de vie et sélection de la résistance de la souche LiTOX 
 A chaque sélection, environ 10.000 larves de stade 3 sont exposées à une litière 
finement broyée d’Aulne contenant des toxines rémanentes de Bti (Aul1) jusqu’à obtenir 
environ 70% de mortalité. Les larves survivantes sont remises dans de l’eau dépourvue 
d’agent sélectif jusqu’au stade nymphal et l’émergence des adultes. Les adultes sont mis en 
cages afin qu’ils se reproduisent, les œufs étant stockés dans l’attente d’une nouvelle 
génération de sélection ou d’expérimentations. 
b) Mesure de l’évolution de la résistance 
(1) Méthode de mesure de la résistance 
Afin de suivre l’évolution de la résistance de la souche LiTOX, des bioessais sont 
réalisés. Lors de ces tests toxicologiques, on compare la sensibilité à lalitière toxique (ou aux 
toxines du Bti) des larves de la souche résistante (LiTOX) à celle des larves de la souche 
sensible (souche parentale). Des lots de 20 larves sont déposés dans des gobelets 
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contenant 50 mL d’eau du robinet, tel que recommandé par l’OMS (OMS, 2005). Afin de 
comparer les deux souches, nous calculons les LC50, c’est-à-dire les concentrations 
d’insecticide nécessaires pour tuer 50% des individus (Figure 50). Pour cela, au moins six 
doses sont choisies pour induire entre 5% et 95% de mortalité chez chaque souche. Chaque 
dose est réalisée au moins en triplicat. Les données de mortalité sont ensuite analysées à 
l’aide du module ‘dose’ du logiciel XLSTAT v.2009.4.06 (Addinsoft). Le protocole suivi est 
détaillé dans l’Annexe II. 
 
Figure 50. Courbe sigmoïdale de la mortalité en fonction du logarithme décimal de la dose 
d’insecticide, caractéristique de données de bioessais, obtenue avec le module ‘Dose’ du logiciel 
XLSTAT. 
(2) Evolution de la résistance chez la souche LiTOX 
La résistance de la souche LiTOX a été mesurée au Bti ainsi qu’aux toxines testées 
séparément à la génération 18 ainsi qu’à la génération 30 (Paris et al., 2011b; Tetreau et al., 
2012a) (Figure 51). Les rapports de résistance (RR50) correspondent à la LC50 de la souche 
LiTOX divisée par la LC50 de la souche sensible. 





Figure 51. Rapports de résistance (RR50) de la souche LiTOX comparée à la souche sensible à la 
génération 18 (gris) et 30 (noir) pour les toxines Cry4Aa, Cry4Ba, Cry11Aa, Cyt1Aa, le Bti commercial 
(Vectobac WG) et la litière toxiques d’Aulne Aul1. Les toxines non testées à la génération 30 sont 
indiquées par « N.M. » (non mesuré). D’après des données issues de (Paris et al., 2011b; Tetreau et 
al., 2012a). 
A la génération 18, la résistance de la souche LiTOX à la litière toxique avait 
également été mesurée (3,4 fois). On remarque qu’elle était plus importante qu’au Bti (2 
fois). Cette différence est probablement due à la forte diminution dans la litière toxique de la 
quantité de toxine Cyt1Aa, connue pour être un puissant synergiste des toxines Cry 
(Fernandez-Luna et al., 2010b). Ce résultat est corroboré par une faible résistance à la 
toxine Cyt1Aa. Alors que la résistance reste globalement stable pour les toxines Cry4Ba et 
Cry11Aa entre la génération 18 et 30, on observe une augmentation de la résistance au Bti 
commercial (Vectobac WG) et à Cry4Aa. Ces résultats sont cohérents avec la persistance 
plus importante des toxines Cry4 dans la litière toxique mesurée à l’aide du test ELISA. Des 
anticorps spécifiques de chacune des toxines Cry4 permettraient de s’assurer que c’est 
effectivement la toxine Cry4Aa qui persiste plus longtemps que la toxine Cry4Ba, expliquant 
cette différence de résistance de la souche LiTOX vis à vis des deux toxines. 
En étudiant la cinétique d’émergence des adultes de la souche LiTOX à la génération 
18 , deux cohortes de femelles LiTOX ont été décrites : une cohorte (LiTOX « tardives », 
représentant environ 25% du total de femelles) émergeant 5 jours après les autres femelles 
de la souche LiTOX « normales » et celles de la souche sensible (Paris et al., 2011b). La 
résistance des deux cohortes à chacune des toxines Cry a été mesurée (Figure 52). 




Figure 52. Rapports de résistance (RR50) de la souche LiTOX normale (gris clair) et LiTOX tardive 
(gris foncé) comparées à la souche sensible à la génération 18 pour les toxines Cry4Aa, Cry4Ba et 
Cry11Aa. Les différences sont considérées comme significatives (*) lorsque les intervalles de 
confiance à 95% des rapports de résistance ne se chevauchent pas entre les deux cohortes. NS : Non 
significatif. Adapté de (Paris et al., 2011b). 
 Les deux cohortes présentent des niveaux de résistance identiques pour les toxines 
Cry4Ba et Cry11Aa tandis que la cohorte tardive n’est pas du tout résistante à la toxine 
Cry4Aa. Ces résultats semblent indiquer que la résistance est multigénique, impliquant au 
moins deux mécanismes différents, non partagés entre les toxines Cry4Ba & Cry11Aa et la 
toxine Cry4Aa. De plus, on remarque qu’un coût de la résistance (retard de 
développement) est porté par des femelles de la cohorte montrant le moins de résistances (2 
toxines contre 3 pour les LiTOX normales). Cela suppose que le(s) mécanisme(s) de 
résistance développé(s) par les LiTOX tardives sont plus coûteux et moins efficaces que 
ceux développés par les LiTOX normales, les LiTOX tardives étant probablement 
homozygotes à un allèle récessif pléiotrope12 pour le développement. Cela va dans le sens 
d’une sélection d’allèles ayant moins d’effets pléiotropes délétères au sein de la souche 
LiTOX, permettant une plus forte résistance avec un coût moins important sur leur valeur 
sélective. Ce phénomène a déjà été caractérisé chez de nombreuses espèces, notamment 
chez des souches de moustique Culex pipiens résistantes aux insecticides chimiques 
(Guillemaud et al., 1998; Labbe et al., 2009). Parce qu’il aurait été trop difficile et trop 
coûteux de réaliser toutes les expérimentations sur les deux cohortes, nous avons choisi de 
nous concentrer uniquement sur la cohorte au développement normal, présentant la 
résistance la plus importante à Cry4Aa. 
B. Etude de la résistance chez la souche LiTOX  
Pour étudier les bases génétiques d’une adaptation telle que l’apparition de 
résistance, deux approches différentes peuvent être envisagées, allant du phénotype au 
                                               
12 Un gène a un effet pléiotrope lorsqu’il détermine plusieurs caractères phénotypiques. 




génotype (« top-down ») ou du génotype au phénotype (« bottom-up ») (Wright et Gaut, 
2005; Ross-Ibarra et al., 2007; Tenaillon et Tiffin, 2008; Stapley et al., 2010). 
 La première approche est traditionnellement favorisée lorsque l’implication de 
certains gènes dans l’adaptation évolutive d’une espèce est suspectée (Tenaillon et Tiffin, 
2008). Elle est également appelée approche « gènes candidats ». Permettant une étude 
ciblée et détaillée d’un nombre restreint de gènes d’intérêt, elle a été largement utilisée dans 
l’étude de la résistance aux insecticides chimiques chez le moustique (Marcombe et al., 
2009; Riaz et al., 2009) ou aux toxines Cry chez les Lépidoptères (Zhu et al., 2000; Bel et al., 
2009) dont les modes d’action et les cibles sont bien caractérisés. Comme nous l’avons vu, 
le Bti est constitué de plusieurs toxines Cry et Cyt aux modes d’actions et aux cibles 
différents. La multiplicité des familles de gènes potentiellement impliqués dans la résistance 
au Bti chez la souche LiTOX limite donc l’application de cette approche. 
1. Etudier la résistance par des approches globales 
Les approches globales permettent d’étudier l’ensemble du génome, transcriptome 
et/ou protéome afin de chercher le ou les gène(s)/protéine(s) potentiellement impliqué(s) 
dans la résistance sans a priori. 
a) Etude de la résistance au niveau génomique 
(1) L’approche par « scans génomiques » 
Les scans génomiques permettent de comparer deux populations (e.g. résistante et 
sensible à un insecticide) et d’identifier des régions de leur génome qui subissent l’effet de la 
sélection naturelle. Lorsqu’une région du génome est soumise à la sélection naturelle, 
notamment une sélection directionnelle favorisant un gène particulier, on va observer une 
baisse de la variabilité nucléotidique dans ce gène mais également dans les régions 
flanquantes de ce gène. C’est ce que l’on appelle un balayage sélectif (Figure 53). 




Figure 53. Représentation théorique des variations du polymorphisme génétique en fonction de la 
distance au gène sous sélection directionnelle. Ainsi, le gène A possèdera une diversité allélique plus 
faible que le gène B ; le gène C possède une diversité allélique identique à celle attendue sans effet 
de la sélection naturelle (modèle neutre). Adapté de (Barrett et Schluter, 2008). 
 Les scans génomiques sont basées sur l’utilisation de marqueurs génétiques13 
répartis sur l’ensemble du génome permettant de repérer ceux qui possèdent une signature 
de sélection, c’est-à-dire dont le polymorphisme est anormalement plus faible par rapport à 
un locus non soumis à la sélection naturelle dans la souche sélectionnée. Ces marqueurs 
présentent une différenciation génétique (mesurée par le Fst, indice de différenciation entre 
deux populations) entre la souche sensible et la souche résistante significativement plus 
élevée que tous les autres marqueurs neutres. Ces marqueurs potentiellement soumis à la 
sélection sont appelés des marqueurs « outliers ». 
 Les scans génomiques ont été initialement développés et utilisés pour répondre aux 
questions de dynamique des populations. Dans ce contexte, les marqueurs 
microsatellites14 ont été largement utilisés, étant multialléliques et facilement utilisables en 
multiplex. Cependant, ils nécessitent une bonne connaissance du génome étudié pour être 
caractérisés et ne peuvent couvrir l’intégralité du génome. Etant peu abondants chez le 
moustique Ae. aegypti (Severson et al., 2004), ils ne sont donc pas adaptés à la recherche 
de gènes impliquées dans la résistance au Bti chez la souche LiTOX.  
 Dans notre contexte, il est préférable d’utiliser des marqueurs multiloci générés par 
des techniques telles que la technique AFLP (Amplified Fragment Lenght Polymorphism) 
(Vos et al., 1995). Elle permet de générer rapidement et à moindre coût un nombre important 
de marqueurs répartis sur l’ensemble du génome, sans connaissance préalable de ce 
génome. L’étude de la résistance de la souche LiTOX (génération 18) à l’aide de cette 
approche a été réalisée par Margot Pâris lors de sa thèse (2006 - 2009) (Paris et Despres, 
                                               
13 Un marqueur génétique est une séquence polymorphe d'ADN facilement détectable. 
14 Un microsatellite est une répétition en tandem d'un motif court (quelques nucléotides). C’est le 
nombre de répétitions du motif qui détermine la variabilité d’un microsatellite à un locus donné. 




2012). L’inconvénient majeur de cette approche réside dans la difficulté d’isoler et de 
séquencer les marqueurs « outliers », détectés à l’aide de méthodes d’analyses spécifiques 
des marqueurs dominants et bialléliques (Beaumont et Nichols, 1996; Foll et Gaggiotti, 
2008). Leur séquençage nécessite par exemple l’utilisation de technologies de type 
pyroséquençage haut-débit 454 (Roche) très coûteuses afin de pouvoir les replacer sur le 
génome d’Ae. aegypti et de rechercher des gènes candidats à analyser (Paris et Despres, 
2012). 
 La technique DArT (Diversity Array Technology) est une alternative intéressante, 
permettant de coupler la technique AFLP à un isolement et une détection des marqueurs par 
puce à ADN (« microarray ») (Jaccoud et al., 2001) (Figure 54). Cela facilite la détection des 
marqueurs « outliers » et diminue les coûts liés à leur séquençage. 
 
Figure 54. Etapes nécessaires à la réalisation de la technique DArT pour détecter les marqueurs sous sélection. 
Adapté de (Jaccoud et al., 2001; Bonin et al., 2008). 
Initialement développée pour l’étude des phénomènes adaptatifs chez les végétaux 
(Jaccoud et al., 2001; Wenzl et al., 2004; Wenzl et al., 2006), la technique DArT a été 
appliquée à la souche LiTOX (génération 18) par Aurélie Bonin lors de son post-doctorat 
(Bonin et al., 2008) (Article I). Lors de mon travail de Master II, j’ai réalisé l’analyse des 
gènes candidats détectés, valorisée par une publication lors de ma première année de thèse 
(Bonin et al., 2009) (Article II). Ces deux articles ont été publiés dans la revue BMC 
Genomics. 
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La technique DArT se décompose en deux grandes étapes (Figure 54). La première consiste 
à préparer la puce à ADN. Pour cela, on mélange les ADN génomiques des deux souches à 
comparer (ici LiTOX et sensible) puis on les digère à l’aide d’enzymes de restrictions. Des 
adaptateurs, aux séquences complémentaires des sites de coupure, sont fixés et des 
amorces spécifiques des adaptateurs sont utilisées pour amplifier ces fragments 
génomiques. L’originalité de la technique DArT adaptée au moustique est de cibler des 
éléments transposables (ici de type MITE) pour l’ancrage de la deuxième amorce (Bonin et 
al., 2008). Les éléments transposables sont des séquences d'ADN capables de se dupliquer 
et de se déplacer de manière autonome dans un génome et ont déjà été impliqués dans des 
cas d’adaptation rapide, notamment dans des cas de résistance aux insecticides chez le 
moustique (Darboux et al., 2007; Yang et al., 2007). Chaque marqueur ainsi amplifié par 
PCR est ensuite isolé par clonage et fixé dans un puits d’une puce à ADN. La seconde étape 
consiste à marquer les génomes des deux souches avec des fluorophores différents (e.g. 
marqueur Cy3 pour la souche résistante et Cy5 pour la souche sensible). Ces fluorophores 
absorbant et émettant à des longueurs d’ondes distinctes, il est possible de les utiliser 
simultanément sans interférence pour mesurer des différences d’abondance de fragments 
marqués entre les deux souches (Figure 55). 
 
Figure 55. Structure moléculaire et spectres d'absorption (lignes pleines) et d'émission (lignes 
pointillées) des fluorophores Cy3 (vert) et Cy5 (rouge). Le nombre inscrit dans les structures 
moléculaires indique le nombre d’atomes de carbone dans la chaîne centrale. Adapté de : (Lee, 
2009). 
La présence/absence de chacun des marqueurs est ensuite codée en binaire pour chacune 
des souches et seuls les marqueurs polymorphes (i.e. présents chez au moins 2% des 
individus d’une souche et au plus 98% des individus de l’autre souche) sont considérés. Les 
50 marqueurs pour lesquels les Fst sont les plus élevés ont été séquencés pour pouvoir être 
replacés sur le génome d’Ae. aegypti. 




Une fois les marqueurs « outliers » replacés sur le génome, les gènes adjacents et 
potentiellement impliqués dans la résistance de la souche LiTOX ont été recherchés. Deux 
gènes candidats ont ainsi été analysés : une cadhérine (CAD AAEL001196, localisée à 
environ 100.000 paires de bases des marqueurs outliers DArT_467 et DArT_298) et une 
leucine-aminopeptidase (LAP AAEL001649, localisée à plus de 900.000 pb du marqueur 
outlier DArT_102). Ces gènes ont été séquencés chez une dizaine d’individus sensibles et 
résistants et leur expression a également été mesurée par RT-qPCR. Aucune mutation 
diagnostique15 n’a été décelée et seulement une faible diminution de leur expression a été 
mesurée chez la souche résistante (CAD, 2,17 fois ; LAP, 1,68 fois). L’utilisation de tests de 
neutralité16 a permis de déterminer que la cadhérine est sous sélection directionnelle, 
indiquant que la sélection agit sur ce gène mais qu’aucun allèle n’est encore fixé (Bonin et 
al., 2009). 
L’inconvénient de ces approches (AFLP, DArT) est d’utiliser des marqueurs neutres, 
non localisés dans les gènes. La majorité des 17.346 gènes décrits sur le génome d’Ae. 
aegypti ont été annotés automatiquement, avec de nombreuses erreurs d’annotation, et plus 
de 44% sont annotés en tant que « protéines hypothétiques ». Ainsi, l’annotation lacunaire 
du génome d’Ae. aegypti induit un biais non négligeable lors de la recherche de gènes 
candidats, expliquant notamment les distances importantes entre nos marqueurs et les 
gènes candidats analysés. Certains gènes n’étant pas ou mal annotés, on peut ainsi 
aisément passer à côté du gène réellement sous sélection. 
(2) L’approche QTL 
L’approche QTL (Quantitative Trait Loci) est une autre méthode permettant de 
caractériser des adaptations multigéniques en étudiant le degré d’association entre des 
marqueurs moléculaires (e.g. des SNPs17) répartis sur l’ensemble du génome et un trait 
phénotypique quantitatif associé (e.g. temps mis par une larve pour mourir à une dose 
donnée de Bti) (Heckel et al., 1999; Morin et al., 2003; Coates et al., 2011). Cette approche 
présente l’avantage de générer une cartographie physique de l’emplacement des marqueurs 
et de relier directement chaque génotype au phénotype de résistance. L’inconvénient majeur 
reste cependant la lourdeur de la démarche expérimentale. En effet, cette technique 
nécessite de réaliser de nombreux croisements entre les lignées pures différenciées selon le 
                                               
15 On parle de mutation diagnostique lorsqu’un allèle est toujours présent chez une souche et toujours 
absent chez une autre souche de la même espèce. 
16 Les tests de neutralité sélective comparent la variabilité nucléotidique observée sur un gène avec 
celle attendue en l’absence de sélection. Cela permet de déterminer si il y a action de la sélection et si 
oui, quel type de sélection (directionnelle, balancée, purificatrice) agit. 
17 Les SNPs (Single-Nucleotide Polymorphism) sont des variations d’une seule paire de bases à un 
locus donné dans le génome. 
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trait phénotypique étudié (e.g. résistance au Bti) et requiert également de posséder des 
données phénotypiques au niveau individuel pour pouvoir ensuite les relier à leur génotype. 
Cette approche étant très longue, elle n’a pas été envisagée dans le cadre de ma 
thèse mais a été réalisée par Aurélie Bonin (Post-doctorante), assistée d’Erica Bianco 
(stagiaire Master). La cartographie et les résultats sont en cours d’analyse et permettront 
dans l’idéal de croiser toutes les données obtenues lors des autres approches réalisées afin 
de faire ressortir les gènes candidats fortement susceptibles d’être impliqués dans la 
résistance au Bti chez la souche LiTOX. 
b) Etude de la résistance par transcriptomique 
Le développement des nouvelles technologies de séquençage a récemment permis 
d’accéder à l’expression de la quasi-totalité des gènes exprimés par les individus d’une 
espèce, là où les méthodes conventionnelles (e.g. PCR quantitatives) ne permettaient de 
cibler que certains gènes ou catégories de gènes. Ainsi, la technique DGETP (Digital Gene 
Expression Tag Profiling) a été appliquée pour étudier la résistance chez des larves de la 
souche LiTOX comparée à la souche sensible (Figure 56) (Paris et al., 2012) (Article IV).  
 
Figure 56. Etapes nécessaire à la réalisation de la technique DGETP. Les ARNs sont extraits à partir 
de larves entières issues de la souche LiTOX et sensible. Les ARN messagers sont ensuite 
rétrotrancrits en ADNc pour être clivés par l’enzyme de restriction DpnII. Après différentes étapes de 
fixation d’adaptateurs spécifiques, clivage par une enzyme de restriction MmeI puis amplification des 
fragments de 20 paires de bases générés. Pour plus de détails sur l’étape de construction de la 
librairie d’ADN complémentaires, voir la figure supplémentaire 4 de (David et al., 2010). Dans le cas 
présenté sur la figure, le gène 1 présente plus de tags chez la souche résistante que chez la souche 
sensible, indiquant une surexpression de ce gène alors que c’est le contraire pour le gène 2. Adapté 
de (Paris et al., 2012).  




Cette approche a permis de générer plus de 6 millions de fragments de cDNA 
(« tags ») de 20 pb, replacés ensuite sur plus de 6.000 gènes décrits chez Ae. aegypti, dont 
86 présentaient des différences d’expression de plus de 4 fois entre les deux souches (Paris 
et al., 2012). Parmi eux, certains gènes candidats tels que des protéases à sérine, des 
phosphatases alcalines et des alpha-amylases étaient représentés. Cependant, cette 
expérimentation a été réalisée sur des larves entières alors que le mode d’action du Bti se 
déroule essentiellement au niveau de l’intestin. Ainsi, il est difficile de déterminer si la 
variation au niveau de la larve entière de l’expression de gènes codant par exemple pour des 
récepteurs membranaires reflète bien une variation similaire au niveau de l’intestin. Il peut 
exister des phénomènes de compensation au sein de l’organisme qui peuvent limiter la 
détection des mécanismes de résistances proximaux, i.e. qui opèrent au niveau de l’intestin 
des larves. 
Cette approche nécessite donc d’être affinée et complétée par des approches 
centrées sur le tissu majoritairement impliqué dans le mode d’action des toxines du Bti : 
l’intestin des larves. De plus, devant la difficulté à conclure sur l’implication des gènes 
différentiellement transcrits entre la souche LiTOX et la souche sensible parentale, nous 
avons choisi de coupler deux approches différentes mais complémentaires (e.g. 
transcriptomique et protéomique) pour tenter de faire ressortir des gènes candidats 
fortement susceptible d’être impliqués dans la résistance au Bti chez la souche LiTOX. 
c) Approches transcriptomique/protéomique sur intestins 
de larves de moustiques 
L’étude de l’expression des gènes et des protéines intestinales a été réalisée en 
collaboration avec deux laboratoires. L’analyse des transcrits a été réalisée à l’aide de la 
technique des puces à ADN (collaboration avec la Liverpool School of Tropical Medecine, 
Angleterre). Parallèlement, j’ai personnellement initié la collaboration avec Pr. Michael 
Adang qui m’a permis de faire un séjour de deux mois au sein de son laboratoire (Université 
de Georgie, Athens, Etats-Unis) afin de réaliser la technique DIGE (Differential In Gel 
Electrophoresis) sur les protéines intestinales de larves de la souche LiTOX. L’ensemble de 
ces travaux a donné lieu à un article publié dans la revue BMC Genomics (Article V) 
(Tetreau et al., 2012a). 
 
(1) Matériel et méthodes 
La démarche expérimentale suivie ainsi que les différentes étapes inhérentes à 
chacune des deux techniques sont représentées dans la Figure 57. 




Figure 57. Protocole illustré des approches transcriptomique (réalisée à la LSTM de Liverpool, 
Angleterre) et protéomique (réalisée au laboratoire de Michael Adang de l’Université de Georgie, 
Etats-Unis) appliquées à des extraits d’intestins de larves de moustiques.  
(a) Description et extraction des intestins de 
moustiques 
 
Figure 58. Représentation schématique (haut) et photographie (bas) de l'appareil digestif d'une larve 
de moustique Aedes aegypti. SG, glandes salivaires ; CR, cardia ; GC, cæca gastriques ; AMG, 
intestin moyen antérieur (anterior midgut) ; PMG, intestin moyen inférieur (posterior midgut) ; MT, 
tubes de Malpighi ; RG, rectum. Source de la figure : (Okech et al., 2008). Auteur de la photographie : 
Dr Tom Clark, source : http://www.wagner.edu/faculty/horst.onken/sites/wagner.edu.faculty. 
horst.onken/files/images/Intestine.jpg  




Le système digestif des larves de moustiques est constitué de cæca gastriques, d’un 
intestin moyen, de tubes de Malpighi et d’un rectum (Figure 58). Le pH est alcalin tout le long 
du système digestif, avec des valeurs de 7,6 à 8,5 dans les cæca gastriques, de 9,7 à 10,1 
(maximum à 11) dans la partie antérieure de l’intestin moyen, 10,1 à 9,3 vers son milieu 
(zone de transition) pour redescendre jusqu’à 7,0 dans sa partie postérieure ; le pH se 
stabilise ensuite vers des valeurs entre 6,5 et 7,5 au niveau des tubes de Malpighi 
(Clements, 1992; Boudko et al., 2001; Okech et al., 2008).  
L’intestin moyen étant la cible privilégiée des toxines de Bti (Singh et al., 1986; 
Lacey, 2007), nous avons donc sélectionné cette partie en sectionnant l’appareil digestif 
après les cæca gastriques et avant les tubes de Malpighi après dissection. Les intestins 
moyens ont été extraits de larves de stade 4 de la souche LiTOX (phénotype normal, 
génération 30) et de la souche parentale sensible Bora-Bora. Pour les microarrays, 150 
intestins ont été extraits pour chacun des trois réplicats biologiques de chacune des deux 
souches. Pour la protéomique, 1500 intestins ont été extraits pour chacun des deux réplicats 
biologiques de chaque souche. 
(b) Protocole d’analyse par transcriptomique 
Les intestins ont été disséqués puis conservés à 4°C dans du RNAlater® (Ambion) 
pour éviter que les ARN messagers ne se dégradent avant l’extraction. Les ARN ont ensuite 
été extraits à l’aide du kit RNAqueous®-4PCR (Ambion) puis traités à la DNAse I (Ambion) 
afin d’éliminer les traces d’ADN génomique résiduelles. Les ARN messagers provenant des 
deux souches ont été amplifiés avec une ARN polymérase T7 et marqués avec deux 
fluorophores cyanines différents (Cy3 et Cy5) à l’aide du kit Low Input Quick Amp Labeling, 
two-color (Agilent) puis purifiés à l’aide du kit Absolutely RNA® Nanoprep (Stratagene). 
Toutes les préparations ont été réalisées en suivant le protocole fourni par les fabricants. La 
qualité et la quantité d’ARNs ont été vérifiées à l’aide d’un spectrophotomètre Nanodrop et 
d’un Bioanalyzer (Agilent). 
Les ARNm marqués ont été hybridés sur la puce à ADN 15K Agilent ‘Aedes detox 
chip plus’ (numéro d’accession ArrayExpress : A-MEXP-1966), contenant huit puces 
répliquées constituées de sondes de 60 bases représentant plus de 14.000 transcrits 
différents d’Ae. aegypti et plusieurs sondes contrôles. Pour chacun des trois réplicats 
biologiques, deux hybridations ont été réalisées en intervertissant les fluorophores entre les 
échantillons pour un total de 6 hybridations (dye swap). Cela permet de s’assurer que les 
différences observées ne sont pas liées à la fixation d’un fluorophore particulier mais bien 
une différence d’expression du gène entre les deux souches. 
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Les données ont été analysées à l’aide du logiciel GeneSpring GX v9.0 (Agilent). 
Seuls les transcrits détectés dans au moins 5 des 6 hybridations ont été considérés pour les 
analyses. Les gènes plus de 3-fois différentiellement transcrits entre les deux souches et 
avec des p-valeurs <0,01 ont été considérés pour l’analyse fonctionnelle. Les p-valeurs ont 
été corrigées selon la méthode de Benjamini et Hochberg (1995), adaptée aux tests 
multiples. Les gènes détectés par la puce à ADN ont été classés dans 13 catégories basées 
sur leurs fonctions biologiques. Lorsqu’aucune fonction n’était attribuée, une recherche 
BLASTP sur la base de données Genbank a été réalisée mais les résultats n’ont pas été 
utilisés pour l’analyse fonctionnelle. 
 Pour valider les niveaux d’expression obtenus avec les puces à ADN, quinze gènes 
ont également été testés à l’aide d’une RT-qPCR (Reverse Transcription and real-time 
quantitative PCR) en utilisant comme fluorophore le SYBR green. Le SYBR green se fixe de 
manière non spécifique à l’ADN double brin, absorbe à une longueur d’onde de 497 nm pour 
réémettre à 520 nm. On peut ainsi suivre à chaque cycle PCR la quantité d’ADN présent 
dans l’échantillon, permettant une détection du signal dès la sortie du bruit de fond 
contrairement aux PCR « classiques » dont l’analyse n’est possible qu’à la fin des 35-40 
cycles (Figure 59). Ainsi, pour un gène donné, la différence de signal entre les échantillons 
(nombre de cycles nécessaire à la détection du signal : « Cycle threshold » ou Ct) permet de 
quantifier précisément la différence de quantité initiale de l’ARN messager correspondant 
(expression du gène) (Figure 59). 
 
Figure 59. Quantité d'ADN double brin en fonction du nombre de cycles PCR pour la souche 
résistante (rouge) et la souche sensible (vert). Pour chaque souche, quatre réplicats techniques 
(quatre tracés de la même couleur) ont été réalisés. La ligne en violet marque la limite du bruit de 
fond. Dans le cas présent, le gène est sous-exprimé chez la souche résistante. 




 Pour chaque gène et pour chaque réplicat de chacune des deux souches, les Ct sont 
calculés à l’aide du logiciel iQ5 (Biorad). Pour calculer les différences d’expression entre les 
deux souches, il est nécessaire de normaliser les valeurs de Ct par rapport à des gènes 
domestiques dont l’expression ne varie pas entre les deux souches testées. Ainsi, deux 
gènes codants pour les protéines ribosomales RPL8 et RPS7 ont également été testés en 
RT-qPCR. Les différences d’expression de chaque gène candidat entre les deux souches 
sont calculées selon la méthode des ΔΔCt (Pfaffl, 2001), qui prend en compte la différence 
de Ct pour un gène entre les deux souches pondérée par les différences de Ct calculées 
pour les deux gènes domestiques. 
La validation en RT-qPCR est réalisée en utilisant les mêmes ARN que ceux utilisés 
en microarrays. Les ARN sont rétrotranscrits en ADN complémentaires (ADNc) à l’aide d’une 
transcriptase inverse SuperScript III (Invitrogen). Les amorces pour la qPCR ont été choisies 
à l’aide du logiciel Beacon Designer v.5.10 (Premier Biosoft International) à partir des 
séquences des transcrits obtenues à partir de la base de données Vectorbase (Article V, 
Tableau S7). Leur spécificité a été validée par une recherche BLAST sur le génome d’Ae. 
aegypti et en réalisant une melt curve après les cycles de PCR, permettant de vérifier que la 
température de fusion du produit PCR obtenu correspond à celle attendue. 
(c) Protocole d’analyse par protéomique 
Les intestins d’insectes ont la particularité de former spontanément des vésicules, 
permettant de conserver l’intégrité des protéines membranaires et d’en faciliter leur analyse. 
Ces structures sont appelées des BBMV (Brush Border Membrane Vesicles) (Figure 60).  
 
Figure 60. Vésicules de membranes intestinales (BBMV) réalisées à partir d'intestins de moustiques 
Ae. aegypti. Les faces de l'intestin exposées vers l'hémolymphe (H) et vers la lumière intestinale (LI) 
sont indiquées par des flèches. Adapté de (Abdul-Rauf et Ellar, 1999). 
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 Les intestins de chaque souche ont été extraits puis disposés dans du tampon MET 
(300 mM Mannitol, 5 mM EGTA, 17 mM TrisHCl, pH 7,5) avec le cocktail d’inhibiteurs de 
protéases Complete© (Roche) et conservés à -80°C jusqu’à leur utilisation. 500 µg 
d’intestins sont homogénéisés à l’aide d’un piston à 4°C et les BBMV sont préparés selon la 
méthode de précipitation au magnésium décrite par Abdul-Rauf et Ellar (1999). La 
concentration en protéines est calculée à l’aide d’un test de Bradford en utilisant une gamme 
de BSA comme standard (Bradford, 1976). La qualité des BBMV est estimée en calculant 
l’enrichissement en enzymes caractéristiques des membranes intestinales : les 
phosphatases alcalines (ALP) et les aminopeptidases (APN). Les activités enzymatiques des 
ALP et APN ont été calculées en utilisant le 4-nitrophenyl phosphate disodium et le L-
leucine-p-nitroanilide comme substrats respectivement (Terra et Ferreira, 1994; Hernandez-
Martinez et al., 2010). L’enrichissement est calculé en divisant leurs activités dans les BBMV 
par leurs activités dans l’homogénat d’intestins initial (Tableau 8). 
Tableau 8. Enrichissement en aminopeptidases et en phosphatases alcalines dans les préparations 
de BBMV par rapport aux homogénats d’intestin initiaux. Les enrichissements sont indiqués pour 
chacun des deux réplicats biologiques pour chaque souche. 
Souche Réplicat biologique Enrichissement en APN  Enrichissement en ALP 
Sensible Premier  4,4 fois 6,1 fois 
  Second 5,3 fois 1,6 fois 
LiTOX Premier  5,0 fois 7,1 fois 
  Second 4,8 fois 3,2 fois 
 
 150 µg de protéines de BBMV de chaque souche ont été purifiées à l’aide du kit 2D-
clean-up (Amersham Bioscience) et ont été utilisées pour réaliser un gel d’électrophorèse en 
2-dimensions permettant de séparer les protéines en fonction leur taille (en kDa) et de leur 
point isoélectrique18. Pour mesurer l’abondance relative entre les deux souches de chacune 
des protéines présentes dans les BBMV, nous utilisons la technique DIGE (Differential In Gel 
Electrophoresis) (Unlu et al., 1997; Jurat-Fuentes et Adang, 2007). Cette technique permet 
de faire migrer simultanément des protéines issues des deux souches préalablement 
marquées avec les fluorophores Cy3 ou Cy5. Un troisième fluorophore (Cy2) est utilisé sur 
un pool de BBMV des deux souches en proportions équivalentes afin de normaliser les 
expressions entre les différents gels réalisés (Figure 61). De même que pour les puces à 
ADN, les BBMV des deux souches sont marquées alternativement avec les fluorophores 
Cy3 et Cy5 (dye swap) pour éviter une potentielle influence des fluorophores sur les 
différences observées.  
                                               
18 Le point isoélectrique (pI) d’une protéine est le pH pour lequel sa charge globale est nulle. 





Figure 61. Gels 2D des protéines BBMV issues de la souche LiTOX marquée au fluorophore Cy3, 
sensible à Cy5 et le pool à Cy2, révélés séparément ou en combinaison. Les échantillons sont mis à 
migrer sur des bandes de gels de 18cm au pH de 4 à 7. 
 Le marquage a été réalisé grâce au kit de CyDye minimal labeling (GE Healthcare). 
La première dimension de migration des protéines a été réalisée dans un système Multiphor-
II flatbed (GE Healthcare) et la seconde dimension dans un système d’électrophorèse 
vertical Ettan DALTsix (GE Healthcare). Le protocole ainsi que les produits utilisés sont 
détaillés en Annexe III.  
 Les gels ont été numérisés à l’aide d’un Typhoon 9400 imager (GE Healthcare) et les 
images analysées à l’aide du logiciel Decyder v7.0 (GE Healthcare). Seuls les spots de 
protéines présentant des différences d’expression supérieures à 1,5-fois entre les deux 
souches ont été considérés pour les analyses ultérieures. 29 spots ont été excisés du 
premier réplicat biologique et 35 du deuxième, dont 8 communs entre les deux réplicats pour 
valider l’efficacité de l’identification réalisée par Maldi ToF/ToF19. L’identification des 
protéines excisées est réalisée en comparant les profils MS/MS obtenus avec des bases de 
données locales d’Ae. aegypti, ou d’autres diptères quand aucune identification n’était 
trouvée chez ce moustique. 
                                               
19 Un instrument de type MALDI-TOF est un spectromètre de masse couplant une source d'ionisation 
laser assistée par une matrice (MALDI, Matrix-Assisted Laser Desorption/Ionisation) et un analyseur 
de temps de vol (TOF, time-of-flight mass spectrometry). 
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(2) Résultats des analyses globales 
(a) Analyse par transcriptomique 
3512 transcrits issus d’intestins larvaires ont été détectés dans au moins 5 
hybridations sur les 6 réalisées (Article V, Tableau S1). Ce relativement faible nombre de 
transcrits détectés (environ 25%) est probablement dû au faible niveau d’expression de 
certains gènes dans l’intestin, entrainant leur non-détection par la technique de microarrays. 
Cependant, les gènes conférant une résistance au Bti étant probablement suffisamment 
exprimés au niveau de l’intestin, se focaliser sur ce tissu plutôt que sur les larves entières 
permet de réduire considérablement la liste de gènes candidats, en n’étudiant que les 
gènes susceptibles d’être directement impliqués dans la résistance et non ceux 
indirectement affectés par la dérive génétique (liée au processus de sélection) ou par des 
mécanismes compensatoires (liés au coût de la résistance) (Paris et al., 2011a). 
46 et 24 gènes sont respectivement significativement sous- et sur-transcrit chez la 
souche LiTOX par rapport à la souche sensible (≥ 3-fois et P-valeurs corrigée < 0,01) (Article 
V, Tableau S2). La distribution des rapports de transcription est bien équilibrée entre les 
gènes sur- et sous-exprimés avec des valeurs allant de -20,9 fois à 18,9 fois (Figure 62A). 
La validation des profils de transcription de quinze gènes par RT-qPCR a montré une bonne 
correspondance entre les deux techniques, témoignant de la fiabilité des données issues des 
analyses par microarray (Figure 62B). 
 
Figure 62. A. Volcano plot des p-valeurs corrigées (Benjamini Hochberg) en fonction des rapports de 
transcriptions obtenus en microarray. Les seuils de significativité sont indiqués par des lignes en 
pointillés. Les transcrits significativement différentiellement transcrits entre les deux souches sont 
indiqués en rouge. B. Rapports de transcription obtenus en RT-qPCR en fonction de ceux obtenus en 
microarray pour les quinze gènes étudiés. La nomenclature ainsi que les numéros d’accession des 
gènes validés est indiquée dans le tableau S7 de l’article V. 




 Les gènes différentiellement transcrits ont été analysés en fonction de leur fonction 
biologique en les classant dans 13 catégories différentes (Figure 63). 
 
Figure 63. Analyse fonctionnelle de l’ensemble des gènes détectés (A) et des gènes sous- (B) et 
surexprimés (C) chez la souche LiTOX comparé à la souche sensible. Les gènes sont classés en 13 
différentes catégories. La catégorie « récepteurs » rassemble des récepteurs protéiques et non des 
récepteurs spécifiques des toxines du Bti. 
 Les gènes aux fonctions inconnues représentent 34% de la totalité des gènes 
détectés alors que les gènes assignés à aucune catégorie (autres fonctions) en représentent 
17% (Figure 63A). Les enzymes sont nettement sur-représentées parmi les gènes sous- et 
sur-transcrits (respectivement 55% et 60%) par rapport à l’ensemble des gènes détectés 
(30%). Les protéases sont représentées de manière équivalente entre les gènes sous- et 
sur-transcrits alors que l’on observe plus de gènes codant pour des enzymes de détoxication 
sous- (7 gènes) que sur-transcrits (Figure 63B,C). Les transaminases, seulement 
représentées par 11 gènes dans le génome d’Ae. aegypti, sont sur-représentées parmi 
l’ensemble des gène différentiellement transcrits alors que les déshydrogénases sont 
uniquement sur-représentées parmi les gènes sur-transcrits chez la souche LiTOX (23% 
comparé à 10% pour la totalité des gènes détectés). 
(b) Analyse globale par protéomique 
Aucun effet des fluorophores n’a été décelé entre les réplicats techniques (Article V, 
Figure S4). La localisation des spots est reproductible entre les réplicats biologiques, même 
si l’intensité du signal est plus forte sur le second gel, permettant de détecter des spots 
supplémentaires différentiellement abondants entre les deux souches (Article V, Figure S4). 
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Au total, 56 spots ont été analysés (Figure 64), permettant d’identifier 35 protéines 
différentes (Article V, Tableau S5).  
 
Figure 64. Gel 2D-DIGE (gauche) et le gel 2D correspondant coloré au deep purple (droite), utilisé 
pour l’excision des spots, réalisés à partir de BBMV de la souche LiTOX et de la souche sensible. En 
DIGE, les spots apparaissant en jaune traduisent une abondance équivalente de la protéine 
correspondante chez les deux souches, ceux en rouge sont uniquement présents dans les BBMV de 
la souche sensible marquée avec le fluorophore Cy5 et ceux en vert chez la souche LiTOX marquée 
avec Cy3. L’axe des abscisses montre les valeurs des points isoélectriques des protéines (allant de 4 
à 7) et l’axe des ordonnées la masse moléculaire en kilodaltons (kDa). Les 56 spots excisés à partir 
du premier et du deuxième gel, correspondants aux deux réplicats biologiques, sont notés sur le gel 
de droite. 
 L’analyse en spectrométrie de masse a donné les mêmes identifications entre les 
deux réplicats biologiques pour les spots 2, 8, 20, 21 et 24 qui avaient de fort Mascot scores  
(de 110 à 249) alors que les spots 14, 42 et 49, avec des Mascot scores inférieurs à 100, ont 
été assignés à des protéines différentes (Article V, Tableau S5). De ce fait, aucune des 
protéines avec de faibles Mascot scores n’ont été considérées pour les analyses ultérieures. 
La liste des protéines avec les plus forts Mascot scores est donnée dans le Tableau 9. 
Différents spots ont été identifiés comme étant la même protéine pour 10 différentes 
protéines, avec un maximum de six spots différents pour la protéine AAEL005798 (V-ATP 
synthase sous-unité bêta). La présence de plusieurs spots pour une même protéine reflète 
très probablement la présence de modifications post-traductionnelles (glycosylation, 
phosphorylation, etc.) qui induisent de sensibles modifications de taille et/ou de charge, 
provoquant un décalage dans la migration de la protéine. 
(c) Recherche de domaines GPI 
Comme nous l’avons vu, certaines enzymes telles que les phosphatases alcalines ou 
les aminopeptidases N peuvent servir de récepteur et s’ancrent dans la membrane 
intestinale à l’aide de motifs GPI (Glycosyl Phosphatidyl Inositol). Pour détecter leur 




présence dans les gènes et protéines différentiellement exprimés, nous avons utilisé quatre 
logiciels de détection de domaines GPI : big-PI Predictor v.3.0 
(http://mendel.imp.ac.at/gpi/gpi_server.html) (Eisenhaber et al., 2000), PredGPI 
(http://gpcr.biocomp.unibo.it/predgpi/pred.htm) (Pierleoni et al., 2008), FragAnchor 
(http://navet.ics.hawaii.edu/~fraganchor/NNHMM/NNHMM.html) (Poisson et al., 2007) et 
GPI-SOM (http://gpi.unibe.ch/) (Fankhauser et Maser, 2005).  
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Tableau 9. Identification des 31 spots excisés ayant les Mascot scores les plus élevés. Les protéines 
sont classées en fonction de leur fonction biologique avec les mêmes 13 classes que pour les 
données transcriptomiques. Quand plusieurs spots différents désignent la même protéine, des lettres 




















Protéases        
2 - 1,88 AAEL015386_a 249 dipeptidyl-peptidase 4,91 84,9 42 Ae, aegypti 
3 - 2,77 AAEL015386_b 149 dipeptidyl-peptidase 4,91 84,9 22 Ae, aegypti 
4 + 1,81 AAEL012774_a 237 protéase m1 zinc metalloprotéase 4,81 102,5 41 Ae, aegypti 
5 + 2,34 AAEL012774_b 162 protéase m1 zinc metalloprotéase 4,81 86,7 42 Ae, aegypti 
20 + 1,81 AAEL012776_a 135 protéase m1 zinc metalloprotéase 5,19 103,3 30 Ae, aegypti 
21 - 2,74 AAEL012776_b 146 protéase m1 zinc metalloprotéase 5,19 103,3 27 Ae, aegypti 
19 - 3,81 AAEL012776_c 136 protéase m1 zinc metalloprotéase 5,19 103,3 22 Ae, aegypti 
Enzymes de détoxication       
45 + 3,01 CPIJ019700 119 cytochrome P450 7,6 58,4 41 C, quinquefasciatus 
Kinases/Phosphatases       
22 - 1,58 AAEL003313 62 phosphatase alcaline 5,46 61,0 23 Ae, aegypti 
24 - 1,92 AAEL003298_a 186 phosphatase alcaline 5,28 58,8 39 Ae, aegypti 
25 - 1,16 AAEL003298_b 194 phosphatase alcaline 5,23 58,3 39 Ae, aegypti 
Autres enzymes       
6 + 1,78 AAEL010532 146 alpha-amylase 4,82 68,9 37 Ae, aegypti 
13 - 1,27 AAEL004580 129 beta-galactosidase 4,87 74,1 34 Ae, aegypti 
11 - 2,06 AAEL002827_a 61 ATP synthase sous-unité beta 5,03 53,9 32 Ae, aegypti 
23 - 2,29 AAEL002827_b 152 ATP synthase sous-unité beta 5,03 53,9 55 Ae, aegypti 
16 - 2,06 AAEL008787_a 162 V-ATP synthase sous-unité alpha 5,26 68,5 31 Ae, aegypti 
17 - 2,19 AAEL008787_b 231 V-ATP synthase sous-unité alpha 5,26 68,5 42 Ae, aegypti 
18 - 1,82 AAEL008787_c 132 V-ATP synthase sous-unité alpha 5,26 68,5 30 Ae, aegypti 
27 - 1,51 AAEL005798_a 200 V-ATP synthase sous-unité beta 5,31 54,8 49 Ae, aegypti 
28 - 1,69 AAEL005798_b 177 V-ATP synthase sous-unité beta 5,31 54,8 44 Ae, aegypti 
29 - 1,72 AAEL005798_c 187 V-ATP synthase sous-unité beta 5,31 55,4 53 Ae, aegypti 
30 - 2,06 AAEL005798_d 229 V-ATP synthase sous-unité beta 5,38 55,5 52 Ae, aegypti 
31 - 2,39 AAEL005798_e 197 V-ATP synthase sous-unité beta 5,38 55,4 48 Ae, aegypti 
32 - 1,89 AAEL005798_f 181 V-ATP synthase sous-unité beta 5,38 55,4 56 Ae, aegypti 
52 - 2,14 AAEL012035_a 93 V-ATP synthase sous-unité E 5,91 25,7 35 Ae, aegypti 
53 - 2,21 AAEL012035_b 88 V-ATP synthase sous-unité E 5,91 25,7 38 Ae, aegypti 
Autres fonctions       
8 + 10,74 AAEL001005_a 195 calréticuline 4,42 47,0 43 Ae, aegypti 
8 - 2,56 AAEL001005_a 226 calréticuline 4,42 47,0 49 Ae, aegypti 
9 + 3,14 AAEL001005_b 210 calréticuline 4,42 47,0 49 Ae, aegypti 
10 + 2,75 AAEL001005_c 158 calréticuline 4,42 47,0 48 Ae, aegypti 
12 + 3,01 AAEL001005_d 93 calréticuline 4,42 46,7 35 Ae, aegypti 
 




(d) Combinaison des approches transcriptomique et 
protéomique 
La comparaison des transcrits et des protéines intestinales entre les souches 
sensibles et LiTOX a révélé des sets chevauchants mais distincts de gènes/protéines 
différentiellement exprimés. Cette différence entre les résultats obtenus avec les deux 
techniques est probablement liée à des processus biologiques mais également à des 
limitations techniques inhérentes aux deux méthodes. Concernant l’approche par 
protéomique, les BBMV utilisés sont connues pour être riches en protéines membranaires 
mais généralement dépourvues de protéines solubles, intracellulaires ou excrétées dans la 
lumière intestinale (Bayyareddy et al., 2009; Popova-Butler et Dean, 2009). A l’inverse, les 
ARN messagers extraits à partir des intestins de larves sont représentatifs de l’ensemble des 
transcrits présents dans les cellules intestinales. Le filtrage relativement stringent des 
données obtenues par les microarrays (>3-fois, p-valeur <0,01), éliminant de nombreux 
gènes, peut également expliquer cette différence. Nos résultats sont concordants avec 
plusieurs études qui ont déjà démontré que les données de transcriptomique coïncident 
rarement avec les données de protéomique, notamment à cause des modifications post-
traductionnelles des protéines (Gygi et al., 1999; De Wit et al., 2010; Foss et al., 2011). De 
telles modifications peuvent ainsi générer une grande diversité de protéines alors que 
l’expression des gènes correspondants reste inchangée. Combiner des approches de 
transcriptomique et de protéomique permet donc d’étudier l’altération de l’expression des 
gènes mais également les modifications post-traductionnelles subies par les protéines 
correspondantes afin d’obtenir une vision plus complète des mécanismes potentiellement 
impliqués dans la résistance au Bti. 
(3) Gènes et protéines différentiellement exprimés 
chez la souche LiTOX 
Dans cette section, je vais décrire les résultats principaux obtenus en 
transcriptomique et/ou en protéomique sur un gène, une protéine ou une catégorie de 
gènes/protéines particulière. Pour chacun, je décrirai leurs niveaux d’expression ainsi que 
leur implication potentielle dans la résistance de la souche LiTOX. Etant donné le caractère 
descriptif des approches globales, toutes ces interprétations sont forcément 
spéculatives et les hypothèses correspondantes nécessitent d’être validées par des 
approches fonctionnelles. Pour chacun, je proposerai des analyses complémentaires qui 
permettront de valider/infirmer l’implication de chaque gène/protéine dans la résistance. Afin 
de faciliter la discussion des résultats, l’ensemble des mécanismes de résistance potentiels 
ainsi que les gènes/protéines potentiellement impliqués sont indiqués sur la Figure 65. 




Figure 65. Mode d’action des toxines Cry du Bti ainsi que l’implication potentielle des principaux 
gènes et protéines significativement différentiellement exprimés avec une des deux approches entre 
les deux souches. Les cristaux (C) et spores (S) sont ingérés (I) puis le cristal se solubilise (II) dans le 
pH hautement alcalin du tube digestif. Les protoxines (P) sont activées par les enzymes digestives (III) 
puis les toxines (T) se fixent à des récepteurs membranaires (R) (IV) avant de s’oligomériser (V) et de 
s’insérer dans la membrane intestinale (VI). La perforation de l’intestin permet aux spores de passer 
dans l’hémolymphe pour germer et proliférer (VII). Les altérations d’expression mesurées en 
protéomique sont indiquées par des flèches orange et en transcriptomique par des flèches bleues.  
(a) Expression différentielle des métalloprotéinases 
Les données de transcriptomique ont montré que quatre gènes codants pour des 
métalloprotéases étaient sous-transcrits de -3,16 à -5,29 fois chez la souche LiTOX 
comparé à la souche sensible (Article V, Tableau S2). La présence de domaines conservés 
de metalloprotéases solubles de type astacine ainsi que l’absence de domaines GPI prédits 
(Article V, Tableau S6) suggèrent que ces métalloprotéases sont des enzymes 
extracellulaires sécrétées, ce qui peut expliquer leur absence dans les BBMV analysés en 
protéomique. 
 Certaines metalloenzymes présentes dans la lumière intestinale étant impliquées 
dans des étapes précoces de l’activation des toxines Cry (Figure 65 – III), une diminution de 
leur abondance peut entrainer une diminution de l’activation des protoxines et induire une 
résistance. La comparaison des activités protéolytiques entre la souche LiTOX et la souche 
sensible pourrait permettre de vérifier cette hypothèse. De plus, des bioessais avec des 
toxines activées et non-activées sur chaque souche permettraient de vérifier si une altération 
de l’étape d’activation participe à la résistance chez la souche LiTOX. Ces approches seront 
développées dans la partie 2. 




(b) Implication des récepteurs membranaires 
Comme nous l’avons vu précédemment, les récepteurs membranaires sont souvent 
impliqués dans des cas de fortes résistances aux toxines Cry de Bacillus thuringiensis 
(Griffitts et Aroian, 2005). J’ai également réalisé des RT-qPCR sur cinq N-aminopeptidases 
(APN1 à 5), deux cadhérines (Cad1 et Cad2) et trois phosphatases alcalines (ALP1 à 3) déjà 
décrites comme capables de se fixer à la toxine Cry4Ba (Bayyareddy et al., 2009) ou 
Cry11Aa (Fernandez et al., 2006; Chen et al., 2009a; Chen et al., 2009b; Likitvivatanavong 
et al., 2011b) (Tableau 10). 
Tableau 10. Niveaux d’expression de récepteurs potentiels des toxines Cry du Bti mesurés par puce à 
ADN, RT-qPCR et/ou 2D-DIGE. Le niveau d’expression de la LiTOX par rapport à la souche sensible 
est indiqué. ND, Non détecté dans au moins 5 des 6 hybridations en puces à ADN ; NI, Non identifié 
comme différentiellement exprimé entre les deux souches ; UD, Non détectable en DIGE dû à leur 
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- 1.04 + 1,20 NI 
 
Cry11Aa 
(Chen et al., 
2009b) 
 
 La cadhérine décrite comme un récepteur potentiel à Cry11Aa chez Ae. aegypti est 
sous-transcrite -1,47 fois par les approches de microarray et RT-qPCR. Cependant, aucune 
cadhérine n’a été détectée par la technique DIGE. Leur absence n’est pas surprenante en 
protéomique, leur taille importante (>170 kDa) et leur faible abondance dans les BBMV 
limitant leur détectabilité sur les gels (McNall et Adang, 2003).  
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Parmi les gènes aux fonctions inconnues détectés en microarrays, les deux gènes les plus 
surexprimés (AAEL013584, +19-fois et AAEL010435, +9,6-fois) présentent une forte 
homologie pour des protéines G12 d’Ae. aegypti (77% d’identité de séquence protéique ; 
Article V, Tableau S2). Ces protéines régulent de nombreuses fonctions dans les cellules 
telles que les échanges Na+/H+, la synthèse d’ADN ou la prolifération des cellules (Cabrera-
Vera et al., 2003; Riobo et Manning, 2005). Les protéines Gα12 peuvent également interagir 
avec le domaine cytoplasmique des cadhérines et entrainer un relargage de β-catenines, 
induisant une perte importante de la fonction de jonction cellulaire des cadhérines (Meigs et 
al., 2002). Ainsi, la surexpression de ces protéines G12 pourrait entrainer une baisse du 
nombre de cadhérines fonctionnelles à la surface de la cellule, diminuant la possibilité de 
fixation des toxines Cry. Cette hypothèse très spéculative doit cependant être validée par 
des approches fonctionnelles, notamment sur des cultures de cellules intestinales de 
moustiques, pour mieux comprendre les mécanismes fins de régulation de l’activité des 
cadhérines et leur impact sur la fixation des toxines Cry à la membrane. 
 Les phosphatases alcalines détectées comme sur-transcrites chez la souche LiTOX 
en microarray et RT-qPCR sont soit non-détectées comme différentiellement exprimées 
(AAEL000931, AAEL009077 and AAEL015070) soit sous-exprimées chez la souche LiTOX 
en protéomique. Ces résultats suggèrent que des modifications post-transcriptionnelles et/ou 
post-traductionnelles induisent des modifications de l’abondance des protéines dans les 
membranes épithéliales. Ainsi, trois spots ont été détectés comme sous-exprimés en DIGE 
(AAEL003313 et deux spots de AAEL003298) (Tableau 9). Ces deux ALP ont déjà été 
décrites comme capables de se fixer à la toxine Cry4Ba (Bayyareddy et al., 2009). La 
diminution de leur abondance est cohérente avec le phénotype de résistance, la sous-
expression d’ALP ayant déjà été décrite comme responsable de la résistance aux toxines 
Cry chez trois espèces de Lépidoptères (Jurat-Fuentes et al., 2011). 
 L’approche par transcriptomique a détecté 13 aminopeptidases N différentes 
(annotées ‘protéases m1 zinc metalloprotéases’) avec des rapports d’expression allant de -
1,82 à +1,96, mais aucun n’est significatif (Article V, Tableau S1). L’analyse par protéomique 
a identifié deux APN différentiellement exprimées chez la souche LiTOX (Tableau 9) : deux 
spots présentent une sur-expression de l’APN AAEL012774 et deux des trois spots identifiés 
comme étant l’APN AAEL012776 montrent une sous-expression. Ces résultats sont 
congruents avec les données transcriptomiques (Tableau 10). Ces deux APN ont été 
décrites comme des récepteurs potentiels à Cry11Aa chez Ae. aegypti (Chen et al., 2009b). 
Leurs profils d’expression étant opposés, il est difficile de conclure sur leur implication 
potentielle dans la résistance. 




 En général, la résistance aux toxines Cry de Bt implique une modification de la 
structure des récepteurs membranaires plutôt qu’une altération de leur expression (Ferré et 
al., 1995; Griffitts et Aroian, 2005). Cependant, des cas récents montrent qu’une sous-
expression de ces récepteurs peut entrainer des phénotypes de résistance aux toxines Cry 
(Herrero et al., 2005; Jurat-Fuentes et al., 2011; Yang et al., 2011). Des analyses 
supplémentaires sont nécessaires pour mesurer la capacité de fixation des récepteurs 
membranaires différentiellement exprimés entre les deux souches pour estimer leur 
implication dans la résistance. Cette approche sera développée dans la partie 2. 
(c) Les V-ATPases : une double implication ? 
Treize spots correspondant à un total de quatre V-ATPases différentes (sous-unités 
alpha, beta et epsilon) ont tous été détectés comme sous-exprimés chez la souche LiTOX, 
avec des rapports d’abondance allant de -1,51 à -2,39 fois (Tableau 9). Cette tendance est 
confirmée par les données de transcriptomique montrant trois gènes codants pour des V-
ATPases sous-transcrits chez la souche LiTOX (AAEL008787, -1,19 fois ; AAEL005798, -
1,37 fois et AAEL012035, -1,19 fois) même si leurs p-valeurs ne sont pas significatives 
(Article V, Tableau S1). Deux hypothèses peuvent être avancées pour expliquer l’implication 
potentielle des V-ATPases dans la résistance chez la souche LiTOX : 
 1. Les V-ATPases sont très fortement impliquées dans l’alcalinisation de l’intestin 
moyen antérieur (lieu de solubilisation des cristaux de Bti) en transportant les protons à 
travers la membrane, de l’intérieur de la cellule vers l’hémolymphe, permettant de créer un 
gradient de pH et un potentiel transmembranaire (Boudko et al., 2001; Beyenbach et 
Wieczorek, 2006; Onken et Moffett, 2009) (Figure 66).  
 
Figure 66. Transporteurs membranaires d'une cellule épithéliale de l'intestin moyen antérieur (AMG) 
impliqués dans l’alcalinisation de la lumière intestinale. Adapté de (Boudko et al., 2001; Linser et al., 
2009). 
 Onken et al. (2008) ont inhibé les protéines impliquées dans le processus 
d’alcalinisation de la lumière intestinale chez des larves d’Ae. aegypti et ont montré que 
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seule l’inhibition des V-ATPases induisait une forte acidification du pH de la lumière 
intestinale. Comme le pH affecte la solubilisation du cristal de Bti (Lacey, 2007), la 
conformation des toxines (Venugopal et al., 1992; Feng et Becktel, 1994), les activités des 
enzymes digestives (Karumbaiah et al., 2007) et la formation de pores (Tran et al., 2001; 
Fortier et al., 2005), l’altération du pH intestinal pourrait avoir une action globale 
permettant de réduire la sensibilité des larves aux toxines du Bti (Figure 65 – II). 
L’utilisation d’ARN interférant, permettant d’inhiber spécifiquement l’expression de certains 
gènes, permettrait de valider/infirmer cette hypothèse. De plus, il serait judicieux de 
comparer le pH intestinal de chaque segment d’intestin de larves des deux souches pour 
vérifier si le pH des larves LiTOX est plus acide. Plusieurs méthodes ont déjà été 
développées pour réaliser ces mesures (Skibbe et al., 1996; Boudko et al., 2001; Erban et 
Hubert, 2010) mais, étant laborieuses et nécessitant un matériel et un savoir-faire 
spécifiques, elles sont actuellement en cours d’évaluation dans le cadre d’une collaboration 
avec un autre laboratoire de recherche. 
 2. Selon la région de l’intestin considérée, les V-ATPases se trouvent fixées soit dans 
la membrane basale de la cellule (intestin moyen antérieur) soit dans la membrane apicale 
(cæca, intestin moyen postérieur). Les V-ATPases se colocalisent avec des récepteurs 
avérés des toxines Cry dans les cæca et l’intestin moyen postérieur, régions de l’appareil 
digestif connues pour fixer avec une forte affinité les toxines Cry4Aa, Cry4Ba, Cry11Aa et 
Cry11Ba (Figure 67). 
 
Figure 67. Localisation des V-ATPases ainsi que des récepteurs membranaires des toxines Cry 
décrits chez Ae. aegypti dans les cellules épithéliales de différentes régions de l’appareil digestif de la 
larve. GC, cæca gastriques ; AMG, intestin moyen antérieur (anterior midgut) ; PMG, intestin moyen 




inférieur (posterior midgut) ; MT, tubes de Malpighi ; CM, membrane cæcale ; PT, matrice 
péritrophique. Les zones de fixation des toxines Cry du Bti et de Cry11Ba ainsi que leur affinité sont 
indiquées. Source des illustrations : (Linser et al., 2009). Source des pictogrammes : (Bravo et al., 
2007). Source des informations relatives aux V-ATPases : (Linser et al., 2009; Harvey et al., 2010), 
aux récepteurs membranaires : (Chen et al., 2009a; Chen et al., 2009b; Likitvivatanavong et al., 
2011b) et à la fixation des toxines aux différentes régions de l’appareil digestif : (Ravoahangimalala et 
al., 1993; Ravoahangimalala et Charles, 1995; Yamagiwa et al., 2001; Ruiz et al., 2004). 
De plus, les sous-unités B à E des V-ATPases ont été décrites comme capables de 
se fixer à la toxine Cry4Ba chez Ae. aegypti (Bayyareddy et al., 2009) et les sous-unités A et 
B à la toxine Cry1Ac chez les lépidoptères Heliothis virescens (Krishnamoorthy et al., 2007) 
and Helicoverpa armigera (Chen et al., 2010).  
Sachant que les V-ATPases ont déjà été décrites comme des récepteurs potentiels et 
en considérant leur position au niveau de l’intestin, il est possible que la diminution de leur 
expression provoque une diminution de la fixation des toxines Cry à la membrane, 
induisant un phénotype de résistance (Figure 65 – IV). Cette hypothèse nécessite d’être 
validée, notamment par l’utilisation d’ARN interférants mais également en mesurant la 
capacité de fixation des toxines Cry du Bti par les V-ATPases détectées sous-exprimées en 
DIGE. 
(d) Calréticulines 
Une unique calréticuline a été identifiée à partir de l’analyse DIGE. Détectée comme 
un gros spot irrégulier surexprimé +10,74 fois chez la souche LiTOX dans les premiers gels, 
le second réplicat biologique a permis d’identifier clairement 4 spots différents 
respectivement -2,56, +2,75, +3,01 et +3,14 fois différentiellement exprimés chez la souche 
LiTOX (Tableau 9 ; Article V, Tableau S5). Le gène codant pour cette même calréticuline 
n’est pas détecté comme différentiellement transcrit en microarrays (Article V, Tableau S1). 
Les calréticulines membranaires sont impliquées dans de nombreuses fonctions (Coppolino 
et Dedhar, 1998) et peuvent notamment intervenir au niveau de la réponse immunitaire suite 
à des infections virales et parasitaires (Rodriguez et al., 2007; Limjindaporn et al., 2009). 
Une calréticuline très proche de celle détectée en DIGE (85% d’identité de séquence 
protéique) a été décrite comme un récepteur aux oochinètes de Plasmodium vivax dans 
l’intestin moyen de larves du moustique Anopheles albimanus (Rodriguez et al., 2007). Les 
calréticulines pourraient ainsi jouer un rôle dans la reconnaissance du Bti ou d’autres 
microorganismes présents dans la litière végétale qui infecteraient l’insecte et stimuleraient 
sa réponse immunitaire (Figure 65 – VII). 
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(e) Enzymes de détoxication 
Parmi les cinq transcrits de monooxygénases à cytochromes P450 détectés en 
microarrays, CYP4D24 est surexprimé +10,67 fois chez la souche LiTOX tandis que les 
autres (CYP6N9, CYP6Z7, CYP6Z8 et CYP9M9) sont sous-exprimés respectivement -5,02, -
5,89, -20,9 et -9,87 fois (Article V, Tableau S2). Les enzymes de détoxication sont souvent 
impliquées dans la dégradation de petites molécules telles que les insecticides chimiques et 
les composés allélochimiques de plantes (Despres et al., 2007; Feyereisen, 2011). Il est 
cependant peu probable que ces enzymes soit capables de dégrader de grosses protéines 
telles que les toxines du Bti. La synthèse des enzymes de détoxication représente un coût 
énergétique important pour l’insecte (Zeng et al., 2009). De plus, plusieurs gènes sous-
transcrits chez la souche LiTOX ont été décrits comme surexprimés chez des souches d’Ae. 
aegypti résistantes ou exposées à des insecticides chimiques (Poupardin et al., 2008). Ainsi, 
même si la surexpression de CYP4D24 peut être liée à une réponse aux composés 
phénoliques végétaux contenus dans la litière toxique (David et al., 2006), la sous-
expression des quatre gènes codants pour des enzymes de détoxication pourrait refléter un 
mécanisme compensatoire de réallocation d’énergie chez la souche LiTOX. 
(4) Conclusions et perspectives 
Cette approche combinant transcriptomique et protéomique sur un tissu larvaire 
spécifique, lieu d’action du Bti, a permis d’étudier l’expression des gènes mais également 
l’abondance relative des protéines en accédant notamment à leurs modifications post-
traductionnelles. Grâce à cette approche, nous avons détecté des altérations de 
l’expression constitutive de gènes et protéines à plusieurs étapes du mode d’action 
du Bti. 
Une étude similaire pourrait être réalisée pour mesurer la réponse inductible chez des 
larves exposées à des doses subléthales de Bti. Des approches transcriptomiques et 
protéomiques ont déjà été réalisées sur des larves de Lépidoptères pré-exposées à Cry1Ab, 
Cry1Ac ou à un cocktail de toxines Cry (Meunier et al., 2006; van Munster et al., 2007; 
Valaitis, 2008; Yuan et al., 2011). Ces approches ont fait ressortir des modifications 
importantes de l’expression d’enzymes de détoxication mais également de V-ATPases, de 
récepteurs membranaires ainsi que de protéases. Une approche par microarray réalisée sur 
des larves d’Ae. aegypti pré-exposées à des doses subléthales de toxine Cry11Aa semble 
montrer des modifications de l’abondance de phosphatases alcalines et d’aminopeptidases 
N (travaux non publiés, cités dans Likitvivatanavong et al. (2011b)). Aucune étude n’a été 
réalisée en pré-exposant des larves aux toxines Cry4Aa et/ou Cry4Ba ni même avec le Bti 




complet. En exposant des larves de la souche LiTOX et de la souche sensible à des doses 
subléthales de Bti, il serait peut-être possible de comparer la réponse constitutive et la 
réponse induite et ainsi de mieux caractériser les mécanismes de résistance développés par 
la souche LiTOX. 
Ces approches globales permettent d’avoir une vision d’ensemble des mécanismes 
potentiellement impliqués dans la résistance. Cependant, elles ne permettent qu’une 
description superficielle de ces mécanismes, n’apportant aucune preuve fonctionnelle de leur 
implication. De plus, selon l’échelle considérée (larve entière ou tissu spécifique) et la 
méthode utilisée, les résultats peuvent paraître contradictoires dû à des limitations 
techniques et/ou biologiques, nuisant à la compréhension globale de la résistance. Ainsi, il 
apparait maintenant nécessaire de valider le rôle de chaque mécanisme majeur détecté par 
ces approches globales à l’aide d’approches fonctionnelles. La plupart des approches 
globales ont fait ressortir de nombreuses protéases ainsi que des récepteurs membranaires 
différentiellement exprimés. Une caractérisation complète des activités enzymatiques ainsi 
qu’une mesure de la capacité de fixation des toxines du Bti par les récepteurs membranaires 
ont été réalisées. 
2. Analyses fonctionnelles des mécanismes de résistance 
potentials identifiés 
a) Rôle des protéases dans la résistance 
Comme nous l’avons vu précédemment (page 90), la modification de l’expression 
et/ou de l’activité d’enzymes digestives impliquées dans l’activation des toxines Cry est un 
des mécanismes majeurs développés par les insectes pour résister aux toxines Cry de Bt. 
De plus, ce mécanisme de résistance est très souvent généraliste et n’induit que des 
résistances modérées, ce qui est le cas pour la souche LiTOX.  
(1) Bioessais comparatifs avec des toxines activées 
(a) Etat de l’art 
Pour déterminer si une modification au niveau des enzymes digestives est 
partiellement ou totalement responsable de la résistance au Bt, une première étape consiste 
à réaliser des bioessais avec des toxines activées et non-activées. De cette manière, on 
court-circuite l’étape d’activation, supprimant le phénotype de résistance si cette étape est 
impliquée. Cette approche a déjà été réalisée pour comparer des souches sensibles et 
résistantes de Lépidoptères (Mohan et Gujar, 2003). Pour les Lépidoptères, des feuilles sont 
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coupées en forme de cercle et imprégnées soit de protoxines soit de toxines activées qui 
seront mangées par la larve (Tabashnik et al., 1990; Mohan et Gujar, 2003). La 
problématique des moustiques est sensiblement différente pour deux raisons. Tout d’abord, 
les larves de moustiques étant aquatiques, elles vivent directement dans le milieu contenant 
l’insecticide au lieu de ne le trouver que dans la nourriture comme pour les Lépidoptères. 
Ensuite, les larves de moustiques ne se nourrissent que de particules suffisamment grosses 
(Clements, 1992). Ainsi, les toxines solubilisées sont diluées dans le milieu et ne sont donc 
plus recherchées par les larves qui ne les ingèreront que très peu, diminuant de manière 
importante leur toxicité. 
Pour pallier cela, il est nécessaire de mettre les protoxines et toxines solubles sous 
une forme particulaire, permettant aux larves de les déceler comme de la nourriture et de les 
ingérer. Plusieurs méthodes ont déjà été développées : 
Une fois solubilisées, les toxines peuvent être précipitées en milieu acide (pH 4,5) par 
l’ajout d’acide citrique (12% w/v) (Chilcott et Ellar, 1988). Après centrifugation, les bioessais 
sont réalisés en disposant les larves dans un tampon de citrate de sodium (2 mM) à pH 4,5 
afin que le précipité ne se resolubilise pas, même partiellement. 
Une deuxième approche propose d’utiliser des billes de latex de 0,8 µm de diamètre sur 
lesquelles sont adsorbées les toxines solubles (Schnell et al., 1984). Les larves ingèrent 
ainsi les billes contenant les toxines solubles, permettant de rétablir leur toxicité voire même 
de devenir plus toxiques que les toxines sous forme de cristal. 
Une dernière approche utilise les propriétés du FIA (Freund Incomplete Adjuvant) qui permet 
de réaliser une émulsion, capturant les toxines solubles dans des microgouttelettes 
lipidiques de 2,5 à 12,5 µm de diamètre (Cheung et Hammock, 1985). 
Toutes ces techniques permettent de rétablir la toxicité des toxines solubles à un niveau 
équivalent voire supérieur aux toxines sous leur forme cristalline. Cependant, chacune de 
ces approches introduit un paramètre supplémentaire (e.g. pH acide, billes de latex, 
gouttelettes lipidiques) qui, même s’il n’induit aucune mortalité directe sur les larves, pourrait 
influencer les différences observées entre les souches sensibles et résistantes. De plus, ces 
méthodes sont relativement laborieuses et peuvent s’avérer très coûteuses (e.g. celle 
utilisant le FIA). J’ai ainsi cherché à développer une nouvelle méthode de bioessais qui 
permettrait de comparer la toxicité des protoxines solubilisées aux toxines solubilisées 
activées sans ajouter de produit ni réaliser l’expérimentation en pH acide mais simplement 
en miniaturisant le bioessai. Cela permet aux larves de se retrouver dans un volume 




restreint, les obligeant à ingérer le produit, diminuant ainsi la quantité de produit nécessaire 
pour réaliser le bioessai. 
(b) Mise en place du protocole 
Les protoxines sont solubilisées puis activées selon le protocole décrit dans la Figure 
68. 
 
Figure 68. Protocole de solubilisation et d'activation des protoxines du Bti (gauche) et gel SDS-PAGE 
des protoxines sous forme cristalline (I) et solubles (II) et des toxines activées solubles (III) de 
Cry4Aa, Cry4Ba et Cry11Aa (droite). 
 Les protoxines Cry4Aa, Cry4Ba et Cry11Aa font des tailles d’environ 130, 130 et 
70kDa respectivement (Figure 68), ce qui est cohérent avec les valeurs issues de la 
littérature (Angsuthanasombat et al., 2004; Fernandez et al., 2005; Lacey, 2007). Une fois 
activées, les toxines Cry4Aa et Cry4Ba font une taille d’environ 47kDa alors que l’activation 
de la toxine Cry11Aa génère deux bandes d’environ 32 et 36kDa (Figure 68) (Yamagiwa et 
al., 2002; Lacey, 2007). Dans les bioessais, nous utilisons ainsi les protoxines sous forme 
cristalline, sous forme soluble et les toxines solubilisées activées. Les deux premières 
conditions permettent de valider la méthode en vérifiant que la solubilisation induit peu ou 
pas de diminution de la toxicité des protoxines. 
 Dix larves de stade 3 sont déposées dans un puits de microplaque (96 puits) 
contenant 200 µL d’eau du robinet (Figure 69). 54 puits sont laissés sans insecticide 
(témoins négatifs), montrant une faible mortalité larvaire après 24h (3,33%) comparable à 
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celle obtenue avec des bioessais classiques. Cependant, une exposition de 48h entrainant 
une mortalité importante des larves témoins (20,37%), les comptages ont été réalisés 
uniquement après 24h d’exposition. 
 
Figure 69. Mise en place des larves dans les puits de plaques de 96 puits à l’aide d’une pipette au 
cône tronqué (gauche) et courbe sigmoïdale obtenues pour des larves sensibles exposées 24h à la 
protoxine Cry11Aa solubilisée, représentatif des profils obtenus pour toutes les toxines et toutes les 
conditions. Les valeurs de mortalité obtenues sont indiquées par des points bleus, le modèle probit 
par une courbe noire et les intervalles de confiance à 95% par des lignes grises. 
Pour chaque condition et chaque souche, 8 doses réalisées chacune en quadruplas 
ont été testées. La courbe de mortalité en fonction du logarithme de la concentration en 
toxine montre une courbe sigmoïdale similaire à celles obtenues avec des bioessais en 
gobelets (Figure 69). La technique semble donc opérationnelle pour comparer les larves des 
souches LiTOX et sensible. 
 Comme nous l’avons décrit précédemment (page 98), la souche LiTOX présente 
deux cohortes (phénotypes « normaux » et « tardifs ») présentant des niveaux de résistance 
différents pour les toxines du Bti, suggérant des mécanismes de résistance différents. Nous 
avons ainsi voulu tester les deux cohortes de la souche LiTOX (génération 25) à l’aide de 
cette méthode de bioessais. 
(c) Résultats et discussion 
Ainsi, deux cas de figure sont attendus : si la résistance est liée, au moins 
partiellement, à une altération de l’activation des protoxines, on observera une diminution du 
niveau de résistance de la souche LiTOX comparé à la souche sensible alors qu’aucune 
variation n’est attendue si la résistance n’implique aucune enzyme digestive (Figure 70). 





Figure 70. Résultats attendus dans le cas de l'implication des enzymes digestives dans la résistance 
(gauche) ou non (droite). Pur, protoxines cristallines ; Sol, protoxines solubilisées ; Act, toxines 
solubilisées et activées. 
 Les rapports de résistance (RR50) ont été calculés en divisant les LC50 obtenues avec 
chacune des cohortes de LiTOX par les LC50 obtenues avec la souche sensible après 24h 
d’exposition (Figure 71).  
 
Figure 71. Rapports de résistance calculés à 24h pour la toxine Cry4Aa (gauche, vert), Cry4Ba 
(centre, violet) et Cry11Aa (droite, rouge) en divisant les LC50 des larves de LiTOX de la cohorte 
normale (précoce) ou tardive par les LC50 des larves sensibles. Pur, protoxines cristallines ; Sol, 
protoxines solubilisées ; Act, toxines solubilisées et activées. 
 Seul le profil obtenu avec la toxine Cry11Aa est cohérent avec une résistance liée 
partiellement à une altération de l’étape d’activation de la protoxine. Cependant, on 
remarque que les RR50 obtenus sont nettement plus faibles que ceux obtenus à l’aide de la 
méthode classique de bioessais. Cela remet en cause la fiabilité des données obtenues par 
ce type de bioessais. L’application de ce protocole semble avoir modifié l’expression du 
phénotype de résistance. Les larves se trouvant dans un volume restreint, elles se trouvent 
obligées d’ingérer le produit, ce qui peut réduire la résistance si une part est liée à une 
modification comportementale.  
 Ce protocole n’ayant pas apporté de données claires, il apparait maintenant 
intéressant de tester les trois approches décrites précédemment. Cependant, si la résistance 
est partiellement liée à une modification comportementale, les techniques d’émulsion et de 
billes de latex vont induire une modification, non pas liée aux enzymes digestives mais plutôt 
à une augmentation de l’appétence. De même, réaliser un bioessai en pH acide, connaissant 
l’importance du pH pour de nombreuses fonctions physiologiques de la larve, peut induire de 
nombreux bouleversements et une altération du phénotype de résistance non uniquement 
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liée au court-circuitage de l’étape d’activation. Ainsi, il semble nécessaire de réaliser au 
moins deux des trois techniques précédemment citées pour pouvoir comparer les 
résultats obtenus afin de s’assurer qu’aucun des traitements n’entraine de faux-positifs liés à 
la technique. La réalisation de ces techniques demandant un temps de mise au point 
conséquent, elle n’ont pu être réalisées dans le cadre de cette thèse. 
(2) Caractérisation des enzymes de la lumière 
intestinale et rôle dans la résistance 
Afin de caractériser l’implication des enzymes solubles sécrétées dans la lumière 
intestinale du tube digestif, nous avons réalisé plusieurs expériences sur des larves de la 
souche LiTOX et de la souche sensible. Les activités protéolytiques des enzymes du tube 
digestif des deux souches ainsi que leur capacité d’activation des protoxines du Bti ont été 
mesurées. Les travaux présentés dans cette partie ont été réalisés avec l’aide de Renaud 
Stalinski lors de son stage de Master II BEE (Biodiversité, Ecologie, Environnement) sous 
mon encadrement et celui de Laurence Després. Ils ont été valorisés par un article en 
préparation pour le Journal of Invertebrate Pathology (Article VII). 
(a) Extraction des enzymes de la lumière intestinale 
Pour chaque souche, trois réplicats biologiques, consistant en trois mises en eau 
d’œufs pondus à différentes dates, ont été réalisés. Les intestins moyens de 20 larves ont 
été extraits sur glace puis déposés ensemble dans 50µL d’eau distillée, homogénéisés 30 
secondes à l’aide d’un vortex puis centrifugés à 12.000g pendant 10 min à 4°C. Les 
surnageants correspondants à des larves issues du même réplicat biologique ont été poolés. 
La concentration en protéines est calculée à l’aide d’un test de Bradford en utilisant une 
gamme de BSA comme standard (Bradford, 1976). Les extraits enzymatiques ont été 
conservés à -20°C jusqu’à leur utilisation. 
(b) Mesure de l’activité protéolytique totale 
L’activité totale des protéases présentes dans les extraits enzymatiques intestinaux a 
été mesurée pour chaque pH entre 4 et 13 en utilisant comme substrat l’azocaséine (Sigma 
Aldrich), tel que décrit dans (Hosseininaveh et al., 2007). Ce substrat est constitué d’une 
protéine (caséine) liée à un chromophore dont l’hydrolyse par des protéases génère de petits 
peptides solubles dans l’acide trichloroacétique (TCA). Toutes les activités enzymatiques ont 
été réalisées dans un tampon TU (40 mM acide acétique, 40 mM acide phosphorique et 40 
mM acide borique) ajusté à chaque pH à l’aide de soude (NaOH). Pour chaque souche et 
chaque pH, la même quantité de protéines totales est utilisée et la réaction est réalisée en 




triplicats. Le protocole suivi est détaillé en Annexe IV. Pour chaque pH, les activités 
protéolytiques sont comparées entre les deux souches à l’aide d’un test non paramétrique de 
Mann-Whitney réalisé avec le logiciel R 2.8.1 (R, 2007). 
 
Figure 72. Activité azocaséinolytique totale d’extraits enzymatiques de la souche LiTOX et de la 
souche sensible. Pour chaque pH de 4 à 13, les rapports de densité optique mesurée à 440 nm de 
LiTOX divisé par ceux de la souche sensible (Bora) et les tests statistiques (test de Mann-Whitney) 
sont indiqués. Les densités optiques de la souche LiTOX sont représentées par des losanges noirs et 
celles de la souche sensible par des carrés gris. NS, différences non significatives ; *, p-valeur < 0,05. 
Erreur : erreur standard. 
L’activité protéolytique totale est significativement 26% plus importante pour 6 
des 10 pH testés chez la souche LiTOX, avec un maximum de 43% d’augmentation de 
l’activité à pH 6 (Figure 72). 
(c) Mesures d’activités protéolytiques spécifiques 
Pour déterminer quelles enzymes sont responsables de cette augmentation d’activité 
protéolytique globale, deux approches ont été réalisées : soit en mesurant l’activité 
protéolytique à l’aide d’azocaséine tel que décrit précédemment en utilisant des inhibiteurs 
spécifiques de certaines classes d’enzymes, soit en utilisant des substrats spécifiques. Nous 
nous sommes focalisés sur plusieurs classes d’enzymes, notamment les trypsines et 
chymotrypsines, responsable de la majorité de l’activité protéolytique totale, étant impliquées 
dans l’activation des protoxines et dans de nombreux cas de résistance aux toxines Cry chez 
différents insectes (Huang et al., 1999; Candas et al., 2003; Li et al., 2004; Karumbaiah et 
al., 2007). Nous nous sommes également intéressé aux leucine-aminopeptidases, un gène 
ayant été détecté par l’approche DArT chez la souche LiTOX douze générations auparavant 
(page 101) (Bonin et al., 2009), ainsi qu’aux carboxypeptidases A et B, des gènes codants 
pour des metalloprotéases solubles ayant été trouvés sous-exprimés chez la souche LiTOX 
(page 118) (Tetreau et al., 2012a). 
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(i) Mesure d’activités protéolytiques spécifiques 
par l’utilisation d’inhibiteurs 
L’effet de quatre inhibiteurs différents sur l’activité protéolytique totale a été testé 
(Tableau 11). Les concentrations utilisées représentent la quantité d’inhibiteur la plus faible 
permettant d’obtenir une inhibition maximale (déterminées après le test de plusieurs 
concentrations différentes).  
Tableau 11. Inhibiteurs utilisés pour caractériser la part de chaque classe d’enzyme dans l’activité 
protéolytique totale. Les classes d’enzymes inhibées ainsi que la concentration finale utilisée sont 
indiquées. PMSF, phénylméthylsulfonyl fluoride ; TLCK, tosyl-L-lysine chloromethyl ketone ; TPCK, 
tosyl-L-phenylalanine chloromethyl ketone ; EDTA, acide éthylène diamine tétracétique. 
Inhibiteur utilisé PMSF TLCK TPCK EDTA 
Protéases inhibées Protéases à sérine Trypsines Chymotrypsines Métalloprotéases 
Concentration (mM) 30 1,5 1,5 1 
 
 Les extraits enzymatiques sont pré-incubés pendant 15 minutes avec un des quatre 
inhibiteurs à température ambiante avant de mesurer l’activité protéolytique avec de 
l’azocaséine à pH 9 tel que décrit en Annexe IV. Les résultats sont exprimés en pourcentage 
d’inhibition de l’activité protéolytique totale mesurée à pH 9 sans inhibiteur (Tableau 12). 
Pour chaque inhibiteur, les activités sont comparées entre les deux souches à l’aide d’un test 
de Mann-Whitney réalisé avec le logiciel R 2.8.1 (R, 2007). 
Tableau 12. Activité protéolytique totale et effet des inhibiteurs de protéases. NS, différences non 
significatives ; *, p-valeur < 0,05. Erreur : erreur standard. 
  
Souche Activité protéolytique totale 
(DO à 440 nm) 
Pourcentage d’inhibition de l’activité totale (%) 
PMSF TLCK TPCK EDTA 
Sensible 0,328 ± 0,009 92,98 ± 0,57 46,82 ± 1,02 23,42 ± 2,24 12,18 ± 1,74 
LiTOX 0,356 ± 0,010 92,31 ± 0,23 42,01 ± 2,29 20,87 ± 1,64 -1,74 ± 4,55 
Wilcoxon * NS NS NS  * 
 
 Les protéases à sérine inhibées par le PMSF sont responsables de plus de 90% de 
l’activité protéolytique totale (Tableau 12). Parmi elles, les trypsines et chymotrypsines, 
inhibées par le TLCK et le TPCK, sont responsables respectivement de plus de 40% et 20% 
de l’activité protéolytique totale. Aucune différence significative n’est observée pour ces trois 
catégories d’enzymes entre les deux souches. Cependant, les métalloprotéases 
représentent plus de 12% de l’activité totale chez la souche sensible alors qu’aucune 
inhibition n’a été mesurée chez la souche LiTOX (Tableau 12). La littérature étant encore 
contradictoire sur la capacité de l’EDTA à inhiber certaines métalloprotéases telles que les 
leucine-aminopeptidases (Matsui et al., 2006; Song et al., 2008) et les carboxypeptidases 
(Igic et al., 2003; Alonso-del-Rivero et al., 2009), l’utilisation d’inhibiteurs non-chélateurs, 




telle que la bestatine pour les aminopeptidases (Matsui et al., 2006), semble nécessaire pour 
affiner les résultats obtenus avec l’EDTA. Cependant, comme la famille des 
métalloprotéases rassemble les enzymes non pas sur la base d’homologie de séquence ou 
de substrat mais sur leur capacité à utiliser des ions métalliques comme cofacteurs, il existe 
autant de substrats spécifiques que de métalloprotéases décrites. Cela rend l’approche par 
substrat spécifique coûteuse et laborieuse, raison pour laquelle elle n’a pas été envisagée 
pour l’ensemble des métalloprotéases lors de cette étude.  
(ii) Mesure d’activités protéolytiques spécifiques 
par l’utilisation de différents substrats 
Les activités des trypsines, chymotrypsines et leucine-aminopeptidases sont 
mesurées pour des pH de 4 à 12 en utilisant respectivement comme substrats le BApNA 
(Nα-benzoyl-L-arginine-p-nitroanilide; Sigma Aldrich), le SAApNA (N-succinyl-alanine-
alanine-proline-phenylalanine-p-nitroanilide; Sigma Aldrich) et la leucine p-nitroanilide 
(Sigma Aldrich) à une concentration finale de 10 mM. L’hydrolyse de ces substrats par les 
enzymes intestinales libère la p-nitroanilide, qui produit une réaction jaune intense dont 
l’absorbance est mesurée à 400 nm. Le protocole suivi est détaillé en Annexe IV 
Les activités des carboxypeptidases A et B sont mesurées pour des pH de 8 à 11 en 
utilisant respectivement comme substrats le FAPP (N-(3-[2-furyl]acryloyl)-phenylalaline-
phenylalaline; Sigma Aldrich) et le FAAK (N-(3-[2-furyl]acryloyl)-alanine-lysine; Sigma 
Aldrich) à une concentration finale de 10 mM. On mesure dans ce cas la dégradation du 
substrat qui émet à 330 nm. Le protocole suivi est détaillé en Annexe IV. 
La cinétique de l’hydrolyse des substrats est mesurée sur un intervalle de 10 min 
toutes les 5 secondes. La pente de la partie linéaire de la courbe est calculée pour obtenir 
l’activité enzymatique exprimée en  nmol de produit formé par minute par mg de protéine 
totale (nanokatal, nkat). Pour chaque pH et chaque substrat, les activités protéolytiques sont 
comparées entre les deux souches à l’aide d’un test de Mann-Whitney réalisé avec le logiciel 
R 2.8.1 (R, 2007). 




Figure 73. Activité des trypsines (A), chymotrypsines (B), leucine-aminopeptidases (C) et des 
carboxypeptidases A (D) et B (E). Les activités sont exprimées en nanokatal (nmol de produit formé 
par minute par mg de protéine totale) pour chaque pH. Les activités enzymatiques de la souche 
LiTOX sont représentées par des losanges noirs et celles de la souche sensible par des carrés gris. 
NS, différences non significatives ; *, p-valeur < 0,05. Erreur : erreur standard. 
 On observe une augmentation significative de l’activité des trypsines pour les pH 
alcalins (23%, pH de 7 à 12) alors que l’activité des chymotypsines n’est que modérément 
(12%) mais significativement plus importante pour les pH 6, 8 et 12 chez la souche LiTOX 
(Figure 73A,B), avec un maximum d’activité mesurée à pH 12 pour les deux enzymes. 
L’activité des leucine-aminopeptidases est significativement plus importante (34%) pour les 9 
pH testés, avec un maximum d’activité mesuré à pH 7 (Figure 73C). Les carboxypeptidases 
A sont significativement plus actives (28%) chez la souche LiTOX à pH 8 (Figure 73D) ainsi 
que pour les carboxypeptidases B (42%) à pH 8, 9 et 11 (Figure 73E). L’augmentation de 
l’activité des trypsines, chymotrypsines, leucine-aminopeptidases et carboxypeptidases 
(Figure 73) est concordante avec l’augmentation de l’activité protéolytique totale mesurée 
précédemment (Figure 72, page 131).  
La souche LiTOX a été sélectionnée avec de la litière végétale contenant du Bti 
persistant. La présence de nourriture naturelle des larves de moustiques est connue pour 
fortement moduler l’expression et l’activité des protéases, notamment à cause de l’influence 
d’inhibiteurs de protéases des plantes naturellement présents dans les litières (Erlandson et 




al., 2010; Hivrale et al., 2011). De plus, les larves sélectionnées sont exposées aux 
composants des feuilles, notamment des acides tanniques connus pour inhiber les activités 
protéolytiques (Xu et Qin, 1994). Pour survivre et conserver leurs capacités digestives, il est 
possible que les activités proteolytiques aient augmenté chez les larves résistantes (Brioschi 
et al., 2007). Ainsi, la présence de litière végétale peut avoir aidé les larves à développer une 
résistance au Bti due à une augmentation des activités protéolytiques. 
 Dans cette approche, nous avons étudié l’implication des modifications constitutives 
des protéases dans la résistance au Bti chez la souche LiTOX en comparant les activités 
protéolytiques des enzymes de la lumière intestinale de larves non-exposées au Bti des 
deux souches. Cependant, une partie des mécanismes de résistance au Bti peut être 
inductible, c’est-à-dire que les larves de la souche LiTOX peuvent exprimer des enzymes 
intestinales différentes après exposition au Bti. Par exemple, chez des larves de Spodoptera 
frugiperda exposées à des doses sublétales de Cry1Ca1, un gène codant pour une trypsine 
est inhibé, altérant l’activation des protoxines de Cry1Ca1 entrainant un phénotype de 
résistance (Rodriguez-Cabrera et al., 2010). Ainsi, une résistance induite pourrait être une 
alternative permettant à la souche LiTOX de réduire les coûts liés à la résistance au Bti. 
(d) Activation des protoxines Cry par les protéases 
de la lumière intestinale 
 
Figure 74. Protocole d’analyse de la capacité d’activation de la protoxine Cry4Ba du Bti par les 
protéases intestinales. Les protoxines sont incubées 1, 5, 10, 30, 60, 180 et 960 min avec les extraits 
enzymatiques. Des témoins sans enzyme (T0) et un témoin positif activé avec de la trypsine bovine 
(T+) sont également réalisés. On observe ainsi une rapide disparition de la protoxine et une apparition 
progressive des toxines activées. Les différentes bandes de dégradations observées sont indiquées à 
par une étoile (*). La protoxine (PT), les différentes bandes d’activation intermédiaires et la toxine 
activée (TA) sont séparées en SDS-PAGE. Les profils de migrations de chaque temps de digestion 
sont analysés à l’aide du logiciel ImageJ (ici T0, 10, 60 min et T+) et l’intensité des pics 
correspondants à la toxine activée est mesurée. Le pourcentage d’activation est calculé en divisant 
l’intensité des bandes par l’intensité de la bande du témoin positif. 
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Les protoxines ont été produites en Nutrient Agar puis solubilisées et purifiées tel que 
décrit précédemment (pages 52 et 58). Les protoxines sont récupérées dans le tampon TU à 
pH 9 et sont quantifiées à l’aide d’un test de Bradford en utilisant une gamme de BSA 
comme standard (Bradford, 1976). Les protoxines sont incubées à 37°C pendant 1, 5, 10, 
30, 60, 180 et 960 minutes avec 0,5 µg de protéines totales extraites de la lumière intestinale 
des larves. Un témoin positif consistant en une digestion 3h à 37°C des protoxines avec de 
la trypsine bovine (Sigma Aldrich) est également réalisé. La réaction enzymatique est 
stoppée par l’ajout d’une mixture contenant du bleu de dépôt et du DTT ainsi que par un 
chauffage de l’échantillon à 95°C pendant 5 minutes. Les échantillons sont ensuite mis à 
migrer dans un gel d’acrylamide à 10% pendant 1h30 à 140V (Figure 74). Les gels sont 
colorés avec du bleu de Coomasie puis numérisés. L’intensité des bandes d’activation est 
analysée avec le logiciel ImageJ (Girish et Vijayalakshmi, 2004). Le pourcentage d’activation 
est calculé en divisant l’intensité des bandes d’activation obtenue à chaque temps de 
digestion par l’intensité de la bande d’activation du témoin positif (Figure 74). Pour chaque 
temps de chaque toxine, les différences entre les deux souches sont comparées à l’aide d’un 
test de Mann-Whitney réalisé avec le logiciel R 2.8.1 (R, 2007). 
 
Figure 75. Pourcentage d’activation des protoxines de Cry4Aa (A), Cry4Ba (B) et Cry11Aa (C) par les 
extraits enzymatiques en fonction du temps. La souche LiTOX est représentée par des losanges noirs 
et la souche sensible par des carrés gris. A chaque temps de digestion, les différences significatives 
(p-valeur < 0,05) entre les deux souches sont indiquées par une étoile (*). Erreur : erreur standard. 




 Aucune différence dans la vitesse d’activation des protoxines en toxines n’a été 
détectée pour Cry4Ba et Cry11Aa (Figure 75B,C) alors que la protoxine Cry4Aa est 
significativement 15% plus activée à 5, 60 et 180 min de digestion chez la souche LiTOX par 
rapport à la souche sensible (Figure 75A). 
 Pour déterminer quelle famille d’enzyme participe à cette augmentation d’activation, 
les mêmes expérimentations sont réalisées en exposant les extraits enzymatiques avec du 
PMSF ou de l’EDTA pendant 15 min à température ambiante aux concentrations décrites 
précédemment (Tableau 11). Pour l’inhibition à l’EDTA, les analyses sont réalisées comme 
décrit précédemment. L’inhibition au PMSF entrainant une diminution drastique du 
pourcentage d’activation, seul le temps de digestion de 360 min a permis d’obtenir la bande 
d’activation de 47kDa et est donc considéré pour l’analyse. 
 
Figure 76.  Pourcentage d’activation de la protoxine Cry4Aa sans inhibiteur (A) ou avec de l’EDTA (B) 
en fonction du temps. La souche LiTOX est représentée par des losanges noirs et la souche sensible 
par des carrés gris.  L’inhibition de l’activation par le PMSF après 360 min de digestion est également 
présentée (C). A chaque temps de digestion, les différences significatives (p-valeur < 0,05) entre les 
deux souches sont indiquées par une étoile (*). Erreur : erreur standard. 
 Malgré l’inhibition à l’EDTA, on observe toujours une augmentation significative, mais 
plus faible que sans inhibiteur (8%), de la vitesse d’activation à 5, 60 et 180 minutes de 
digestion chez la souche LiTOX par rapport à la souche sensible (Figure 76B). Après 360 
minutes de digestion avec le PMSF, on observe une augmentation significative de 17% de 
l’activation de Cry4Aa chez la souche LiTOX (Figure 76C). Ces résultats suggèrent que les 
protéases non-inhibées par l’EDTA (i.e. majoritairement les protéases à sérine) sont 
seulement en partie responsables de l’augmentation de l’activation de la protoxine Cry4Aa 
chez la souche LiTOX et que les protéases non-inhibées par le PMSF (i.e. notamment les 
métalloprotéases) sont majoritairement impliquées.  
 Il a déjà été démontré que la précision du clivage des toxines Cry était essentielle 
pour leur toxicité, le non-clivage de 28 acides aminés des protoxines Cry1Ac ayant entrainé 
une résistance de 72 fois chez H. armigera (Rajagopal et al., 2009). De même, une 
dégradation plus importante des toxines Cry1Ab induit une résistance chez H. virescens 
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(Forcada et al., 1999). Dans notre cas, il est possible que l’activation plus rapide de Cry4Aa 
chez la souche LiTOX ait entrainé une dégradation plus importante de la toxine. Cependant, 
la résolution des gels n’a pas permis de déterminer si une faible modification de la 
constitution en acides aminés des toxines Cry4Aa est responsable de la résistance. Des 
analyses plus résolutives, notamment par HPLC (chromatographie en phase liquide à haute 
performance), sont nécessaires pour pouvoir détecter des altérations potentielles des toxines 
Cry4Aa par les enzymes de la lumière intestinale de larves de la souche LiTOX. 
(e) Caractérisation des protéases présentes dans les 
extraits enzymatiques  
Pour déterminer le nombre de protéases présentes dans les extraits enzymatiques, 
des zymogrammes ont été réalisés. La nature des protéases détectées a été déterminée en 
exposant les extraits enzymatiques 15 minutes à température ambiante aux mêmes 
inhibiteurs que précédemment (Tableau 11, page 132). Chacun des trois réplicats 
biologiques d’extraits enzymatiques de chaque souche traité ou non traité aux inhibiteurs ont 
co-migré sur un gel SDS-PAGE natif pendant 6h30 à 90V et à 4°C, permettant de conserver 
la structure tridimensionnelle des protéines. Les gels sont ensuite rincés à l’eau distillée puis 
laissé toute la nuit à 4°C dans un tampon Tris-HCl (50 mM, pH 8) contenant 2% de caséine 
afin de permettre à ce substrat des protéases de pénétrer dans le gel. Le lendemain, le gel 
est placé à 25°C pendant 1h30 pour permettre la digestion de la caséine par les enzymes 
puis le gel est coloré au bleu de Coomassie. Le gel présente alors une forte coloration bleue 
liée à la présence de caséine non dégradée sauf au niveau des bandes contenant une ou 
plusieurs enzymes qui auront digéré la caséine et qui apparaitront blanches. Le gel est 
numérisé et la présence ainsi que l’intensité des bandes sont estimées à l’aide du logiciel 
ImageJ v.1.41o (Girish et Vijayalakshmi, 2004). Afin de faciliter la discussion et la visibilité 
des résultats, une représentation schématique des patrons de distribution des bandes 
obtenues est présentée (Figure 77). Les photographies des zymogrammes ainsi que les 
profils obtenus à l’aide du logiciel ImageJ sont disponibles en figures S1 et S2 de l’article VII 
respectivement. 





Figure 77. Représentation schématique synthétique des patrons de distribution des bandes obtenues 
par des zymogrammes réalisés sur les extraits enzymatiques des deux souches. Les profils sans 
inhibiteurs (I) ou avec du PMSF (II), du TLCK (III), du TPCK (IV) et de l’EDTA (V) sont indiqués. Les 
bandes sont annotées de la vitesse de migration la plus faible à la plus rapide, de E1 vers E6. Une 
étoile indique la bande observée chez les trois réplicats biologiques de la souche sensible mais 
absente des trois réplicats de la souche résistante. Le graphique de gauche représente l’intensité des 
bandes le long du gel mesuré pour le premier réplicat biologique de la souche LiTOX à l’aide du 
logiciel ImageJ. La présence des bandes dans les zymogrammes est indiquée ici par des bandes 
blanches alors qu’une inhibition partielle est indiquée par une bande grise. 
 Les zymogrammes ont permis de séparer six bandes différentes présentant des 
activités protéolytiques parmi les extraits enzymatiques des souches LiTOX et sensible 
(E1 à E6, Figure 77). Les bandes E1 et E2 ne sont que partiellement inhibées par le PMSF 
(environ 50% et 80% respectivement) indiquant soit qu’elles sont composées d’au moins 
deux classes d’enzymes différentes et seulement partiellement de protéases à sérine, soit 
que l’inhibition par le PMSF n’est pas maximale. La même expérimentation doit être réalisée 
avec des concentrations plus importantes de PMSF pour confirmer ces observations. La 
bande E3 est inhibée par le PMSF et le TPCK ce qui indique que cette bande est constituée 
de protéases à sérine de type trypsine. Aucun des inhibiteurs utilisés n’a induit de diminution 
ou de disparition de la bande E4, indiquant que la ou les enzymes qui la constituent ne sont 
ni des protéases à sérine, ni des métalloprotéases inhibables par l’EDTA. La bande E5 est 
complètement inhibée par le PMSF et est donc essentiellement constituée de protéases à 
sérine. L’inhibition de cette bande à l’aide des autres inhibiteurs est trop variable pour 
conclure sur la nature exacte des enzymes qui la composent. Enfin, la bande E6 est 
complètement inhibée par l’EDTA chez la souche LiTOX alors qu’elle ne l’est que 
partiellement (environ 20%) chez la souche sensible. Cela suggère que cette bande E6 est 
constituée d’au moins deux classes d’enzymes, dont l’une appartient aux métalloprotéases 
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et n’est pas retrouvée dans les profils des trois réplicats biologiques de la souche LiTOX. 
Ces enzymes non inhibées par l’EDTA, sous-représentées chez la souche LiTOX, sont peut-
être en partie responsable de la résistance au Bti. Un isolement et une caractérisation de ces 
enzymes sont nécessaires pour évaluer leur rôle dans le phénotype de résistance. 
(f) Conclusion sur l’implication des protéases dans 
la résistance au Bti 
Dans cette partie, nous avons montré que l’augmentation des activités des protéases 
à sérine et des métalloprotéases a un impact direct sur la vitesse d’activation de la protoxine 
Cry4Aa mais pas Cry4Ba ni Cry11Aa. Cela indique que la modification des activités 
protéolytiques chez la souche LiTOX n’affecte que l’activation de Cry4Aa, toxine pour 
laquelle la souche LiTOX montre le niveau de résistance le plus élevé (68-fois ; Figure 51, 
page 97). Ainsi, nos résultats montrent que la résistance par modification des protéases 
peut être un mécanisme toxine-spécifique contrairement à l’hypothèse couramment 
admise d’une résistance généraliste. Ces résultats indiquent également que la résistance par 
protéases ne permet pas d’expliquer la totalité de la résistance, notamment à Cry4Ba et 
Cry11Aa. La souche LiTOX a donc très probablement développé d’autres mécanismes de 
résistance, tels qu’une modulation de l’expression ou des modifications des récepteurs aux 
toxines Cry (Bonin et al., 2009; Paris et Despres, 2012; Tetreau et al., 2012a). 
b) Implication des récepteurs membranaires dans la 
résistance 
Pour déterminer si l’altération de récepteurs membranaires est à l’origine d’une partie 
de la résistance au Bti observée chez la souche LiTOX, la technique de « ligand blot » a été 
utilisée. La technique a été appliquée sur les premiers réplicats biologiques des BBMV des 
souches LiTOX et sensible précédemment utilisés pour les analyses DIGE (page 109). 





Figure 78. Principe de la technique de « ligand blot ». Les protéines des BBMV migrent en fonction de 
leur taille et de leur point isoélectrique (pI) (étape 1). Les points bleus représentent les protéines ayant 
migré dans le gel. Les toxines Cry se fixent à leurs récepteurs (étape 2) puis sont détectées par des 
anticorps anti-Cry (étape 3) qui seront révélés à l’aide d’un anticorps de détection, d’un réactif ECL et 
d’un film photographique (étape 4). Les points noirs représentent les protéines révélées par la 
technique de ligand blot. 
Dans un premier temps, les protéines sont séparées en fonction de leur pH et de leur 
taille par migration sur un gel 2D, tel que décrit précédemment (Figure 78, étape 1). Pour 
cette approche, nous avons utilisé des bandes de gels de 7cm pour la migration en fonction 
du point isoélectrique (pI) (au lieu de 18cm pour la technique DIGE), permettant de faire 
migrer trois réplicats techniques des mêmes BBMV sur le même gel pendant la seconde 
migration (en fonction de la taille). Ainsi, l’un sera utilisé pour colorer le gel et révéler 
l’intégralité des protéines présentes dans les BBMV par des ions argent tandis que les deux 
restants pourront être analysés en ligand blot pour chaque souche. La migration de tous les 
gels est réalisée simultanément dans la même cuve d’un système d’électrophorèse vertical 
Ettan DALTsix (GE Healthcare). Les gels sont mis en présence de toxines Cry qui vont se 
fixer aux récepteurs membranaires spécifiques (Figure 78, étape 2). Des anticorps 
spécifiques de la toxine Cry utilisée vont ensuite se fixer aux toxines Cry précédemment 
fixées sur certaines protéines (Figure 78, étape 3). Enfin, un anticorps de détection, couplé à 
une peroxydase (HRP), va se lier aux anticorps et dégrader le luminol présent dans le réactif 
chimioluminescence ECL (Thermo Fisher) pour produire de la lumière qui impressionnera un 
film photographique. Ainsi, à chaque protéine à laquelle sera fixée une toxine Cry, un spot 
apparaitra sur le film photographique tandis que les autres spots ne seront pas révélés 
(Figure 78, étape 4).  
 




Figure 79. Image du gel de protéine SDS-PAGE coloré aux ions argent et ligant blots de deux 
réplicats techniques réalisés avec la toxine Cry4Ba et du réplicat technique 1 réalisé avec la toxine 
Cry11Aa. Les échantillons sont déposés dans des bandes de gels de 7cm de diamètre au pH de 4 à 
7. Pour les ligant blot, les cercles rouges indiquent des spots présents dans l’ensemble des trois blots 
de la souche sensibles et absents chez la souche résistante. Les spots cerclés de jaunes 
n’apparaissent que chez un réplicat et/ou pour une seule toxine chez la souche sensible et sont 
absents chez la souche résistante (non reproductibles).  
 Les patrons de distribution des spots sont identiques pour les deux souches (Figure 
79, gel SDS-PAGE). Une série de quatre spots fixent de manière reproductible la toxine 
Cry4Ba chez la souche sensible mais ne la fixent plus chez la souche résistante, alors même 
que les spots sont présents chez les deux souches puisqu’ils sont révélés par la coloration 
aux ions argents des gels SDS-PAGE (Figure 79). Ces 4 spots présentent le même profil de 
fixation pour la toxine Cry11Aa. Ces résultats préliminaires montrent clairement que 
plusieurs protéines semblent avoir perdu leur capacité à fixer les toxines Cry4Ba et Cry11Aa 
chez la souche LiTOX. Ce résultat confirme les précédents travaux ayant décrit des 
récepteurs communs pour les deux toxines (Fernandez-Luna et al., 2010a; Likitvivatanavong 




et al., 2011b). Vu leur localisation groupée sur le gel, ces protéines doivent potentiellement 
appartenir à la même catégorie fonctionnelle. Cependant, ces travaux restent 
préliminaires et doivent être réalisés sur un deuxième réplicat biologique pour que les 
observations soient validées. De plus, la résistance de la souche LiTOX étant la plus élevée 
aux toxines Cry4Aa, les mêmes expérimentations sont nécessaires avec cette toxine pour 
voir si de nouveaux spots sont détectés et si les mêmes 4 spots semblent également 
impliqués. Ces travaux d’approfondissement sont actuellement en cours de réalisation par 
l’équipe de Michael Adang (Université de Géorgie, Etats-Unis). L’identification sera réalisée 
par spectrométrie de masse (Maldi TOF/TOF) tel que décrit pour la technique DIGE (page 
111) et confirmée en réalisant des Western Blot à l’aide d’anticorps spécifiques de certaines 
catégories de protéines (e.g. phosphatases alcalines, aminopeptidases). L’implication de 
l’altération de récepteurs membranaires dans la résistance sera également vérifiée en 
réalisant des test de fixation des toxines aux BBMV (« binding assays ») de larves 
résistantes et sensibles à l’aide de toxines radio-marquées (Oliveira et al., 2004; Moreira 
Beltrao et Neves Lobo Silva-Filha, 2007; Zhang et al., 2008). 
Une fois les récepteurs identifiés, les gènes correspondants seront séquencés au 
Laboratoire d’Ecologie Alpine afin de déceler d’éventuelles mutations non-synonymes dans 
la séquence permettant d’expliquer la non-fixation des toxines à la protéine. En parallèle 
sera réalisée une modélisation de la structure tridimensionnelle des deux versions de 
chaque protéine pour mieux comprendre l’implication des potentielles mutations détectées 
sur leur capacité de fixation des toxines Cry. Deux approches de validation de leur 
implication peuvent alors être envisagées. 
Les séquences des deux versions des récepteurs peuvent être clonées et exprimées in 
vitro dans des cellules d’insectes en culture (Dechklar et al., 2011; Thammasittirong et al., 
2011). Cette approche permet de caractériser précisément les capacités de fixation des 
toxines par ces récepteurs dans un système biologique, et non sur une membrane 
synthétique (cas des ligand blot). 
L’inhibition par ARN interférant de ces protéines chez des larves sensibles d’Ae. aegypti 
suivi de bioessais aux toxines testées séparément et avec du Bti commercial permettra de 
valider leur implication comme récepteur dans le mode d’action des toxines du Bti et l’impact 
de leur disparition dans le développement d’un phénotype de résistance. Plusieurs 
techniques d’ARN interférant ont déjà été développées et appliquées pour éteindre avec 
succès les gènes potentiellement impliqués dans la résistance au Bt chez les Lépidoptères 
mais également chez le moustique et étudier leur implication (Rajagopal et al., 2002; 
Sivakumar et al., 2007; Cancino-Rodezno et al., 2010; Terenius et al., 2011). Certaines de 
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ces techniques ont également été mises au point au laboratoire et peuvent être appliquées à 
notre problématique (Rodolphe Poupardin, communication personnelle). 
 Ces travaux peuvent permettre d’apporter la preuve qu’une résistance au Bti par 
mutation de récepteurs est possible chez les moustiques, malgré la présence de la toxine 
Cyt1Aa, et qu’elle peut être généraliste, c’est-à-dire affectant plusieurs toxines 
simultanément. De plus, la résistance par mutation de cible induit généralement des 
résistances très élevées ; or, ces travaux semblent montrer que la mutation de récepteurs 
peut induire des résistances modérées et différentes selon les toxines. Plusieurs explications 
peuvent être avancées : soit ces protéines ne sont pas des récepteurs principaux des 
toxines Cry, induisant ainsi une baisse modérée de la fixation des toxines à la membrane 
intestinale, soit la présence de la toxine Cyt1Aa empêche les larves de développer des 
résistances plus fortes, malgré la présence de récepteurs défaillants. Les travaux en cours 
permettront de répondre à ces questions et d’apporter des connaissances nouvelles et 
indispensables pour mieux comprendre le mode d’action du Bti ainsi que les mécanismes de 
résistances potentiels développés par les moustiques. 
En conclusion : 
Les études préliminaires montrent une différence de fixation des toxines Cry4Ba et 
Cry11Aa à au moins quatre protéines différentes entre la souche LiTOX et la souche 
sensible. Des expérimentations sont en cours pour leur caractérisation et la validation 
de leur implication dans la résistance. 
IV. Vers une meilleure compréhension des mécanismes de 
résistance au Bti chez le moustique 
A. Apport de l’étude de la souche LiTOX 
Dans ce chapitre, j’ai exposé la majorité des travaux ayant permis de mieux 
caractériser la résistance développée par la souche LiTOX, sélectionnée avec de la litière 
végétale contenant du Bti persistant. Après 30 générations de sélection, cette souche 
présente un niveau de résistance modéré au Bti (3,5 fois) mais plus élevé aux toxines 
testées séparément, notamment pour la toxine Cry4Aa avec un rapport de résistance de 68 
fois. 
Les approches globales ont permis de faire ressortir une résistance multigénique, 
avec des mécanismes potentiellement impliqués à toutes les étapes du mode d’action du Bti, 
de l’ingestion jusqu’à l’infection. Le caractère multigénique de la résistance au Bti était 




attendu, connaissant la variété des toxines présentes dans son cristal et la complexité de 
son mécanisme d’action.  
L’analyse des activités enzymatiques ainsi que de leur impact sur la vitesse 
d’activation des toxines du Bti a montré que l’augmentation des activités des protéases à 
sérine et des métalloprotéases peut avoir un impact direct sur l’augmentation de la vitesse 
d’activation de la protoxine Cry4Aa mais pas des protoxines Cry4Ba et Cry11Aa. Ces 
résultats montrent que la résistance par altération des enzymes digestives, usuellement 
caractérisée de généraliste, pourrait aussi entrainer des résistances spécifiques à 
certaines toxines Cry, telles que Cry4Aa. Des modifications ont également été détectées au 
niveau des protéases contenues dans les extraits enzymatiques de la lumière intestinale des 
larves de la souche LiTOX. Cependant, il est difficile de déterminer quels sont les facteurs 
réellement impliqués dans la résistance et quels sont ceux développés pour compenser un 
coût important de la résistance. Une caractérisation plus approfondie de ces protéases est 
nécessaire pour infirmer/confirmer nos résultats. Ces résultats confirment néanmoins le 
caractère multigénique de la résistance, l’altération des activités enzymatiques 
n’expliquant qu’une partie de la résistance. 
 Enfin, les études préliminaires réalisées sur les protéines intestinales de larves de la 
souche LiTOX comparée à la souche sensible ont permis de faire ressortir au moins quatre 
protéines fixant différentiellement les toxines Cry4Ba et Cry11Aa entre les deux souches. Le 
mécanisme de résistance par mutation de la cible doit être validé par d’autres approches 
complémentaires. Ces résultats suggèrent néanmoins que la résistance par mutation de 
récepteurs peut entrainer des résistances croisées entre toxines phylogénétiquement 
éloignées.  
 La résistance au Bt par altération des enzymes et/ou par mutation de récepteurs est 
connue pour entrainer de nombreux coûts sur la valeur sélective des insectes résistants 
(Oppert et al., 2000; Carriere et al., 2006; Gassmann et al., 2009). La souche LiTOX ne 
déroge pas à la règle. L’étude de 15 différents paramètres physiologiques et 
développementaux a permis de faire ressortir une survie moindre des œufs de la souche 
LiTOX ainsi qu’un temps de développement plus important des larves couplé à un temps 
d’émergence plus long des mâles et des femelles adultes (Paris et al., 2011a).  
 L’ensemble de ces résultats fait ressortir une résistance au Bti complexe, 
combinant des mécanismes de résistance spécifiques et généralistes, n’induisant que 
des niveaux de résistance modérés malgré un nombre relativement important de 
générations de sélection et induisant de nombreux coûts sur la valeur sélective des 
individus résistants. Tous ces paramètres sont encourageants pour l’avenir du Bti en tant 
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qu’insecticide. Les gestionnaires, tels que les EIDs en France, doivent prendre en compte 
les résultats de ces travaux pour gérer les populations en profitant du temps de latence et 
des coûts importants de la résistance pour empêcher son apparition et son implantation en 
milieu naturel. 
B. Décortiquer la résistance au Bti 
En sélectionnant des individus avec la litière toxique contenant du Bti avec des 
proportions de toxines Cry et Cyt modifiées, il est difficile de maitriser les différentes 
pressions de sélection exercées sur les larves. De plus, on ne sait pas quelles sont les 
influences respectives des différentes toxines sur le phénotype de résistance observé. Afin 
de décortiquer la résistance induite par chacune des toxines Bti, des souches de 
moustiques Ae. aegypti ont été sélectionnées aux toxines Cry du Bti séparément. 
Pour cela, nous avons mélangé 750 adultes de la souche LiTOX (30%) avec 1250 
individus de la souche sensible (70%) afin de créer une souche composite, nommée LS. 
Cette souche possède ainsi les allèles de résistance de la souche LiTOX en faibles 
proportions et possède également une forte diversité génétique globale issue de la souche 
sensible, permettant une adaptation à toute une gamme de pressions de sélection 
différentes. Cette souche a été stabilisée pendant une génération sans sélection afin de 
favoriser les croisements entre les deux souches. Des bioessais ont ensuite été réalisés 
selon le protocole décrit précédemment (page 95) pour mesurer les niveaux de résistance 
aux deux générations successives (Figure 80).  
 
Figure 80. LC50 mesurées à 48h pour les toxines Cry4Aa, Cry4Ba et Cry11Aa de la souche sensible 
(blanc) et LS à la génération 0 (issue des croisements LiTOX-sensible) (gris clair) et à la génération 1 
(gris foncé). Les rapports de résistances (RR50) sont indiqués au-dessus des histogrammes 
correspondants. Erreurs : intervalles de confiance à 95% calculés à l’aide de l’analyse Probit.  




 Les larves issues du croisement entre la souche sensible et la souche LiTOX 
présentent encore une résistance significative mais faible aux trois toxines testées mais cette 
résistance disparaît dès la génération suivante (Figure 80). 
 Les larves de la génération 1 de la souche LS ont été sélectionnées à Cry4Aa 
(souche LR4A), Cry4Ba (souche LR4B), ou Cry11Aa (souche LR11). Les protoxines 
utilisées pour les sélections sont sous la forme d’une suspension de cristaux et de spores, 
produites en Nutrient Agar. Ces souches ont actuellement été sélectionnées pendant 13 
générations successives. Les niveaux de résistance aux générations 2, 3, 4, et 8 sont 
présentés (Figure 81). 
 
Figure 81. Rapports de résistance (RR50) des souches LR4A (vert) à la toxine Cry4Aa, LR4B (violet) à 
la toxine Cry4Ba et LR11 (rouge) à la toxine Cry11Aa par rapport à la souche sensible pour les 
générations de sélection n°2, 3, 4 et 8. Les valeurs de RR50 sont indiquées au-dessus des 
histogrammes correspondants. 
 Au fil des générations de sélection, la résistance a augmenté, jusqu’à atteindre des 
niveaux de 4,8, 4,31 et 2,79 fois à la génération 8 des souches LR4A, LR4B et LR11 à la 
toxine utilisée pour leur sélection respectivement (Figure 81). Par manque de temps, je n’ai 
malheureusement pas encore pu réaliser de bioessais sur les générations les plus récentes 
de ces trois souches. Cependant, la quantité de toxine utilisée pour sélectionner ces 
souches a nettement augmenté depuis quelques générations de sélection, indiquant une 
importante augmentation de la résistance. La sensibilité de chacune des trois souches sera 
également testée aux trois toxines Cry du Bti pour détecter de potentielles résistances 
croisées. 
 De telles sélections ont déjà été réalisées chez le moustique Culex quinquefasciatus 
(Georghiou et Wirth, 1997; Wirth et al., 2010b). Cependant, les bases moléculaires de la 
résistance développée par ces souches n’ont jamais été étudiées. De plus, C. 
quinquefasciatus est une espèce à génération continue (œufs non stockables), entrainant 
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souvent un mélange des populations « mères » sélectionnées et « filles » non-sélectionnées. 
Ainsi, la sélection n’est réalisée que toutes les trois générations, entrainant une stabilisation 
et même une baisse des niveaux de résistance mesurés chez ces souches après plus de 30 
générations de sélection (Brian Federici, communication personnelle). Les souches LR4A, 
LR4B et LR11 représentent donc une opportunité rare de pouvoir étudier précisément 
comment les moustiques peuvent résister à chacune des toxines du Bti. Les mécanismes de 
résistance développés par la souche LiTOX seront recherchés chez ces trois souches pour 
voir si la sélection aux toxines séparées a permis de re-sélectionner les mêmes mécanismes 
pour au moins une des trois toxines. De plus, nous chercherons les mécanismes de 
résistance propres à chaque toxine ainsi que les mécanismes partagés entre les toxines par 
des approches globales puis fonctionnelles. Une sélection au Bti est également envisagée 
sur le long terme pour s’affranchir de l’influence potentielle de la litière et valider/infirmer les 
mécanismes précédemment décrits chez la souche LiTOX. Une telle connaissance 
permettra de mieux comprendre les processus complexes qui permettent d’aboutir à une 
résistance multigénique issue d’une pression de sélection multiple. 
 L’ensemble de ces travaux permettra de mieux comprendre comment les moustiques 
peuvent développer des résistances au Bti. Une fois le(s) mécanisme(s) impliqué(s) 
caractérisé(s), nous pourrons développer des outils diagnostics pour détecter une 
résistance dans les stades précoces de son apparition en populations naturelles en ciblant 
les gènes/protéines connus pour induire la résistance. De tels outils existent déjà pour les 
insecticides chimiques (e.g. test ciblant la mutation kdr) et ont permis de suivre l’apparition 
de résistances dans de nombreuses études réalisées sur des populations naturelles de 
moustiques (Matambo et al., 2007; Marcombe et al., 2009; Lima et al., 2011). L’objectif est 
donc de développer des tests similaires pour le Bti qui permettront un suivi de l’apparition de 
résistance dans des populations naturelles de moustiques. Cependant, ces outils sont 
complémentaires et ne peuvent remplacer la recherche de résistance par bioessais, déjà 
réalisée en routine par les gestionnaires. 




Chapitre III :  
Recherche de résistance au Bti chez le 
moustique en populations naturelles 
I. Rechercher une résistance en populations naturelles 
A. Les bioessais : une approche simple mais contraignante 
Lorsque l’on cherche à mettre en évidence une résistance aux insecticides en milieu 
naturel, une approche évidente consiste à réaliser des bioessais sur des individus 
échantillonnés dans des populations naturelles (Sivasupramaniam et al., 2007). Cette 
approche est souvent à la base d’études approfondies sur les mécanismes moléculaires 
responsables de la résistance (Marcombe et al., 2009). Des bioessais ont été réalisés sur de 
nombreuses populations naturelles d’insectes de différentes espèces pour rechercher des 
résistances aux insecticides chimiques (Ocampo et al., 2011; Shin et al., 2011; Silva et al., 
2011; Springate et Colvin, 2012) mais également à certains insecticides biologiques tels que 
Bacillus sphaericus (Su et Mulla, 2004; Silva et al., 2008; Akiner et al., 2009) et des sous-
espèces de Bacillus thuringiensis (Tabashnik et al., 1990; Gao et al., 2010; Tabashnik et 
Carriere, 2010; Alcantara et al., 2011; Gassmann et al., 2011). La résistance au Bti a 
également été recherchée à plusieurs reprises dans des populations naturelles de 
moustiques (Liu et al., 2004a; Liu et al., 2004b; Vasquez et al., 2009; Loke et al., 2010; 
Kamgang et al., 2011) mais seule une étude a conclu à une résistance chez une population 
de Culex pipiens à New York (Paul et al., 2005). Cependant cette étude est très critiquable, 
notamment à cause du choix de la souche de référence. 
B. Quid du choix de la référence ? 
Lorsque l’on réalise un bioessai, il est nécessaire de posséder une population/souche 
de référence pour pouvoir calculer des rapports de résistance des populations/souches à 
tester. Généralement, les études utilisent comme référence des individus issus d’une 
souche de laboratoire de la même espèce, sensible à l’insecticide étudié. Cette approche 
n’est adaptée que si cette souche provient de populations géographiquement proches de 
celles à tester (même fond génétique) et si elles ont été échantillonnées récemment. Dans le 
cas contraire, les résultats obtenus peuvent ne refléter qu’une différence de tolérance 
naturelle entre les deux populations et non une réelle résistance sélectionnée sur le terrain. 
Thèse de Doctorat  - Chapitre III 
150 
 
C’est certainement le cas de l’étude de Paul et al. (2005) où la souche de référence est une 
souche sensible de laboratoire échantillonnée en Californie en 1950 (Georghiou et al., 1966) 
et possédant probablement un fond génétique très différent des populations New-
Yorkaises actuelles de Culex pipiens.  
De plus, les résultats de bioessais à partir de populations naturelles sont souvent très 
variables, due à une forte hétérogénéité intra- et inter-populationnelle (âge, taille, sexe, etc.) 
et à l’influence de facteurs environnementaux conduisant à des variations phénotypiques 
entre populations. En effet, les larves prélevées directement dans l’environnement peuvent 
avoir été exposées à certains xénobiotiques tels que des polluants (Riaz et al., 2009), à des 
polyphénols naturels (Gibson et al., 1995; Isayama et al., 2011) ou à certains paramètres, 
comme la température (Asano, 2004), qui peuvent influer sur leur sensibilité. Pour pallier à 
ce problème, une solution consiste à collecter des individus sur le terrain (génération 0) puis 
à les laisser se reproduire et élever leur descendance au laboratoire en conditions contrôlées 
(génération 1) avant de procéder aux bioessais sur des individus homogènes entre 
populations. Cette stratégie permet de s’affranchir de l’influence du milieu et permet 
également de diminuer la variabilité des résultats. Cependant, ces deux dernières approches 
(souche de laboratoire et « génération 1 ») ne sont envisageables que pour certaines 
espèces modèles dont l’élevage est possible en laboratoire. Ce n’est malheureusement pas 
le cas pour de nombreuses espèces de moustiques dont la plupart sont eurygames, i.e. 
nécessitant beaucoup d’espace pour leur accouplement (Carron, 2007). 
Dans ce contexte, une approche alternative consiste à comparer des populations 
traitées de manière récurrente avec un insecticide avec des populations n’ayant jamais 
été en contact avec cet insecticide (ou un insecticide de la même famille) et suffisamment 
éloignées géographiquement pour ne pas subir d’évènements migratoires d’individus 
provenant de zones traitées. L’inconvénient de cette approche est que l’on ne peut pas 
réellement parler de résistance, la sensibilité des populations non traitées n’étant pas 
avérée. Pour pouvoir vérifier que l’on observe une résistance et non une tolérance naturelle, 
il est nécessaire d’effectuer un suivi sur plusieurs années. Ainsi, si la pression insecticide 
est constante et que l’on est réellement en présence de résistance, celle-ci devrait 
augmenter en fonction du temps (Janmaat et Myers, 2003; Tabashnik et Carriere, 2010).  




II. Rechercher une résistance cryptique au Bti 
A. Synopsis de l’étude 
Nous avons vu que la souche LiTOX présentait une faible résistance au Bti mais une 
résistance beaucoup plus importante aux toxines Cry testées séparément. De ce fait, la 
résistance aux toxines individuelles est détectable avant que la résistance au Bti ne soit 
suffisamment importante pour être détectée par des bioessais. Ainsi, les bioessais au Bti ne 
sont probablement pas assez sensibles pour détecter une résistance au Bti en train 
d’apparaître en populations naturelles. C’est pour cela que nous avons testé des 
populations de moustiques à l’aide des toxines individuelles du Bti pour détecter 
d’éventuelles résistances cryptiques au Bti. Des bioessais au Bti ont également été réalisés 
comme contrôle. Les bioessais ont été réalisés sur des populations échantillonnées dans la 
région Rhône-Alpes. En effet, le Bti étant utilisé régulièrement depuis plus de 20 ans dans la 
région, cette zone géographique semble propice pour étudier la résistance sur le terrain. 
L’ensemble de cette étude a été réalisée avec l’aide de Renaud Stalinski lors de son stage 
de Master I BEE (Figure 82).  
 
Figure 82. Protocole de recherche de la résistance au Bti en populations naturelles incluant une 
prospection des gîtes traités et non traités, l’échantillonnage des populations, une étape de croissance 
des larves jusqu’au stade 4 précoce, une identification à la loupe binoculaire puis des bioessais pour 
mesurer leur tolérance au Bti et aux différentes toxines Cry. 
Dans un premier temps, les gîtes traités et non traités ont été recherchés puis 
échantillonnés. Les informations sur le gîte (accès, modalité de traitement, faune compagne, 
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paramètres physico-chimiques) sont relevées et reportées sur une fiche d’échantillonnage 
(Annexe V). Les larves échantillonnées n’étant pas calibrées, i.e. de stades larvaires très 
différents, il était nécessaire de les laisser grandir jusqu’à atteindre le stade 4 précoce afin 
de pouvoir comparer les populations entre elles, testées au même stade de développement. 
Chacune des larves utilisées a été identifiée à l’aide d’une loupe binoculaire et grâce à une 
clé de détermination présentée dans l’ouvrage Mosquitoes and their control de Becker et al. 
(2010). 
B. Espèces étudiées 
Au total, 8 espèces ont été échantillonnées entre Mars et Juin 2010 : six espèces 
d’Aedes (Ae. cantans, Ae. cataphylla, Ae. cinereus, Ae. rusticus, Ae. sticticus et Ae. vexans), 
une espèce de Culex (Culex pipiens) et une espèce de Culiseta (Culiseta annulata) (Figure 
83). 
 
Figure 83. Espèces échantillonnées ainsi que leur date de mise en eau approximative (bleu, la date 
de mise en eau peut varier d’une année sur l’autre) et les périodes où on les retrouve aux stades 
larvaires (vert) et imaginaux (hachuré vert). Source : EID Rhône-Alpes, reproduit avec l’autorisation de 
Delphine Rey. 
Les individus d’Ae. rusticus passent l’hiver au stade larvaire. Ils sont de taille plus 
importante que les individus des autres espèces (environ 10mm au stade 4 contre 6mm pour 
les autres espèces d’Aedes). Ce sont les premières larves à pouvoir être échantillonnées. 
Etant généralement la seule espèce présente dans le milieu, leur identification est rapide, 
facilitant la réalisation des bioessais. Lors de nos prélèvements, nous avons obtenu 
quelques larves d’Ae. cantans et d’Ae. cataphylla mais leur effectif était trop faible pour 
pouvoir les tester en bioessais. 




Contrairement aux Aedes de printemps, les Aedes d’été peuvent avoir plusieurs 
générations par an, dû au nombre parfois important de mises en eau des gîtes à 
moustiques. Ainsi, lors d’une saison particulièrement pluvieuse, certaines espèces comme 
Ae. sticticus peuvent avoir jusqu’à sept générations par an. Enfin, nous avons également 
échantillonné des larves de Culex pipiens au niveau de gîtes en eau permanente, tels que 
des bassins de lagunage. 
C. Prospection et échantillonnage des larves 
L’échantillonnage a été effectué en étroite collaboration avec les responsables 
scientifiques et les agents de démoustication de l’EID Rhône-Alpes afin de localiser les gîtes 
à moustiques récemment mis en eau pour pouvoir prélever les larves avant que les 
traitements insecticides ne soient effectués. Un total de 54 missions d’échantillonnage dans 
32 gîtes différents (22 traités et 10 non traités) ont été réalisées (Figure 84).  
 
Figure 84. Gîtes visités et échantillonnés dans la région Rhône-Alpes. Les gîtes visités mais non 
échantillonnés sont indiqués par des cercles bleus (non traités) ou rouges (traités). Les gîtes 
échantillonnés et utilisés dans les bioessais sont indiqués par des ronds pleins bleus (non traités) ou 
rouges (traités). Pour les gîtes échantillonnés, le nom de la population est indiqué. P03 & P16, Saint-
Maurice de Gourdans (bois de l’Aberu) ; P05, Cormoz (Château-Gaillard) ; P14, Rumilly ; P17, Saint-
Jean de Niost ; P18, Chantemerle (Archine) ; P20 & P42, Culoz ; P27, Sarennes (Bassey) ; P30, 
Saint-Quentin sur Isère (fossé des moutons) ; P36, Tizin (pré Borel) ; P40, Saint-Maurice de Gourdans 
(marais) ; P44, Saint-Quentin sur Isère (digue) ; P46 & P48, Vernis (Libellule) ; P47, Saint-Quentin sur 
Isère (lagunage) ; P51, Lavours (terrière) et P52, Albens (moulin). Source du fond de carte : 
http://www.architectes-conseils.fr/regions/region-rhone-alpes.  
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Parmi les 22 gîtes traités, 12 avaient produit suffisamment de larves pour être  
échantillonnés. Réciproquement, seulement 5 gîtes non traités sur les 10 visités ont pu être 
utilisés. Les gestionnaires traitant la grande majorité des gîtes produisant des quantités 
importantes de moustiques, il est très difficile de trouver des gîtes non traités produisant 
suffisamment de larves pour les bioessais. Cela explique le faible nombre de gîtes non 
traités trouvés et échantillonnés. Ainsi, un total de 18 prélèvements dans 17 gîtes 
différents ont été réalisés et ont été utilisés pour les bioessais (Figure 84). 
D. Mesure de la tolérance des populations au Bti et aux toxines Cry 
1. Méthode employée 
Une fois les larves échantillonnées, elles sont rapportées avec précaution au 
laboratoire puis transvasées dans des aquariums. Cette étape permet de séparer les larves 
des nombreux débris végétaux et des autres insectes non souhaités présents dans le 
prélèvement. Les larves triées sont ensuite transférées dans des bacs avec une nouvelle 
eau afin d’éliminer les effets liés aux xénobiotiques (composés naturels et/ou polluants) 
potentiellement présents dans l’eau des gîtes et qui pourraient influencer les résultats. Si les 
larves sont de stades 1 à 3, elles sont maintenue dans les bacs jusqu’à ce qu’elles atteignent 
le stade souhaité (stade 4 précoce).  
Deux approches différentes ont été envisagées pour mesurer la tolérance des larves 
de moustiques échantillonnées, dépendant de la quantité de larves disponibles dans le gîte : 
Lorsque la quantité de larves était importante, les bioessais ont été réalisés comme décrit 
précédemment (page 95) en exposant des larves à une gamme de concentration croissante 
pour calculer les LC50. Les larves étant prélevées dans des gîtes naturels, de nombreux 
paramètres peuvent influer sur leur tolérance et entrainer une forte variabilité des résultats. 
Pour cela, il est nécessaire de réaliser un nombre suffisant de réplicats (4) pour un nombre 
suffisamment important de doses testées (7). Cette approche présente l’inconvénient de 
nécessiter une quantité très importante de larves pour tester les trois toxines Cry et le Bti 
(>2000 larves). Lorsque la quantité de larves était assez importante mais pas suffisante pour 
tester toutes les toxines (entre 1000 et 2000 larves), nous n’avons testé qu’une à deux 
toxines Cry et le Bti. 
Lorsque la quantité de larves était limitée (entre 500 et 1000 larves), nous avons opté 
pour une stratégie basée sur des doses diagnostiques. Cette approche est déjà largement 
utilisée pour les insecticides chimiques chez le moustique (Ranson et al., 2009; Fonseca-
Gonzalez et al., 2010) et les doses diagnostiques à utiliser pour certains insecticides sont 




spécifiées par l’OMS (OMS, 1998). Généralement, ces doses sont choisies pour entrainer 
une forte mortalité (70 à 80%) dans une population sensible à l’insecticide testé. Ainsi, si une 
résistance est présente, on observera une diminution significative de la mortalité. Dans notre 
contexte, ne connaissant pas la tolérance des moustiques sensibles, nous avons sélectionné 
deux doses diagnostiques autour de la LC50, c’est-à-dire induisant environ 40% et 70% de 
mortalité chez la souche sensible de laboratoire Ae. aegypti Bora-Bora. 
 Pour les deux approches, les gobelets ont été placés dans une enceinte à une 
température de 17°C et la mortalité des larves a été mesurée après 48h d’exposition aux 
toxines Cry ou au Bti. Pour chaque bioessai, la taille d’une vingtaine de larves a été mesurée 
afin de prendre en compte ce facteur lors de l’analyse comparative de la tolérance. Des 
contrôles (larves non exposées au Bti ni aux toxines du Bti) ont également été réalisés pour 
chaque bioessai dans les mêmes conditions. 
 Pour chaque population de chaque espèce, les individus ayant toléré les doses 
les plus importantes de Bti ou de toxines séparées de Bti ont été récupérés et 
conservés à -20°C dans de l’éthanol à 95%. De plus, un pool de 20 individus pris 
arbitrairement dans la population a également été récupéré et conservé. Lorsque l’outil 
diagnostique ciblant le(s) allèle(s) de résistance au Bti aura été caractérisé, nous 
disposerons alors de données de bioessais au Bti et aux toxines testées séparément et nous 
pourrons tester la présence des allèles de résistance directement sur ces individus tolérants 
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2. Résultats des bioessais et discussion 
a) Analyse globale 
Tableau 13. Synthèse du nombre de gîtes où au moins une des 8 espèces étudiées a été trouvée 
ainsi que ceux pour lesquels les bioessais ont pu être réalisés. Les raisons pour lesquelles les 
bioessais n’ont pas pu être effectués sur les autres populations sont également indiquées. 
  Bioessais réalisés  Populations non analysables 












élevé   
Ae. cantans 11 0 0  9 2 0 
Ae. cataphylla 5 0 0  5 0 0 
Ae. cinereus 3 0 0  1 1 1 
Ae. rusticus 15 3 0  12 0 0 
Ae. sticticus 14 3 0  8 3 0 
Ae. vexans 12 3 2  6 0 1 
Culex pipiens 6 0 0  4 2 0 
Culiseta annulata 5 0 1   4 0 0 
Total 71 9 3  49 8 2 
 
 Sur les 71 populations naturelles de moustiques identifiées lors des missions 
d’échantillonnage, 59 (83%) n’étaient pas analysables (Tableau 13). Au total, aucune 
donnée sur la tolérance des populations d’Ae. cantans, Ae. cataphylla, Ae. cinereus et Culex 
pipiens n’a pu être obtenue dans cette étude. Dans plus de 69% des cas, les espèces ne 
sont représentées dans les gîtes que par un nombre restreint d’individus et cet effectif est 
généralement trop faible pour pouvoir réaliser des bioessais, même avec des doses 
diagnostiques (Tableau 13). Ces résultats illustrent bien le caractère laborieux du travail de 
terrain, dû à la difficulté de trouver des gîtes produisant des larves dans des quantités 
suffisamment importantes. Caractéristique de la région Rhône-Alpes, les gîtes à 
moustiques sont généralement très dispersés dans les sous-bois et de taille plutôt modérée, 
limitant la possibilité d’échantillonner des populations de larves calibrées en quantités 
importantes. 
b) Comparaisons intra- et inter-populations  
Pour toutes les espèces testées, les LC50 ont été calculées à l’aide du module ‘dose’ 
du logiciel XLSTAT v.2009.4.06 (Addinsoft), tel que décrit en Annexe II. 




(1) Comparaison des populations d’Aedes rusticus 
La tolérance aux toxines Cry et au Bti des trois populations échantillonnées d’Ae. 
rusticus (P3, P5 et P14) a été mesurée (Figure 85). Les distances approximatives à vol 
d’oiseau entre les populations sont de 70 km, 58 km et 85 km respectivement pour les 
distances P3-P5, P3-P14 et P5-P14. 
 
Figure 85. LC50 calculées à 48h pour les populations naturelles P3, P5 et P14 d'Aedes rusticus 
exposées à des concentrations croissantes de toxine Cry4Aa, Cry4Ba, Cry11Aa et de Bti commercial 
Vectobac WG. Les différences sont significatives lorsque les intervalles de confiance à 95% calculées 
à l’aide de l’analyse probit sont non chevauchants. NS, non significatif, *, significatif (p<0,05). Les 
populations non traitées au Bti sont indiquées en bleu et les populations traitées en rouge.  
 Alors que les trois populations présentent des sensibilités au Bti et à Cry4Ba 
similaires, la population non traitée P14 est significativement 1,77 fois plus tolérante à 
Cry4Aa que les populations traitées P3 et P5 (calculé sur la moyenne des deux populations) 
(Figure 85). La population P5 est significativement 1,72 fois plus tolérante à Cry11Aa que la 
population P14. Même significatifs, ces rapports de tolérance restent très faibles et ne 
semblent refléter que des variations de tolérance naturelles entre populations et non une 
réelle résistance sélectionnée par les traitements insecticides. 
(2) Comparaison des populations d’Aedes sticticus 
La tolérance aux toxines Cry et au Bti des trois populations échantillonnées d’Ae. 
sticticus (P16, P20 et P52, toutes 3 traitées) a été mesurée (Figure 86). Les distances 
approximatives à vol d’oiseau entre les populations sont de 45 km, 58 km et 14 km 
respectivement pour les distances P16-P20, P16-P52 et P20-P52. 




Figure 86. LC50 calculées à 48h pour les populations naturelles P16, P20 et P52 d'Aedes sticticus 
exposées à des concentrations croissantes de toxine Cry4Aa, Cry4Ba, Cry11Aa et de Bti commercial 
Vectobac WG. Les différences sont significatives lorsque les intervalles de confiance à 95% calculées 
à l’aide de l’analyse probit sont non chevauchants. NS, non significatif, *, significatif (p<0,05). Les 
populations, toutes traitées au Bti, sont indiquées en rouge. 
 Les trois populations testées présentent des sensibilités similaires au Bti. Seule la 
population P52 est 3,5 et 8 fois plus tolérante aux toxines Cry4Aa et Cry11Aa 
respectivement (calculé par rapport à la moyenne des LC50 des populations P16 et P20) 
(Figure 86). Les populations d’Ae. sticticus présentent des niveaux de tolérance identiques 
au Bti alors que la tolérance de la population P52 est plus forte à certaines toxines 
testées séparément, pouvant indiquer qu’une résistance cryptique au Bti est en train d’être 
sélectionnée dans cette population. Ce gîte est formé par un fossé situé derrière un moulin 
abandonné et est localisé à proximité de gîtes traités et non traités. Le régime de traitement 
insecticide appliqué est identique pour les trois gîtes. Ainsi, aucune caractéristique évidente 
du gîte ne permet d’expliquer cette différence de tolérance. Pour vérifier ces observations, 
des bioessais doivent être réalisés sur plusieurs années pour voir si la tolérance se maintient 
et si elle progresse lorsque les populations sont soumises à une pression insecticide 
continue. 
(3) Comparaison des populations d’Aedes vexans 
La tolérance aux toxines Cry et au Bti des trois populations échantillonnées d’Ae. 
sticticus (P18, P20 et P44, toutes 3 traitées) a été mesurée (Figure 87). Les distances 
approximatives à vol d’oiseau entre les populations sont de 21 km, 45 km et 66 km 
respectivement pour les distances P18-P20, P18-P44 et P20-P44. 






Figure 87. LC50 calculées à 48h pour les populations naturelles P18, P20 et P44 d'Aedes vexans 
exposées à des concentrations croissantes de toxine Cry4Aa, Cry4Ba, Cry11Aa et de Bti commercial 
Vectobac WG. Les différences sont significatives lorsque les intervalles de confiance à 95% calculées 
à l’aide de l’analyse probit sont non chevauchants. NS, non significatif, *, significatif (p<0,05). Les 
populations, toutes traitées au Bti, sont indiquées en rouge. 
Les trois populations testées présentent des sensibilités similaires au Bti. Seule la 
population P44 est 2,5 fois plus tolérante à la toxine Cry11Aa que la population P20 (Figure 
87). Il est probable que nous soyons dans le même cas de figure que pour les populations 
d’Ae. rusticus, la population P44 présentant une tolérance naturelle plus importante à 
Cry11Aa, ne reflétant pas nécessairement une résistance sélectionnée par les traitements 
insecticides. 
 
Figure 88. Mortalité calculée à 48h pour les populations naturelles P30 et P42 d'Aedes vexans 
exposées à des doses diagnostics de toxine Cry4Ba (16,3 ng/mL), Cry11Aa (32,5 ng/mL) et de Bti 
commercial Vectobac WG (0,1 µg/mL). Les différences ont été testées statistiquement à l’aide d’un 
test de Wilcoxon. NS, non significatif. Les populations, toutes traitées au Bti, sont indiquées en rouge. 
Distance approximative à vol d’oiseau entre P30 et P42 : 66 km. 
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 Aucune différence significative de tolérance n’a été détectée entre les populations 
P30 et P42 testées à l’aide de doses diagnostiques de Cry4Ba, Cry11Aa et de Bti 
commercial (Figure 88). 
(4) Comparaisons inter-espèces 
Tableau 14. A. Moyenne des LC50 calculées sur l'ensemble des populations d'Ae. rusticus, Ae. 
sticticus ou Ae. vexans exprimées en ng/mL pour les toxines Cry4Aa, Cry4Ba et Cry11Aa et en µg/mL 
pour le Bti Vectobac WG. La taille moyenne des larves, mesurée sur 15 individus par population, ainsi 
que l’écart type sont mesurés. B. Les rapports de tolérance pour chacune des toxines Cry et pour le 
Bti Vectobac WG ont été calculés pour les trois espèces testées. Les rapports de taille larvaire entre 
espèces ont également été calculés. 





Cry4Aa Cry4Ba Cry11Aa Bti 
 Ae. rusticus 10,6 ± 0,8 262,7 60,9 106,9 2,03 
 Ae. sticticus 6,3 ± 0,9 14,8 8,9 15,7 0,11 
 Ae. vexans 6,2 ± 0,6 67,6 13,5 27,1 0,11 
       
B.   Rapports de tolérance 
 Rapport esp1/esp2 Taille Cry4Aa Cry4Ba Cry11Aa Bti 
 Ae. rusticus / Ae. sticticus 1,7x 17,8x 6,8x 6,8x 18,5x 
 Ae. rusticus / Ae. vexans 1,7x 3,9x 4,5x 3,9x 18,5x 
 Ae. vexans / Ae. sticticus 1,0x 4,6x 1,5x 1,7x 1,0x 
 
 Ae. rusticus est une espèce naturellement 3,9 à 18,5 fois plus tolérante que les deux 
autres espèces d’Aedes testées aux toxines Cry et au Bti commercial (Tableau 14). Cette 
différence est essentiellement liée à la différence de taille (+70%) des larves d’Ae. rusticus 
par rapport aux larves d’Ae. vexans et d’Ae. sticticus au même stade larvaire (stade 4), 
comme le montre une analyse de covariance prenant la taille de la larve comme covariable. 
Les espèces Ae. vexans et Ae. sticticus présentent globalement des tolérances similaires, 
excepté pour la toxine Cry4Aa pour l’espèce Ae. vexans qui est 4,6 fois plus tolérante qu’Ae. 
sticticus. Ces résultats confirment les observations des gestionnaires EID qui doivent utiliser 
des doses opérationnelles de Bti plus importantes pour contrôler aussi efficacement les 
populations d’Ae. rusticus que celles des autres Aedes. 
E. Vers le développement d’un outil de détection de la résistance 
au Bti 
Dans le cadre d’une étude sur des populations naturelles, nous avons montré que les 
tests réalisés avec des toxines Cry montrent une sensibilité plus importante que les 
bioessais au Bti. Ainsi, la population d’Ae. sticticus P52 présente une tolérance accrue pour 




Cry4Aa et Cry11Aa sans qu’aucune augmentation de la tolérance au Bti commercial ne soit 
détectée. Ces résultats sont encourageants pour poursuivre le développement de cet outil et 
élargir son application à d’autres espèces de la région Rhône-Alpes (Ae. cantans, etc.), 
méditerranée (Ae. detritus, Ae. caspius, etc.) mais également sur des espèces vectrices de 
maladies telles qu’Ae. aegypti, Ae. albopictus, Culex pipiens, etc.  
Dans ce contexte, la méthode des doses diagnostiques de toxines Cry semble 
plus adaptée que la détermination de LC50. Cette méthode nécessitant moins de larves, elle 
peut donc être appliquée à un plus grand nombre de gîtes, permettant ainsi d’augmenter le 
nombre de réplicats afin d’obtenir des valeurs de mortalité plus fiables. De plus, les 
suspensions de spores/cristaux utilisées dans ces tests peuvent être aliquotées et 
conservées à -20°C pendant plusieurs années pour permettre de tester dans des conditions 
standardisées de nombreuses populations et de suivre leur évolution au cours du temps. Les 
tests réalisés sur d’autres populations permettront d’affiner ces doses diagnostiques pour 
proposer aux gestionnaires un outil plus sensible et moins laborieux que les bioessais 
au Bti réalisés actuellement, permettant de détecter une résistance au Bti avant qu’elle n’ait 
un impact important sur l’efficacité des traitements insecticides. 
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Discussion générale et perspectives 
 Les moustiques ; source de haine et de peur, à l’origine de nuisances et de maladies, 
fardeau économique et sanitaire pour les sociétés humaines. Nombreuses ont été les 
stratégies mises en œuvre pour lutter contre ces insectes, allant de l’éradication des zones 
humides jusqu’à l’utilisation d’insecticides chimiques. Efficaces mais peu spécifiques, 
l’importante rémanence de ces insecticides dans l’environnement et la vitesse de 
développement de phénomènes de résistance chez les insectes cibles ont conduit à la 
nécessité de développer de nouveaux insecticides, plus respectueux de l’environnement tout 
en étant suffisamment efficaces. Le Bti (Bacillus thuringiensis var. israelensis) est considéré 
par certains comme une « magic bullet » dont l’activité résiduelle est faible, la spécificité 
importante et les résistances inexistantes. Et pourtant, il persiste… dans des litières 
végétales prélevées dans certains gîtes de la région Rhône-Alpes après plusieurs mois sans 
traitement et de plus en plus de cas de persistance du Bti sont rapportés dans la littérature. 
Et pourtant, ils résistent… les moustiques lorsqu’ils sont sélectionnés à cette litière toxique 
contenant du Bti persistant. Ainsi, le Bti peut être considéré comme un des meilleurs 
insecticides disponibles actuellement sur le marché pour lutter contre les moustiques mais il 
est loin d’être parfait, son mode d’action tout comme son devenir dans l’environnement 
restant encore largement méconnus. 
 L’objectif de ma thèse a été d’améliorer nos connaissances, tant sur le devenir du Bti 
et des différentes toxines qui le composent dans l’environnement que sur les mécanismes 
que peuvent développer les moustiques pour y résister. Pour y parvenir, il a été nécessaire 
de développer plusieurs outils, permettant de suivre le devenir du Bti dans l’environnement 
mais également de détecter des résistances cryptiques au Bti en ciblant les toxines qui le 
composent.  
I. Devenir du Bti dans l’environnement 
A. Un outil efficace mais encore imparfait 
Alors que le principe de précaution est appliqué pour de nombreux produits 
phytosanitaires et que l’on impose de plus en plus souvent de posséder des tests pour suivre 
le devenir de ces substances dans les milieux d’épandage, aucun outil n’était disponible pour 
suivre le devenir du cristal de Bti dans l’environnement. Des outils existent bel et bien pour 
tracer la présence de spores (Vettori et al., 2003; Guidi et al., 2010) ou l’activité résiduelle  
du Bti (Sheeran et Fisher, 1992; Tousignant et al., 1993; David et al., 2000) mais aucun outil 
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fonctionnel n’avait été développé pour suivre les toxines du Bti, malgré une tentative 
infructueuse (De Respinis-Chappuis, 2002). L’outil que nous avons développé contient deux 
grandes étapes : 1. une étape d’extraction très reproductible, visant à récupérer un 
maximum de toxines en les solubilisant et en les décrochant chimiquement et 
mécaniquement de la litière et 2. une détection de chacune des toxines en ELISA à l’aide 
d’anticorps spécifiques. 
 Cet outil s’est montré tout à fait adapté pour suivre le devenir des différentes toxines 
du Bti dans des conditions de laboratoire et lorsque le Bti s’est remis en culture, comme 
dans le cas des litières toxiques. Cependant, sous sa forme actuelle, il a montré ses limites 
dans des conditions environnementales où les concentrations de Bti sont très faibles, même 
juste après un traitement. Ainsi, pour pouvoir caractériser le devenir du Bti dans 
l’environnement, il est nécessaire d’optimiser la détection par ELISA, notamment en 
développant nos propres anticorps et en augmentant la sensibilité du système par l’utilisation 
de complexes biotine-streptavidine par exemple (Raiko et al., 2010; Addanki et al., 2011). 
L’objectif est de commercialiser cet outil par l’intermédiaire de sociétés spécialisées afin de 
proposer un outil performant et fiable à la fois aux scientifiques souhaitant caractériser les 
conditions de persistance et de recyclage du Bti mais également aux gestionnaires voulant 
s’assurer de la faible persistance du produit épandu. 
B. Un comportement complexe pour un insecticide composite 
L’outil que nous avons développé lors de cette thèse a été appliqué à plusieurs 
conditions expérimentales visant à mieux caractériser le comportement du Bti : 
- Des litières végétales non toxiques ont été contaminées avec les différentes toxines 
du Bti sous forme d’une suspension cristal/spore. L’application de l’outil ELISA a 
permis de mettre en évidence une persistance différentielle des toxines du Bti, les 
toxines Cry4Aa et Cry4Ba persistant plus longtemps que les toxines Cry11Aa et 
Cyt1Aa.  
- La litière toxique contenant du Bti persistant, prélevée dans des gîtes larvaires de la 
région Rhône-Alpes, a montré des quantités de toxines Cry4 supérieures à celles 
attendues après un épandage de Bti. Une remise en culture des spores suivie 
d’une production de nouveaux cristaux de Bti est l’hypothèse la plus probable 
permettant d’expliquer une telle quantité de toxine. La forte diminution de la quantité 
de toxine Cry11Aa et Cyt1Aa est cohérente avec les persistances différentielles 
mesurées précédemment. 




Lorsque l’on étudie le devenir du Bti dans l’environnement, il est ainsi indispensable 
de ne pas le considérer comme une entité simple mais plutôt comme une structure 
complexe composée de plusieurs cristaux de toxines aux comportements très 
différents. Les mêmes études doivent être réalisées en prenant en compte le Bti dans son 
intégralité afin de voir si la présence de toutes les toxines ainsi que la formulation peut 
influencer son devenir dans l’environnement. 
Les bioessais réalisés avec des toxines préalablement mises en contact avec des 
litières végétales ont également montré que la présence de litière végétale pouvait réduire 
l’activité synergique des toxines Cyt sur les toxines Cry, induisant une importante 
diminution la toxicité du Bti pour les larves de moustique. Cependant, le contact de la 
litière ne semble pas modifier la toxicité des toxines Cry pour les larves de moustique. Ainsi, 
il semble que la baisse de synergie des toxines Cyt ait un effet cumulatif, affectant 
l’ensemble des toxines Cry du Bti et réduisant ainsi drastiquement sa toxicité. L’étude de 
l’interaction du Bti avec cette matrice végétale est indispensable afin de mieux caractériser 
les causes de ce piégeage et de mieux comprendre les paramètres altérant sa toxicité.  
C. Que se passe-t-il donc dans les gîtes larvaires ? 
 
Figure 89. Scénario hypothétique de la formation des litières toxiques à partir de l’épandage du Bti 
dans un gîte à moustiques.  
 Le Bti est épandu dans les gîtes larvaires sous forme d’une suspension de spores et 
de cristaux (Figure 89-1). Le Bti va rapidement sédimenter le long de la colonne d’eau 
(Figure 89-2) et atteindre le fond des gîtes en 24h à 48h. Cette sédimentation entraine une 
baisse importante de l’activité résiduelle du Bti pour de nombreuses espèces de moustiques, 
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même pour celles qui se nourrissent au fond des gîtes telles que les larves d’Aedes et de 
Culex (Boisvert et Lacoursière, 2004). La faible activité résiduelle du Bti peut également être 
liée à un piégeage des cristaux de Bti par les litières végétales qui tapissent le fond des gîtes 
(Figure 89-3). En effet, nous avons démontré que le Bti mis en contact avec la litière voit sa 
toxicité diminuer de manière importante. Les spores épandues sont ensuite susceptibles de 
se remettre en culture et les bactéries de proliférer, soumises à des conditions actuellement 
non encore totalement caractérisées (paramètres physico-chimiques particuliers ? Présence 
de cadavres de larves ?) (Figure 89-4). Lors de leur sporulation, elles vont produire de 
nouveaux cristaux toxiques. La litière va alors contenir des toxines dans des quantités bien 
supérieures à celles observées après un traitement au Bti. Les toxines vont ensuite persister 
différentiellement, les toxines Cyt1Aa et Cry11Aa étant les premières à disparaître, laissant 
les toxines Cry4Aa et Cry4Ba majoritaires (Figure 89-5). Cette litière toxique peut ainsi 
exposer des larves à des quantités de toxine Cyt1Aa beaucoup plus faibles, diminuant leur 
effet synergique sur les toxines Cry et facilitent le développement d’une résistance (Figure 
89-6). 
 Afin de caractériser les paramètres qui ont permis au Bti de proliférer dans 
l’environnement, des mésocosmes ont été réalisés en conditions contrôlées. L’influence de 
plusieurs paramètres tels que la salinité, la présence de matière organique, la hauteur d’eau 
et la présence de cadavres de larves sur la persistance et la prolifération du Bti a été 
mesurée. Une fois la sensibilité du test ELISA améliorée, il sera appliqué sur des 
échantillons environnementaux de litière et de sol prélevés dans différents gîtes des 
régions Rhône-Alpes et méditerranée prélevés dans des gîtes traités et non traités, à 
plusieurs dates différentes. La prospection de gîtes à moustiques permettra de déterminer si 
le cas des litières toxiques était ponctuel et unique ou si cet évènement de prolifération peut 
se reproduire dans certaines conditions particulières. 
 L’expérimentation de piégeage du Bti par la litière végétale doit être réitérée avec 
d’autres composants des gîtes larvaires, tels que du sol. Cela permettra de déterminer si 
les différents composants des gîtes peuvent influencer différemment le devenir et/ou la 
prolifération du Bti ou s’ils agissent de façon similaire, permettant d’expliquer la perte rapide 
de synergie mais également la persistance importante des toxines piégées dans les 
différents compartiments du gîte. 
 L’épandage de produit dépourvu de spores serait une alternative envisageable afin 
de limiter le risque de production non-contrôlée de cristaux de Bti par un recyclage des 
spores. Des souches de Bti modifiées dites « asporogènes », produisant ainsi des cristaux 
sans produire de spores, peuvent être utilisées (Becker et al., 1991; Bhattacharya, 2000). En 




Allemagne, des formulations de Bti irradié aux rayons gamma, détruisant la quasi-totalité des 
spores, sont d’ores et déjà utilisées (Becker, 2002). Cependant, l’efficacité de ce Bti irradié 
est plus faible (17% de diminution de l’activité insecticide) que le produit contenant des 
cristaux et des spores, probablement lié à une diminution de l’appétence de la suspension 
pour les larves de moustiques (Lacey et Smittle, 1985; Lacey, 2007) ou à l’élimination de 
l’impact de la prolifération des bactéries de Bti dans les tissus de l’hôte (Raymond et al., 
2010). 
D. De la persistance à la résistance 
Nous avons vu que les toxines Cry4Aa et Cry4Ba sont les toxines qui persistent le 
plus longtemps dans la litière végétale. Les toxines Cry4 sont également celles qui sont les 
plus abondantes dans la litière toxique. Ces résultats sont cohérents avec les rapports de 
résistance observés chez la souche LiTOX, fortement résistante à la toxine Cry4Aa 
contrairement à la toxine Cry11Aa. Cependant, la résistance à la toxine Cry4Ba est 
relativement faible et comparable à la toxine Cry11Aa. Cela suggère que les toxines Cry4Aa 
et Cry4Ba ne sont pas présentes en proportions équivalentes dans la litière toxique mais que 
la toxine Cry4Aa est majoritaire par rapport à la toxine Cry4Ba. En l’état actuel de 
développement de notre outil ELISA, nous ne pouvons discriminer entre les deux toxines 
Cry4. En synthétisant des anticorps à partir de peptides issus des deux toxines et dont les 
séquences d’acides aminés diffèrent suffisamment, nous espérons pouvoir synthétiser des 
anticorps spécifiques de chacune des deux toxines afin de pouvoir déterminer avec 
précision leurs proportions dans l’environnement. Ces résultats permettront également de 
mieux comprendre la pression de sélection à laquelle ont été exposés les moustiques de la 
souche LiTOX et à laquelle peuvent être exposés des moustiques en populations naturelles. 
II. Caractérisation de la résistance au Bti 
A. Que nous ont appris les approches globales ? 
Pour étudier les mécanismes de résistance au Bti développés par la souche LiTOX, 
nous avons utilisé plusieurs approches globales permettant d’analyser simultanément un 
grand nombre de gènes, transcrits ou protéines sans a priori sur les catégories de gènes 
impliqués.  




Figure 90. Diagrammes de Venn des gènes/protéines trouvés sous sélection ou différentiellement 
exprimés entre la souche sensible et la souche résistante selon les cinq approches globales réalisées 
(DArT, AFLP-454seq, DGETP, Microarrays, 2D-DIGE) et la RT-qPCR. La RT-qPCR désigne les 
analyses en gène candidat réalisées sur les intestins de larves. Les diagrammes de Venn ont été 
réalisés à l’aide du logiciel VENNY accessible gratuitement à http://bioinfogp.cnb.csic.es/ 
tools/venny/index.html (Oliveros, 2007). 
 Les données obtenues avec les six différentes approches réalisées croisent peu, 
peut-être à cause des différentes générations auxquelles elles ont été réalisées (18ème pour 
DArT, AFLP-454seq et DGETP, 30ème pour Microarrays, DIGE et RT-qPCR) et des tissus 
utilisés pour les analyses (larves entières pour DArT, AFLP-454seq et DGETP et intestins de 
larves pour Microarrays, DIGE et RT-qPCR) (Figure 90).  
 Dans la catégorie des enzymes, le gène AAEL008701 codant pour une myoinositol 
oxygénase est significativement sous-exprimé chez la souche LiTOX par rapport à la 
souche sensible à la fois dans les données DGETP (-6,2 fois ; p-val = 2,0.10-07) et 
microarrays (-4,0 fois ; p-val = 7,9.10-04). Cette enzyme est impliquée dans le cycle de 
l’inositol, molécule organique cyclique que l’on retrouve notamment dans la composition des 
domaines GPI (Glycosyl Phosphatidyl Inositol) servant d’ancres dans la membrane 
épithéliale intestinale pour certaines protéines telles que les phosphatases alcalines et les 
aminopeptidases N. Une sous-expression de cette enzyme peut avoir des conséquences sur 
le nombre d’ancres GPI et ainsi affecter tous les récepteurs GPI-ancrés des toxines du Bti. 
Ce gène fait partie des candidats et devra être validé ultérieurement. 
De nombreuses protéases à sérines, trypsines et autres enzymes digestives ont été 
trouvées différentiellement exprimées par les approches DGETP et microarrays. Cependant, 
aucun des gènes détectés ne se retrouve différentiellement exprimé à la fois dans les deux 
approches. L’implication des enzymes digestives dans la résistance est suggérée par nos 
résultats d’enzymologie mais leur rôle exact reste globalement incompris et elles ne 
semblent participer que partiellement à la résistance au Bti, principalement pour la toxine 
Cry4Aa. Pour valider l’implication des enzymes digestives dans la résistance, les bioessais 




aux toxines activées doivent être réalisés à nouveau avant de pouvoir aller plus loin dans la 
caractérisation de ces enzymes. 
 Dans la catégorie des récepteurs membranaires, le gène AAEL003298 codant pour 
une phosphatase alcaline est sous-exprimé chez la souche LiTOX dans les données 
DGETP (-5.2 fois ; p-val = 8,2.10-12), microarrays (-1,6 fois ; p-val = 2,2.10-02), DIGE (-1,9 et -
1,2 fois) et RT-qPCR (-1,6 fois). Cette phosphatase alcaline a déjà été décrite comme 
capable de se fixer à la toxine Cry4Ba (Bayyareddy et al., 2009). Cela en fait un candidat de 
choix à valider ultérieurement. De même, les récepteurs potentiels détectés sous-exprimés 
dans au moins deux des trois approches réalisées sur les intestins de moustiques tels que 
les phosphatases alcalines AAEL011175, AAEL003313 et AAEL015070 ainsi que 
l’aminopeptidase N AAEL012776 devront être validés. Pour valider l’implication de ces 
récepteurs GPI-ancrés dans la résistance au Bti chez la souche LiTOX, un traitement des 
BBMV avec la PI-PLC (PhosphatidylInositol-PhosphoLipase C) sera réalisé. Les 
groupements GPI ainsi clivés, les phosphatases alcalines et les aminopeptidases seront 
relarguées, permettant de les étudier finement en western blot et en ligand blot. De plus, des 
limitations techniques ne nous ont pas permis de vérifier au niveau protéique la sous-
expression de la cadhérine AAEL007488 observée en microarrays (-1,5 fois ; p-val =  
2,8.10-03) et en RT-qPCR (-1,5 fois). L’utilisation d’anticorps spécifiques des cadhérines sur 
les BBMV issus de la souche LiTOX et sensible sera envisagée en western blot pour les 
étudier plus spécifiquement.  
Les expérimentations en ligand blot vont permettre d’accéder aux modifications 
qualitatives des récepteurs membranaires (e.g. une substitution non synonyme d’une base 
nucléotidique entrainant une modification de la séquence d’acides aminés au niveau des 
sites de fixation des toxines Cry), et non plus quantitatives comme avec les approches 
globales précédemment utilisées. Au vu de la localisation des spots fixant différentiellement 
les toxines Cry4Ba et Cry11Aa entre les deux souches lors des tests préliminaires, ces 
protéines semblent différentes de celles déjà identifiées et devront être ajoutées à la liste de 
gènes candidats à valider. 
 Parmi les autres gènes trouvés différentiellement exprimés, le gène AAEL003239 
codant pour une protéine cuticulaire est surexprimé en DGETP (+4,1 fois ; p-val = 2,4.10-
109) et en microarrays (+5,1 fois ; p-val = 1,9.10-03). L’épaississement de la cuticule est un 
mécanisme de résistance connu contre les insecticides chimiques chez de nombreux 
insectes dont le moustique (Wood et al., 2010). Le Bti agissant par ingestion, il est peu 
probable que l’épaississement de la cuticule externe joue un rôle dans la diminution de la 
pénétration du Bti et de ce fait dans la résistance. Cependant, ce gène a été trouvé 
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surexprimé au niveau de l’intestin ; en effet, la lumière de l’intestin des insectes est recouvert 
d’une membrane péritrophique en partie constituée de chitine, constituant principal de la 
cuticule, permettant de créer une barrière partiellement perméable limitant la pénétration 
d’agents pathogènes (Maddrell et Gardiner, 1980; Dow, 1986). Cette protéine est 
vraissemblablement un constituant de la membrane péritrophique et sa surexpression 
entrainerait l’épaississement et/ou l’imperméabilisation de cette membrane, rendant 
l’insertion des toxines du Bti dans la membrane épithéliale plus difficile. Pour vérifier cette 
hypothèse, il sera nécessaire de s’assurer que la protéine est bien présente au niveau de la 
membrane péritrophique, en utilisant par exemple des anticorps spécifiques, puis il faudra 
ensuite vérifier son implication dans le phénotype de résistance. 
 Enfin, la technique 2D-DIGE a fait ressortir quatre V-ATPases (AAEL002827, 
AAEL008787, AAEL005798, AAEL012035) toutes sous-représentées chez la souche 
LiTOX. Les V-ATPases pouvant intervenir à différentes étapes du mode d’action du Bti (i.e. 
alcalinisation et/ou récepteurs membranaires), leur implication réelle devra être validée avant 
de pouvoir étudier et valider leur rôle potentiel dans le phénotype de résistance.  
B. Validations fonctionnelles : quelles approches envisager ? 
1. ARN interférence 
Cette technique est très largement utilisée pour valider l’implication de certaines 
protéines dans un phénotype particulier (Hannon, 2002). Hautement conservé entre les 
espèces, l’ARN interférence est un mécanisme naturel permettant aux cellules de réguler 
spécifiquement l’expression de certains gènes (Figure 91).  





Figure 91. Mécanisme général de l’ARN interférence. L’ARN double brin (ARNdb) va être clivé par 
l’enzyme Dicer pour générer de petits ARN (A), d’une taille variant entre 19 et 21pb appelés ARNi (ou 
ARNsi) (B). Ces petits ARN sont reconnus par le complexe multiprotéique RISC (RNA-Induced 
Silencing Complex) (C). En présence d’ATP, le complexe va reconnaître l’ARNm dont l’ARNi est 
spécifique (D) et le dégrader (E, F) permettant d’éteindre la protéine qu’il code. Adapté de 
(Chauchereau et Harel-Bellan, 2004). 
 Pour inhiber l’expression d’un gène, il est nécessaire d’introduire l’ARNdb spécifique 
de son ARNm à l’intérieur des cellules du tissu ciblé (Fire et al., 1998). De nombreuses 
techniques ont été développées pour insérer les ARNdb dans les cellules mais leur efficacité 
dépend souvent de la nature du gène à éteindre, du tissu ciblé et du stade de 
développement de l’insecte (Walshe et al., 2009; Terenius et al., 2011). La technique 
d’injection a été utilisée dans de nombreuses études (Tabunoki et al., 2004; Jaubert-
Possamai et al., 2007; Son et al., 2012), notamment sur des moustiques adultes (Zhu et al., 
2007; Benoit et al., 2010). Cependant, cette approche très invasive induit généralement une 
forte mortalité lorsqu’elle est appliquée sur des larves de moustiques, empêchant son 
application dans notre contexte (Poupardin, 2012). 
 Les protéines potentiellement impliquées dans la résistance au Bti, notamment les 
récepteurs aux toxines Cry, sont localisés au niveau de l’intestin des larves de moustiques. 
Ainsi, il n’est pas judicieux de choisir une approche éteignant les gènes correspondants dans 
tout l’organisme mais plutôt de sélectionner une méthode qui cible un tissu particulier, dans 
notre cas l’intestin. La méthode par ingestion a également été très utilisée chez les insectes 
(Rajagopal et al., 2002; Sivakumar et al., 2007; Terenius et al., 2011) et a fait ses preuves 
pour inhiber l’expression de gènes d’intérêt au niveau de l’intestin de larves de moustiques 
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(Cancino-Rodezno et al., 2010). De plus, cette approche a d’ores et déjà été utilisée avec 
succès pour éteindre des N-aminopeptidases chez des larves d’Ae. aegypti (Saengwiman et 
al., 2011). La méthode consiste à produire des ARNdb, soit par des bactéries (Timmons et 
al., 2001), soit par PCR en utilisant une ARN polymérase T7 (Cancino-Rodezno et al., 2010) 
puis à les encapsuler pour qu’ils puissent être facilement ingérés par les larves (Zhang et al., 
2010). L’ajout d’un agent de transfection cellulaire permet ensuite de traverser la membrane 
péritrophique puis la membrane cellulaire afin d’entrer dans les cellules intestinales 
(Cancino-Rodezno et al., 2010). Cette technique semble donc tout à fait appropriée pour 
étudier l’implication dans la résistance des récepteurs détectés par les approches 
globales mais également l’implication des V-ATPases et de la myoinositol oxygénase. Ces 
approches ayant déjà été envisagées dans le cadre de la thèse de Rodolphe Poupardin, le 
matériel ainsi que le savoir-faire sont présents au LECA, permettant à cette méthode de 
pouvoir être rapidement adaptée et appliquée à notre problématique.  
2. Expression des récepteurs en système hétérologue 
Afin d’aller plus loin dans la caractérisation de l’implication des gènes candidats dans 
la résistance, notamment les récepteurs membranaires, les protéines correspondantes 
peuvent être produites dans des lignées de cellules d’insectes. Cette approche est 
particulièrement appropriée pour analyser les récepteurs qui seront identifiés par ligand blot, 
les différences attendues étant principalement qualitatives. En sur-exprimant dans des 
lignées cellulaires différentes les deux versions de chacune des protéines, i.e. récepteur 
fonctionnel chez la souche sensible et altéré chez la souche résistante, on pourra étudier 
leur capacité de fixation des toxines à la membrane mais également les purifier pour étudier 
finement leur structure tridimensionnelle.  
Cette approche a déjà été réalisée dans le contexte de résistances au Bt chez de 
nombreux Lépidoptères (Agrawal et al., 2002; Agrawal et al., 2004) mais également pour 
étudier certains récepteurs à la toxine Cry4Ba chez Ae. aegypti (Dechklar et al., 2011; 
Thammasittirong et al., 2011). Tout le matériel nécessaire aux cultures cellulaires et à leur 
manipulation est disponible au LECA. Cependant, cette approche n’a encore jamais été 
envisagée et nécessitera donc un temps conséquent de mise en place. 
3. Transgénèse chez les moustiques 
L’objectif de cette approche est d’insérer dans les moustiques un transgène, c’est-à-
dire un gène exogène ou un gène modifié, afin qu’il soit abondamment exprimé chez 
l’individu transgénique et dans les générations suivantes. Cette approche conviendrait ainsi 
à l’étude de la protéine cuticulaire détectée surexprimée chez la souche LiTOX, une fois sa 




localisation au niveau de l’intestin validée. En augmentant son expression, il sera alors 
possible de déterminer si elle permet effectivement d’augmenter la tolérance des larves de 
moustiques au Bti. Cette approche pourra également être réalisée en sur-exprimant les 
récepteurs membranaires et vérifier qu’elle induit une sensibilité accrue des larves au Bti. 
L’utilisation de cette approche est en plein essor et peut être réalisée de plusieurs 
manières. Les transgènes peuvent être injectés soit dans des moustiques au stade 
embryonnaire (Kokoza et al., 2001; Labbe et al., 2010) soit dans les adultes femelles (Baxter 
et al., 2010; Isaacs et al., 2011) qui le transmettront aux générations suivantes. Ces 
approches restent lourdes à réaliser et nécessitent des infrastructures adaptées et ne sont 
donc pas réalisables actuellement au LECA. Néanmoins, elles pourront être envisagées 
dans le cadre d’une collaboration avec d’autres laboratoires de recherche. 
C. Décortiquer la résistance au Bti 
Tous les mécanismes précédemment identifiés permettront de mieux comprendre 
comment les moustiques peuvent résister à un cocktail de plusieurs toxines du Bti. 
Cependant, la part de chacune des toxines dans la pression de sélection ayant abouti au 
phénotype de résistance reste inconnue. Ainsi, l’étude des souches LR4A, LR4B et LR11 
sélectionnées respectivement aux toxines Cry4Aa, Cry4Ba et Cry11Aa séparément 
permettra de mieux décortiquer les pressions de sélection exercées par chacune des toxines 
Cry du Bti. Lorsque les niveaux de résistance développés par ces souches seront 
suffisamment élevés, les patrons d’expression des gènes seront comparés entre les trois 
souches et la souche sensible afin de faire ressortir les grandes modifications spécifiques à 
certaines souches et celles partagées entre les trois souches résistantes. De plus, les 
mécanismes de résistance décrits chez la souche LiTOX seront systématiquement 
recherchés.  
 A terme, la connaissance de ces mécanismes de résistance permettra de développer 
des outils diagnostiques ciblant quelques gènes impliqués dans la résistance, communs à 
plusieurs souches sélectionnées. Cet outil pourra être utilisé pour détecter l’apparition 
d’allèles de résistance en populations naturelles de moustiques et suivre l’évolution de leurs 
fréquences pour contrôler l’apparition de résistances au Bti. 
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III. Améliorer la détection et la gestion de la résistance 
A. Apport des outils développés lors de cette thèse 
 
Figure 92. Fonctionnement opérationnel du cycle traitements anti-larvaires / contrôles qualités 
réalisés par les Ententes Interdépartementales pour la Démoustication (EID) (en vert). L’apport des 
outils opérationnels développés lors de cette thèse sont représentés en rouge. La PCR diagnostic, qui 
sera développée lorsque le(s) gène(s) de résistance auront été caractérisés, est hachurée en rouge. 
Source du cycle opérationnel : EID Rhône-Alpes, reproduit avec l’autorisation de Delphine Rey. 
 En pleine saison de contrôle des populations de moustiques (approximativement de 
Février à Septembre), les EID appliquent un protocole opérationnel cyclique, comprenant 
notamment les traitements anti-larvaires mais également des contrôles de l’efficacité du 
traitement (Figure 92). Lors d’épisodes pluvieux, la mise en eau des gîtes à moustiques et la 
présence de larves sont recherchées. Avant qu’un traitement n’ait lieu, des larves sont 
régulièrement prélevées pour réaliser des tests toxicologiques à l’aide du Bti, afin de vérifier 
qu’aucune résistance n’est apparue. 
 Lors de cette thèse, nous avons développé à la fois des outils de détection des 
toxines du Bti mais également d’une résistance précoce au Bti. Les bioessais aux toxines 
Cry testées séparément peuvent s’additionner aux bioessais réalisés au Bti. L’utilisation des 
doses diagnostiques, comme suggéré précédemment, permettra de diminuer le coût et le 
temps nécessaires à leur réalisation mais également d’augmenter la sensibilité des tests 




effectués. De plus, si une tolérance accrue est observée, les larves pourront être conservées 
dans de l’éthanol à -20°C pour pouvoir rechercher les gènes de résistance à l’aide de la PCR 
diagnostique qui sera développée lors des travaux de recherche qui suivront cette thèse. 
Enfin, un échantillonnage régulier de litières végétales dans les gîtes à moustiques 
permettra, en appliquant le test d’extraction couplé à une détection ELISA, de suivre le 
devenir du Bti et de s’assurer qu’aucune remise en culture non-souhaitée du Bti n’est 
observée.  
B. Bti, what else ? 
Comme nous l’avons présenté en introduction de cette thèse, la législation, 
notamment européenne, tend à faire du Bti le seul insecticide autorisé en démoustication 
anti-larvaire. Que se passera-t-il si une résistance au Bti apparaît et se propage ? Quelles 
sont les alternatives ? 
Nous avons vu que plusieurs stratégies de gestion existent pour retarder l’apparition 
de résistance. La stratégie « haute-dose-refuge » est la stratégie qui montre la meilleure 
efficacité à diluer la résistance, notamment dans notre contexte de quasi-monopole du Bti 
(Lenormand et Raymond, 1998; Tabashnik, 2008; Tabashnik et Carriere, 2009; Carriere et 
al., 2012). Les gîtes de la région Rhône-Alpes étant naturellement fortement dispersés, leur 
traitement systématique et exhaustif est tout bonnement impossible, générant ainsi un grand 
nombre de gîte non traités jouant le rôle de zones refuges. Dans le cas de la région 
méditerranée, les grandes étendues traitées par avion offrent moins de zones refuges. La 
présence de la Camargue, encore majoritairement non traitée, est une source importante 
d’individus sensibles pouvant jouer ce rôle. 
La stratégie de traitement en mosaïque (Byford et al., 1999) et la stratégie de 
rotation (Byford et al., 1999; Zhao et al., 2010), où plusieurs insecticides différents sont 
utilisés pour traiter des populations adjacentes ou les mêmes populations sur des années 
différentes, ne semblent actuellement pas appropriées, aucune alternative au Bti n’étant 
actuellement disponible sur le marché. Seul Bacillus sphaericus, encore autorisé pour une 
utilisation combinée avec le Bti, peut jouer ce rôle en induisant une pression de sélection 
supplémentaire et une activité résiduelle plus importante que le Bti seul. De plus, les toxines 
du Bti, notamment la toxine Cyt1Aa, est connue pour retarder l’apparition de résistance au 
Bs et rétablir sa toxicité chez des populations résistantes, renforçant l’intérêt de leur 
utilisation conjointe, même ponctuellement (Wirth et al., 2000; Wirth et al., 2010a). 
L’utilisation d’insecticides chimiques adulticides est encore autorisée mais cette approche 
ne peut être utilisée qu’en dernier recours, lorsque les traitement larvicides ont échoués ou 
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se sont montrés insuffisants. De nouveaux insecticides sont actuellement en développement 
pour posséder des alternatives au moins aussi efficaces et respectueuses de 
l’environnement que le Bti, tels que le spinosad (Hertlein et al., 2010), ou encore des 
inhibiteurs de croissance (e.g. diflubenzuron) ou des inhibiteurs de développement (e.g. 
pyriproxyfen) (Seccacini et al., 2008). Cependant, leur spécificité et/ou leur efficacité ne sont 
actuellement pas suffisantes pour remplacer ou relayer à terme le Bti (Duchet, 2010). 
L’utilisation de ces produits peut néanmoins être envisagée en combinaison avec le Bti, tout 
comme le Bs, afin de complexifier la pression de sélection exercée sur les moustiques et 
diminuer le risque de développement de résistance. L’innocuité de ces mélanges pour 
l’environnement et les populations humaines doit être évaluée avant de pouvoir permettre 
leur utilisation. 
Récemment, un nombre grandissant d’études prône l’utilisation de moustiques 
génétiquement modifiés pour contrôler efficacement les populations de moustiques. Ainsi, 
des moustiques porteurs d’un gène létal dominant (RIDL) seraient relâchés dans des gîtes à 
moustiques, entrainant une éradication de la population dans les 10 à 20 semaines selon les 
auteurs (Black et al., 2011; de Valdez et al., 2011). Une autre stratégie consiste à relâcher 
des moustiques infectés par des bactéries endosymbiotiques Wolbachia, connues pour 
réduire leur durée de vie et affecter leur reproduction (Iturbe-Ormaetxe et al., 2011; Walker 
et Moreira, 2011). Enfin, des adultes moustiques mâles stérilisés relâchés dans des gîtes à 
moustiques sont présentés comme une alternative propre pour faire diminuer de manière 
importante le nombre de moustiques (Bellini et al., 2007). Malgré un nombre grandissant de 
preuves scientifiques de leur efficacité et de leur innocuité pour l’environnement et les 
populations humaines (Benedict et al., 2011; Ostera et Gostin, 2011b; Ostera et Gostin, 
2011a), l’application de ces approches est principalement limitée par des aspects éthiques et 
socio-culturels (Lavery et al., 2008; Boete, 2011). Une évolution des mentalités, souvent 
lente et laborieuse, est nécessaire pour appliquer ces stratégies en milieu naturel, 











IV. Conclusion générale 
La grande spécificité et l’absence de résistance connue au Bti font de ce 
bioinsecticide une excellente alternative aux insecticides chimiques dans la lutte contre les 
larves de moustiques. Généralement qualifié de peu persistant dans l’environnement, dû à 
sa faible activité résiduelle, les résultats obtenus lors de cette thèse montrent que son 
recyclage est possible en milieu naturel et qu’il peut entrainer une production importante et 
non contrôlée de nouveaux cristaux toxiques. De plus, la persistance des différentes toxines 
du Bti étant différente, le cocktail de toxines présentes est modifié, pouvant faciliter la 
sélection de mécanismes de résistance chez les moustiques exposés. L’étude des bases 
moléculaires de la résistance développée contre ces litières toxiques a fait ressortir une 
résistance complexe, probablement multigénique, et a permis de générer une liste de 
plusieurs gènes candidats dont l’implication nécessitera d’être validée. L’utilisation de 
souches sélectionnées à chacune des toxines du Bti permettra d’aller plus loin dans la 
caractérisation de l’influence de chaque toxine dans le phénotype de résistance en analysant 
les mécanismes de résistance partagés et spécifiques à chaque toxine. 
Plusieurs outils ont été développés dans cette thèse, permettant de suivre le devenir 
des toxines du Bti dans l’environnement mais également de détecter précocement 
l’apparition de résistance en populations naturelles de moustiques. Ces outils diagnostiques 
apportent aux gestionnaires tels que les EID les moyens de tracer le Bti épandu dans 
l’environnement et la possibilité d’anticiper les potentielles baisses d’efficacité des 
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Abstract
Background: For most organisms, developing hundreds of genetic markers spanning the whole
genome still requires excessive if not unrealistic efforts. In this context, there is an obvious need
for methodologies allowing the low-cost, fast and high-throughput genotyping of virtually any
species, such as the Diversity Arrays Technology (DArT). One of the crucial steps of the DArT
technique is the genome complexity reduction, which allows obtaining a genomic representation
characteristic of the studied DNA sample and necessary for subsequent genotyping. In this article,
using the mosquito Aedes aegypti as a study model, we describe a new genome complexity
reduction method taking advantage of the abundance of miniature inverted repeat transposable
elements (MITEs) in the genome of this species.
Results: Ae. aegypti genomic representations were produced following a two-step procedure: (1)
restriction digestion of the genomic DNA and simultaneous ligation of a specific adaptor to
compatible ends, and (2) amplification of restriction fragments containing a particular MITE element
called Pony using two primers, one annealing to the adaptor sequence and one annealing to a
conserved sequence motif of the Pony element. Using this protocol, we constructed a library
comprising more than 6,000 DArT clones, of which at least 5.70% were highly reliable polymorphic
markers for two closely related mosquito strains separated by only a few generations of artificial
selection. Within this dataset, linkage disequilibrium was low, and marker redundancy was
evaluated at 2.86% only. Most of the detected genetic variability was observed between the two
studied mosquito strains, but individuals of the same strain could still be clearly distinguished.
Conclusion: The new complexity reduction method was particularly efficient to reveal genetic
polymorphisms in Ae. egypti. Overall, our results testify of the flexibility of the DArT genotyping
technique and open new prospects as regards its application to a wider range of species, including
animals which have been refractory to it so far. DArT has also a role to play in the current burst
of whole-genome scans carried out in various organisms, which track signatures of selection in
order to unravel the basis of genetic adaptation.
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Background
Since the early sixties and the first protein gels to assess
genetic diversity in human and Drosophila, genotyping
methods have gone a very long way. Researchers working
on model organisms have now at their disposal a reper-
toire of different molecular markers to help answer vari-
ous biological questions [1]. For such species, the recent
advances in genotyping throughputs and data manage-
ment allow to simultaneously examine many loci in the
genome of many individuals, leading the way to the
genomic era [2]. However, as regards non-model species,
the picture is not so bright. For most organisms indeed,
whole genome surveys are often hampered by a shortage
of genomic sequences and/or a lack of interspecific trans-
ferability of known molecular markers such as microsatel-
lites or single nucleotide polymorphisms (SNPs) [3,4]. In
this context, there is an obvious need for new methodolo-
gies allowing the low-cost, fast and high-throughput gen-
otyping of virtually any species.
The Diversity Arrays Technology (DArT) has the potential
to fill in this gap [5]. This innovative genotyping method
can provide from hundreds to tens of thousands of highly
reliable markers for any species in theory, as it does not
require any precise information about the genome
sequence [5,6]. Moreover, DArT was recently shown to
provide good genome coverage in wheat and barley [6,7].
The keystone of the DArT protocol is a step called
"genome complexity reduction". This step aims at provid-
ing a genomic representation of the studied DNA sample,
by extracting informative loci while avoiding repetitive
sequences that usually plague eukaryote genomes. This is
generally achieved by methylation sensitive restriction
enzyme digestion, adaptor ligation and subsequent PCR
amplification [6]. The number of markers DArT detects is
determined primarily by the level of DNA sequence varia-
tion in the material subjected to analysis and by the com-
plexity reduction method deployed [8]. In many
cultivated species in which selection through traditional
and modern breeding reduced genetic diversity, DArT
usually generates several hundreds highly reproducible
markers in a single assay in a single biparental cross [6].
Another noteworthy property of DArT markers is that
their sequence is easily accessible. This distinguishes them
from other random markers such as amplified fragment
length polymorphisms (AFLPs) and offers interesting per-
spectives in functional genomics. Overall, these character-
istics make DArT a method of choice for non-model
species [9] when it comes to assess genetic variation at the
genome scale, to construct quantitative trait loci (QTL) or
linkage maps, or to conduct genomic scans in order to
track loci under selection in the genome.
The DArT technique was applied for the first time to the
rice genome [5]. Thereafter, it has met an increasing suc-
cess and was developed for a wide range of crop and plant
species [6,9-11] and was even used to identify soil micro-
organisms [12]. However, despite an initial proof-of-con-
cept work on mouse (Jaccoud, pers. comm.), attempts to
develop DArTs for animals have been strongly delayed so
far. This can be explained by differences in genome organ-
ization between plants and animals, demanding signifi-
cant changes in the complexity reduction step.
This study has been motivated by research on the genetic
basis of insecticide resistance in the mosquito Aedes
aegypti, the primary vector species for the yellow fever and
dengue viruses [13]. In particular, we were interested in
characterizing genes linked to resistance to Bacillus thur-
ingiensis var israelensis (Bti), a soil bacterium producing
insecticidal crystal proteins which are widely used for con-
trolling Aedes mosquito larvae [14]. In order to identify
these genes, we chose to adopt a population genomics
approach, i.e. to screen the genome of Ae. aegypti to detect
loci showing a signature of selection by Bti. A prerequisite
was thus to obtain many (several hundreds) random
markers that could be surveyed at low cost and effort, and
the DArT technology appeared as an appealing option for
this purpose given the current shortage of SNPs markers
isolated in Ae. aegypti.
In this article, we present a modification of the complexity
reduction step of the DArT protocol taking advantage of
the abundance of transposable elements (TEs) in many
eukaryote genomes. Indeed, most TEs have conserved
sequence motifs which can serve as specific anchors for
the primers used to amplify fragments from the DArT
genomic representation. Here, we implement the DArT
technique for Aedes aegypti by targeting a TE called Pony,
which belongs to the miniature inverted repeat transpos-
able element (MITE) family of TEs and can be found in
many copies in the genome of Ae. aegypti [15]. We show
that this method is powerful enough to detect DNA poly-
morphisms even between populations separated by only
a few generations of artificial selection. Beyond these
promising results, this example testifies of the flexibility of
the DArT technology and opens new prospects as regards
its application to a wider range of species, including ani-
mals which have been refractory to it so far.
Results
Principle of the new complexity reduction method 
implemented
The DArT technique is based on the analysis of "genomic
representations", which are simplified surrogates of the
DNA samples of interest. Concretely, a genomic represen-
tation is a set of DNA fragments of various sizes and
sequences which are characteristic of the studied sample
and obtained through highly reproducible (and preferen-
tially technically simple) methods. These methods are
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usually based on restriction digestion: genomic DNA is
digested using one or several restriction enzymes, with
simultaneous ligation of appropriate adaptors to the
restriction fragments and subsequent amplification of
fragments by PCR using the adapter and the restriction site
as targets for primer annealing [6]. A suitable genomic
representation typically includes 5,000–20,000 amplified
fragments, i.e. a number low enough to ensure the repro-
ducibility of the PCR reaction, but high enough to yield a
reasonable number of polymorphic markers. Fragment
sizes are ideally evenly distributed in a 100–1000 bp
range, and representations showing distinct bands on aga-
rose gel are avoided because these are presumably derived
from repetitive genomic sequences and/or mitochondrial
or chloroplast DNA.
In Ae. aegypti, several restriction enzyme combinations
were tested (Additional file 1), but all of them gave
genomic representations unfavourable to the application
of the traditional DArT protocol, with clear repetitive
bands and/or an unsuitable range size for the fragments
(See Additional file 2 for an example of poor-quality
genomic representations). On the basis of these results, a
different strategy was thus adopted. The underlying idea
was to exploit any kind of motifs occurring frequently in
the genome as a second anchor during the PCR reaction,
in addition to the adaptor-ligated restriction site. By
adjusting PCR conditions, it was possible to preferably
amplify fragments with the restriction site on one extrem-
ity and the chosen motif on the other one, so that the
genomic representations to be obtained were expected to
be a mixture of such fragments. Because of their abun-
dance in eukaryote genomes, TEs were good candidates
for such a purpose. We selected a particular MITE family
named Pony to perform the role of second anchor in the
Ae. aegypti genome (Figure 1). Pony TEs have all the char-
acteristics of MITEs, including terminal inverted repeats,
A+T richness and a small size [15]. Two highly divergent
subfamilies, Pony-A and Pony-B, can be distinguished and
occur in about 8,400 and 9,900 copies in Ae. aegypti
genome, respectively [15]. We designed a primer targeting
any Pony sequence present in the genome (PonyAll
primer; Table 1), as well as one specific to the Pony-B sub-
family (PonyB primer; Table 1).
Evaluation of the MITE display approach for DArT 
genotyping
A library comprising 6144 DArT clones was constructed
using the approach described in Figure 1 (see Methods for
details). Hybridizations were performed for 58 Aedes
aegypti individuals with two, three and four replicated rep-
resentations independently hybridized for 25, 4 and 29
Table 1: Adaptor and primer sequences used for preparation of genomic representations and library construction
Adaptors (5'-3') Primers (5'-3')
Bsp1286I restriction site
Preparation of genomic representations for 
genotyping
Bsp1286I adaptors I Bsp1286I primer I






• Reverse strand GACCGACTGTGGAC
Library construction Bsp1286I adaptors II Bsp1286I primer II







• Reverse strand GACCGTTCTGGCA
Pony sequence - 1536-clone preliminary library construction
PonyAll primer
CGNAATNTGARYCAAAACGGTA
4608-clone expanded library construction and 
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Figure 1 (see legend on next page)
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individuals, respectively. These Ae. aegypti individuals
belonged either to the Bora-Bora strain (29 individuals),
susceptible to all insecticides, or to a strain artificially
selected for several generations to develop resistance to
the insecticidal Bacillus thuringiensis var israelensis (Bti)
toxins (29 individuals; see Methods).
The polymorphism analysis was performed on the
obtained images focusing on three parameters which are
central for the data quality: (1) the Call Rate, which corre-
sponds to the percentage of successfully scored replicates
for a given marker; (2) the P value, which measures the
fraction of the total variation across all individuals due to
bimodality (i.e. polymorphism) for a particular marker;
and (3) the discordance, which measures the overall vari-
ation of scores within replicates and is thus an indication
of the marker reproducibility. First, the most unreliable
markers (discordance > 5%) were discarded from the
analysis. The remaining markers were then sorted out by
decreasing P values and grouped in bins with an incre-
ment of 50 markers between two successive bins. As
shown in Figure 2A, the average discordance increased as
the average P value of a marker group increased (Pearson
correlation coefficient = -0.996, p < 0.01). There was also
a quasi-linear relationship between the decrease in aver-
age P and the decrease in Call Rate (Pearson correlation
coefficient = 0.999, p < 0.01; Figure 2B). Overall, the top
350 markers (P = 80.06%) showed a satisfactory Call Rate
(88.90%) while displaying an acceptable level of discord-
ance (1.48%). They met the standard quality thresholds
usually applied to DArT data, giving a polymorphism rate
of about 5.7% in the whole mosquito dataset.
Working dataset and marker redundancy
The primary goal of this study was to characterize loci
potentially responsible for resistance to Bti. For this pur-
pose, population genomics was adopted to reveal loci dis-
playing apparent selection footprints, such as an atypical
pattern of genetic variability compared to the rest of the
genome. To implement this approach, a robust estimation
of the overall genetic diversity throughout the genome
first had to be obtained. This was achieved by slightly
relaxing the quality parameters to include more markers
in our analyses and allow a more comprehensive sam-
pling of the genome. A polymorphism analysis was thus
performed with a minimum Call Rate, minimum P value,
and maximum discordance set at 81%, 71%, and 5%,
respectively. It identified a set of 476 markers (polymor-
phism rate = 7.75%) with a mean Call Rate, P value, and
discordance of 87.72 %, 78.34 %, and 1.93%, respec-
tively.
In this working dataset comprising 476 markers, linkage
disequilibrium was low with only 0.72% and 1.90% of
pairwise linkage indices > 0.95 and < 0.05, respectively.
Furthermore, a subset of 70 markers involved in 76.92%
of the marker pairs showing high linkage disequilibrium
was sequenced. Only two of them (2.86%) turned out to
be redundant, with one pair of markers differing by a gap
and the second one by a mutation (similarity > 98.5% in
BioEdit). After trimming the Pony motif, the 68 unique
marker sequences (GenBank accession no. FJ231034–
FJ231090; sequences shorter than 50 bp could not be
deposited) were blasted against the Ae. aegypti genome. In
total, 41 of them could be assigned without ambiguity to
single genomic positions distributed on 40 different
supercontigs. The two markers situated on the same super-
contig were separated by more than 215 kb.
Assessment of genetic diversity between and within 
mosquito strains
The working dataset was used to assess the genetic diver-
sity observed between and within the two studied mos-
quito strains. As revealed by an analysis of molecular
variance (AMOVA), most of the genetic variation was dis-
tributed between the resistant and the susceptible strains
(69.6 %, versus 30.4 % within strains; p < 0.0001 in both
cases), corroborating the high genetic differentiation
observed between the two strains (Fst = 0.556). Likewise,
in a principal coordinate analysis (PCO), the first axis
unmistakably separated the two strains and explained
56.59 % of the variation (Figure 3). However, when the
PCO analysis was carried out on each strain independ-
ently, enough genetic diversity seemed to be retained
Schematic illustration of the DArT protocolFigure 1 (see previ us page)
Schematic illustration of the DArT protocol. (A) Principle of the MITE-based genome complexity reduction method. 
Genomic DNA is digested by restriction enzyme Bsp1286I, and Bsp1286I adaptors are ligated to the generated overhangs. 
Then two rounds of PCR amplifications are performed using two primers: one annealing to Bsp1286I adaptors (Bsp1286I 
primer), and one complementary to a conserved sequence motif of the Pony element. For the most part, the resulting genomic 
representations include fragments with the Bsp1286I restriction site on one extremity and the Pony motif on the other one, 
because the PCR conditions are adjusted to preferably amplify this particular type of fragments. (B) Principle of the polymor-
phism detection on DArT microarrays. Genomic representations of each sample are hybridized against a library containing all 
fragments spotted on a slide. When a fragment is missing in one representation, it will not hybridize to the corresponding frag-
ment on the slide. In this example, monomorphic fragments present in both representations are scored as '-' while polymor-
phic fragments present or absent in one representation are scored as '1' or '0', respectively.
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Relationships between different quality parameters in the MITE libraryFigure 2
Relationships between different quality parameters in the MITE library. After discarding the most unreliable mark-
ers (discordance > 5%), remaining markers were sorted out by decreasing P values and grouped in bins with an increment of 50 
markers between two successive bins. Within-group average P was plotted against within-group average discordance (A) and 
within-group average Call Rate (B).
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within each strain to clearly differentiate individuals (data
not shown), with the first two axes explaining 20.48 %
and 26.72 % of the variation for the susceptible strain and
the resistant strain, respectively.
Assessment of genetic diversity within strains allowed to
complete this picture and revealed a strong difference
between the two strains (Table 2). All the diversity indices
calculated (Shannon index of phenotypic diversity S,
mean Jaccard pair-wise coefficient, Nei's gene diversity
and proportion of polymorphic markers at the 5% level,
see Methods for more details) give evidence of a high level
of genetic diversity within the susceptible strain, whereas
Principal coordinate analysisFigure 3
Principal coordinate analysis. A principal coordinate analysis (PCO) was carried out with the working dataset (476 DArT 
markers), and for each Aedes aegypti individual, the coordinate obtained for the first axis of the PCO was plotted against that 
obtained for the second axis.
Table 2: Indices of genetic diversity within each mosquito strain
Diversity index Susceptible strain Resistant strain
Mean pairwise Jaccard coefficient (minimum – maximum) 0.350 (0.196 – 0.643) 0.331 (0.110 – 0.590)
Shannon index of phenotypic diversity S 0.451 0.275
Nei's gene diversity 0.341 0.207
Percentage of polymorphicmarkers at the 5% level 94.1 58.6
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these indices were substantially lower for the resistant
strain, except the mean pairwise Jaccard coefficient.
Discussion
In this article, we report a substantial refinement to the
DArT genotyping technique which allowed its implemen-
tation for the yellow fever mosquito Aedes aegypti. More
specifically, the genome complexity reduction step was
achieved thanks to a MITE-display procedure which uti-
lizes the Ae. aegypti Pony element [15] as an additional
primer anchor. After restriction digestion of genomic
DNA and ligation of specific adaptor to compatible ends,
Pony-containing fragments were amplified using two
primers, one annealing to the adaptor sequence and the
other to a conserved sequence motif of the Pony element
(Figure 1).
In the 6144-clone library we generated, the relationships
observed between the quality parameters (Call Rate, P
value and discordance) for the best markers were consist-
ent with those reported in other species, for example
wheat (see Figure 1 in [7]). It has to be noted that the
mean discordance, although acceptable, is 3–5 times
higher than that usually published in plants [6,7,11].
Genomic representations generated with the MITE proce-
dure are potentially more complex, and there is also a
competition for amplification between three types of frag-
ments (i.e., "Restriction enzyme-Restriction enzyme" frag-
ments, "Restriction enzyme-Pony" fragments, and "Pony-
Pony" fragments). Both of these factors may contribute to
increase the mean discordance in the MITE procedure
compared to the traditional DArT protocol. In any case,
the discordance parameter can be viewed as a genotyping
error rate, and the value reported here (1.48%) is excellent
in comparison to those typically obtained with other
marker systems [16]. This high reproducibility of the
DArT technique is mainly due to the routine practice of
systematically genotyping samples at least twice, in order
to discard unreliable markers as soon as the scoring step.
Another reason of this high data quality is the computer-
ized scoring of DArT markers, which transforms detected
fluorescence intensities into presence/absence of a given
fragment and limits scoring subjectivity.
Our MITE approach was successful to reveal a substantial
number of DNA polymorphisms in the two closely related
laboratory strains of Ae. aegypti studied here, with 5.70 %
of highly reliable polymorphic markers in the library. This
polymorphism rate is slightly lower than that obtained in
other species where the MITE procedure has also been
tested, probably because of an inherent lower diversity in
the laboratory material studied here. In the sugarcane
genome, for example, 9.78 % of the cloned fragments
turned out to be polymorphic with similar average quality
parameters (Heller-Uszynska et al., submitted).
Our working dataset, containing 476 polymorphic DArT
markers selected with less stringent quality parameters,
helped highlight substantial genetic differences between
the two mosquito strains, with an observed Fst value
reaching 0.556. Although the two strains diverged only 18
generations ago, this high level of genetic differentiation
was not surprising in the light of the intensity of selection
(80%) applied to the selected strain at each generation. In
addition to this strong inter-strain genetic structure, the
DArT dataset was also able to reveal high genetic diversity
within both strains. Linkage analyses combined with
marker sequencing also suggested that most of the mark-
ers were unique and scattered in the genome, and thus
that our results could not be overly inflated by redundant
or physically linked markers. In short, DArT markers
appear to be discriminatory at both the intra- and inter-
population levels, and have therefore the potential to
become valuable tools in population genomics, even if
they have not been used in this purpose so far.
As exemplifies by our study and others in molecular gen-
otyping [17,18], TEs can be wonderful devices to help
identify DNA polymorphisms. They are not only omni-
present in most genomes, but also tightly associated with
various types of genetic variability, from changes in
genome size and arrangement to single nucleotide muta-
tions [19]. MITEs are particularly fascinating in this
respect. The mode of transposition of most MITE families
discovered so far has long remained mysterious [20,21].
They lack an active transposase, but according to recent
studies, they seem to originate from ancestral autono-
mous TEs and to depend on transposases encoded by
related autonomous TEs for contemporary transposition
events [21,22]. Incidentally, there are hints indicating that
stress may be a triggering factor in contemporary transpo-
sition events of MITEs [20]. In our case, one can speculate
that the stress represented by insecticide selection could
have played a role in shaping the strong genetic structure
between the two strains. Moreover, despite their appar-
ently deficient transposition capability, MITEs are usually
present in high copy numbers in many eukaryote
genomes. For example, the Tourist MITE superfamily rep-
resents alone more than 3 % of the rice genome [23], and
between 103 and 104 copies of the Angel element can be
found in the zebrafish genome [24]. MITEs also generally
display well conserved motifs, which is particularly con-
venient for primer design [22]. Last but not least, they
tend to insert in or near transcriptionally active genomic
regions [20,21]. This particularity offers exciting prospects
in studies of phenotypic traits of economical interest, or in
genomic surveys tracking genes under selection. Interest-
ingly, transposable elements often initiate the rapid evo-
lution of insect resistance to insecticides, including
resistance to Bt toxins [25,26]. In Ae. aegypti, DArT mark-
ers with atypically high genetic differentiation between
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the susceptible and resistant strains might thus be linked
to genes involved in resistance to Bti toxins. Some of these
markers have already been sequenced and at least two
promising candidate genes have been identified in their
vicinity (Paris, pers. comm.).
Conclusion
The MITE approach described here (Figure 1) allowed
obtaining the first DArT dataset ever published for an ani-
mal genome, although it has to be noted that the DArT
method had previously been successfully developed for
the mice genome (Jaccoud, pers. comm.). This example in
Ae. aegypti testifies of the flexibility of the DArT genotyp-
ing technique, which can accommodate a wide range of
other strategies for genome complexity reduction. Its
quasi-universal applicability, the fact that limited genome
information is necessary to its development, the possibil-
ity to obtain markers near coding regions and the possibil-
ity to rapidly sequence markers of interest are some of the
features that can make DArT a serious competitor to other
markers such as SNPs in non-model organisms [9]. In par-
ticular, DArT has a role to play in the current burst of
whole-genome scans tracking signatures of selection in
order to unravel the genetic basis of adaptation [2,27].
Methods
Biological material used and selection of the resistant 
strain
Two laboratory strains of Ae. aegypti were used as biologi-
cal material in this study: the standard Bora-Bora strain,
susceptible to all insecticides, and a strain artificially
selected for several generations to develop resistance to a
decomposed tree leaf litter showing a high toxicity when
ingested by mosquito larvae. This toxic litter was proved
to contain Bacillus thuringiensis var israelensis (Bti) bacteria
strains from commercial origin [28]. Bti bacterium pro-
duces insecticidal toxins which are widely used for mos-
quito control, and the toxic litter was collected in a
mosquito pond in Eastern France three months after treat-
ment with commercial Bti insecticide (Bactimos, Valent
Biosciences Corporation). This experimental design
allowed us to study resistance mechanisms to Bti toxins in
a situation close to field conditions.
Selection of the toxic leaf litter resistant strain was per-
formed on early fourth-instar larvae of the Bora-Bora
strain. At each generation, groups of 200 calibrated larvae
were exposed to 30 mg of finely ground toxic leaf litter in
200 ml of tap water. Selection was carried out repeatedly
for 18 generations, with an average of 2000 larvae being
exposed to toxic litter per generation. At each generation,
the experiment was stopped when mortality reached 80%
in order to obtain a minimum of 300 adults for the next
generation. The survivors were transferred to clean water,
fed with hay pellets, and allowed to emerge as adults,
reproduce, blood feed and lay eggs for the next genera-
tion. The average generation turnover was 30 days.
To monitor the evolution of resistance to toxic leaf litter,
bioassays were conducted at each generation in plastic
cups containing 20 fourth-instar larvae in 50 ml of tap
water and various doses of toxic leaf litter [29]. The lethal
dose for 50% of individuals after 24 h exposure (24 h-
LD50) was determined using the Probit software [30]. The
resistance ratio (RR) of the selected strain was calculated
by dividing the 24 h-LD50 value of the selected strain with
the value obtained for the susceptible strain. After 18 gen-
erations of selection, the RR of the resistant strain was 4-
fold.
Genomic DNA extraction
Genomic DNA was extracted from fourth-instar larvae
using the Qiagen DNeasy Tissue Kit and protocol (Qia-
gen). To avoid bacterial contamination, the larvae midgut
was removed carefully before DNA extraction.
Preparation of genomic representations
For each sample, digestion and ligation reactions were car-
ried out simultaneously at 37°C for 3 hours on 50 ng of
genomic DNA, using 2 units of restriction enzyme
Bsp1286I (New England Biolabs, NEB), 80 units of T4
DNA ligase (NEB) and 0.05 PM Bsp1286I adaptors I
(Table 1), in a buffer with final concentrations of 10 mM
Tris-OAc, 50 mM KOAc, 10 mM Mg(OAc)2, 5 mM DTT
(pH 7.8), 1 mM ATP and 100 ng/ml Bovine Serum Albu-
min (NEB). The obtained ligated products served as tem-
plate in a first round of PCR amplification. For this
purpose, ligated products were diluted five times with
sterile water and 2.5 Pl of the diluted product were added
to a 22.5-Pl PCR reaction mix leading to final concentra-
tions of 0.04 PM of Bsp1286I primers I (Table 1), 0.4 PM
of PonyB primers (Table 1), 10 mM Tris-Cl (pH 8.3), 50
mM KCl, 1.5 mM MgCl2, 0.1 mM of each dNTP and 1 unit
of RedTaq DNA Polymerase (Sigma). The amplification
reaction was performed with the following conditions:
94°C for 1 min; 20 cycles of 94°C for 30 sec, 50°C for 40
sec and 72°C for 1 min; followed by a final 7-min exten-
sion step at 72°C. The resulting PCR product was diluted
5 times with sterile water and 2.5 Pl of the diluted product
served as a template for a second round of amplification
performed exactly as the first round except that the final
volume was 50 Pl, the final concentration of both primers
and of each dNTP was 0.2 PM and 0.05 mM, respectively,
and 2 units of RedTaq DNA polymerase were used.
Construction of the DArT library and printing of 
microarrays
A preliminary 1536-clone library was first constructed
based on genomic representations prepared for 29 indi-
viduals of each strain. These representations were
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obtained as described above, except the sequences of the
adaptors and primers were slightly different (Bsp1286I
adaptors II, Bsp1286I primer II and PonyAll primer; see
Table 1), allowing the amplification from any type of Pony
element (subfamily A or B). Representations were mixed
according to the origin of the individuals to form a "sus-
ceptible pool" and a "resistant pool", and these pools
were cloned separately in the PCR2.1 TOPO vector
(TOPO TA Cloning kit, Invitrogen) following the manu-
facturer's instructions. Individual clones were grown over-
night in 384-well plates containing LB medium with 100Pg/ml ampicillin and 4.4 % glycerol. Small aliquots of the
cultures were used as templates for insert amplification in
a 25-Pl reaction containing 0.2 PM of each M13 forward
and M13 reverse primers (Invitrogen), 50 PM of each
dNTP, 50 mM Tris, 6 mM HCl, 16 mM (NH4)2SO4, 1.5
mM MgCl2 and 2 units of Taq Polymerase. The cycling
conditions were as follows: 95°C for 4 min, 57°C for 35s,
72°C for 1 min followed by 35 cycles of 94°C for 35s,
52°C for 35s and 72°C for 1 min and final 72°C for 7
min. After amplification, PCR products were dried,
washed with 70% ethanol and resuspended in a spotting
buffer developed for poly-L-lysine coated microarray
slides (Wenzl et al., in prep.). The final library contained
1536 clones, half of them originating from the "suscepti-
ble pool" and half of them from the "resistant pool", so
that each pool of genetic diversity was equally repre-
sented.
The first genotyping experiments carried out with this pre-
liminary library resulted in a low number of reliable pol-
ymorphic clones due to high levels of background noise
in signal intensities (data not shown). One likely explana-
tion was that the genomic representations hybridized
against the library included too many fragments so that
some of them were amplified stochastically during the
two rounds of PCRs and/or did not hybridize specifically.
To solve this problem, a second library was built, which
was based on genomic representations with fewer frag-
ments. It relied on the use of the PonyB primer designed
to anneal only to the Pony-B sequences. Except for this dif-
ferent primer, the protocol was identical to that detailed
above and lead to the production of a 4608-clone library.
Clones from both libraries, i.e. 6144 in total, were printed
in duplicates on poly-L-lysine-coated slides (Erie Scien-
tific) using a MicroGridII arrayer (Biorobotics). Printed
DNA spots were denatured and fixed on the surface of the
slide by incubation in hot water (95°C) for 2 min, fol-
lowed by dipping in 0.1 mM DTT, 0.1 mM EDTA solution
and drying by centrifugation at 500 × g for 7 min.
Individual genotyping using DArT microarrays
For each individual, at least two genomic representations
were obtained independently as reported in the section
"Preparation of genomic representations". Each representa-
tion was subsequently precipitated with one volume of
isopropanol, washed with 70% ethanol and resuspended
in 3.5 Pl of sterile water. After a 3-min denaturation at
95°C, the representation was fluorescently-labelled for 3
hours at 37°C with 250 units of Klenow exo- fragment of
E. coli Polymerase I (NEB), 2.5 nmoles of either Cy3-dUTP
or Cy5-dUTP (Amersham Bioscience) and 25 PM random
decamers. A Cy3- and a Cy5-labelled samples (thereafter
called targets) were combined one after the other to 60 Pl
of a hybridization buffer containing a 50:5:1 mixture of
ExpressHyb (Clonetech), herring sperm DNA (Promega),
FAM-labelled polylinker of the PCR2.1 vector (Invitro-
gen) used for library preparation, and 2 mM EDTA (pH
8.0). This mix was denaturated at 95°C for 3 min, depos-
ited onto microarray slides and covered with a glass cov-
erslip. Slides were incubated for 16 h in a humid chamber
at 65°C. Following hybridization, coverslips were
removed and slides were washed in 1 × SSC + 0.1% SDS
for 5 min, 1 × SSC for 5 min, 0.2 × SSC for 2 min, and 0.02
× SSC for 30 sec, before being dried by centrifugation at
500 g for 7 min.
Microarray scanning and data acquisition
A Tecan LS300 confocal laser scanner was used to scan the
hybridized slides and generate three different TIF images
per slide, one per type of hybridized dye (Cy3, Cy5 and
FAM). Image and polymorphism analyses were per-
formed with DArTSoft version 7.4.3, a software especially
developed for this purpose by Diversity Arrays Technology
Pty. Ltd. (Cayla et al., in prep.). Briefly, DArTSoft automat-
ically localizes the arrayed spots on the images using a
seeded-region-growth algorithm, rejects those with a weak
reference signal, computes and normalizes background-
subtracted relative hybridization intensities [e.g. log(cy3-
target/FAM-reference)], and calculates the median value
for replicate spots. Then, polymorphic clones are identi-
fied by means of a combination of ANOVA and fuzzy K-
means clustering at a fuzziness level of 1.5 before being
assigned as 'present' or 'absent' in each representation
hybridized to the array.
Linkage disequilibrium between markers and clone 
sequencing
Independence and uniqueness of DArT markers were eval-
uated by calculating the linkage index Ik, l for each possible
pair of markers k and l, according to the following for-
mula:
where n is the number of individuals, mki the score (0/1)
of individual i at marker k, and mli the score of individual
i at marker l. Values of I < 0.05 or I > 0.95 are indicative of
I
n
m mk l ki li, = −∑1
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a statistical linkage disequilibrium between the two mark-
ers under consideration.
A subset of markers involved in pairs showing high link-
age disequilibrium was selected and sequenced to assess
the level of marker redundancy in the dataset. For these
markers, bacterial cultures were sent to Genome Express®
(http://www.genome-express.com) for insert amplifica-
tion and sequencing with M13 forward and M13 reverse
primers. Raw sequence files were trimmed and aligned
using Bioedit 7.0.9 (http://www.mbio.ncsu.edu/BioEdit/
BioEdit.html). Marker sequences were also blasted against
the full genomic sequence of Ae. aegypti (available for
download at http://aaegypti.vectorbase.org/GetData/
Downloads?type=Genome and comprising 4758 super-
contigs in total).
Evaluation of genetic diversity between and within 
mosquito strains
Genetic variation was assessed within each mosquito
strain by computing the Shannon index of phenotypic
diversity S [31] with Popgene v1.32 (http://www.ual
berta.ca/~fyeh/pr01.htm) as well as the pair-wise Jaccard
coefficients [32] with the vegdist function of the vegan R
package  (http://cc.oulu.fi/~jarioksa/softhelp/
vegan.html). These two diversity indices do not rely on
the estimation of allelic frequencies, which for dominant
data such as DArT data requires additional assumptions
(e.g. Hardy-Weinberg equilibrium). In addition, estimates
of allelic frequencies were obtained with the Bayesian
method with non-uniform prior distribution [33] imple-
mented in AFLP-SURV v1.0 (http://www.ulb.ac.be/sci
ences/lagev/aflp-surv.html) [34], and used to calculate
Nei's gene diversity [35] and the proportion of polymor-
phic markers at the 5% level within each strain. Genetic
differentiation between strains was estimated by perform-
ing an analysis of molecular variance (AMOVA) using
Arlequin v3.11 (http://cmpg.unibe.ch/software/
arlequin3/) [36] and by calculating the Fst index with
AFLP-SURV v1.0. Principal coordinate analyses (PCO)
were carried out with PCO v1.0 (http://www.stat.auck
land.ac.nz/~mja/Programs.htm).
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Abstract
Background: Genome scans are becoming an increasingly popular approach to study the genetic
basis of adaptation and speciation, but on their own, they are often helpless at identifying the
specific gene(s) or mutation(s) targeted by selection. This shortcoming is hopefully bound to
disappear in the near future, thanks to the wealth of new genomic resources that are currently
being developed for many species. In this article, we provide a foretaste of this exciting new era by
conducting a genome scan in the mosquito Aedes aegypti with the aim to look for candidate genes
involved in resistance to Bacillus thuringiensis subsp. israelensis (Bti) insecticidal toxins.
Results: The genome of a Bti-resistant and a Bti-susceptible strains was surveyed using about 500
MITE-based molecular markers, and the loci showing the highest inter-strain genetic differentiation
were sequenced and mapped on the Aedes aegypti genome sequence. Several good candidate genes
for Bti-resistance were identified in the vicinity of these highly differentiated markers. Two of them,
coding for a cadherin and a leucine aminopeptidase, were further examined at the sequence and
gene expression levels. In the resistant strain, the cadherin gene displayed patterns of nucleotide
polymorphisms consistent with the action of positive selection (e.g. an excess of high compared to
intermediate frequency mutations), as well as a significant under-expression compared to the
susceptible strain.
Conclusion: Both sequence and gene expression analyses agree to suggest a role for positive
selection in the evolution of this cadherin gene in the resistant strain. However, it is unlikely that
resistance to Bti is conferred by this gene alone, and further investigation will be needed to
characterize other genes significantly associated with Bti resistance in Ae. aegypti. Beyond these
results, this article illustrates how genome scans can build on the body of new genomic information
(here, full genome sequence and MITE characterization) to finally hold their promises and help
pinpoint candidate genes for adaptation and speciation.
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Background
In the past few years, evolutionary biologists have increas-
ingly bet on population genomics approaches to study the
genetic basis of adaptation and speciation. Genome scans
have flourished in the literature, providing valuable
insight into the genetics of local adaptation [1,2], sympat-
ric speciation [3], host race or ecotype differentiation [4-
7], and response to climate change or exotic invasions
[8,9], among others. In most cases, however, population
genomics alone fell short of pinpointing the specific
gene(s) or mutation(s) targeted by selection during the
adaptation or speciation process [10,11].
One of the main reasons for this recurring setback is the
present lack of genomic resources for most examined spe-
cies. For example, due to the absence of more powerful
alternatives, many population genomics studies rely on
genetic markers such as AFLPs (Amplified Fragments
Length Polymorphisms) [11,12], which can generally be
obtained easily for any organism. Unfortunately, such
markers present the double disadvantage of being anony-
mous and of falling predominantly in non-coding regions
of the genome, i.e. far from potential candidate regions
for adaptation and speciation [10]. Moreover, when
genomic sequences are scarce or poorly annotated, identi-
fying candidate genes in the vicinity of markers showing a
selection signature represents a daunting task that few
researchers have undertaken so far (but see [13]). Yet, we
predict that these limitations are bound to disappear in
the near future, especially with the increasing use of next-
generation sequencing technologies. In this article, we
aim at providing a foretaste of this exciting new era by
illustrating how new genomic tools can help unravel the
genetic basis of mosquito resistance to Bacillus thuringien-
sis subsp. israelensis (Bti) insecticidal toxins.
Considered as a safe alternative to chemical insecticides,
the bio-insecticide Bti is widely used worldwide for mos-
quito control [14]. Bti toxicity is mainly conferred by three
Cry toxins (Cry4A, Cry4B and Cry11A) and one Cyt toxin
(Cyt1A), which aggregate in a proteic crystal produced
during sporulation of the bacteria [15]. Bti is usually
sprayed in mosquito breeding sites as a mixture of spores
and toxins, which is ingested together with organic detri-
tus by developing larvae. In the larval midgut, Bti toxins
are first activated by protease/trypsin-like enzymes or ami-
nopeptidases [16]. Then, they bind to specific receptors of
the midgut cells (Cry toxins), or directly interact with the
cell membrane (Cyt1A toxin), ultimately causing pore for-
mation and cell lysis [16]. Cy1A is also known to act syn-
ergistically with Cry toxins, increasing the overall toxicity
of the Bti mixture [17,18]. Due to the complexity of Bti
toxicity mechanisms, some have argued that resistance to
Bti would likely require adaptive mutations in several
genes [19,20]. This argument is reinforced by the fact that
only a handful of studies have observed evidence of labo-
ratory or natural resistance to Bti in mosquito [19,21-23].
Because of the probable multilocus nature of Bti resist-
ance, population genomics appears to be an approach of
choice to identify genes involved in this process.
Here, we describe the application of population genomics
to the search for candidate genes for resistance to a toxic
leaf litter containing Bti spores. With the mosquito Aedes
aegypti as a model, we first conducted a genome scan rely-
ing on about 500 MITE (Miniature Inverted-repeat Trans-
posable Element)-derived markers expected to occur
frequently in gene-rich regions [24,25]. By combining the
results of this genome scan with data from the publicly
available genome sequence of Ae. aegypti, we were then
able to localize two good candidate genes for Bti resist-
ance. Finally, these two genes were further analyzed at the
sequence and gene expression levels in order to determine
if selection was indeed a driving force in their evolution.
Results
Genome scan and identification of outlier loci presumably 
influenced by selection
Our search for candidate genes linked to Bti resistance was
conducted in two Aedes aegypti strains differing drastically
in their susceptibility to Bti as well as to individual Bti tox-
ins (see the Methods part for resistance ratios). The
genome of Ae. aegypti was screened using a variant of the
DArT (Diversity Arrays Technology) procedure, where
motifs of a particular MITE (Miniature Inverted-repeat
Transposable Element) family called Pony served as
primer anchors for PCR amplification. In total, 476 bial-
lelic dominant markers were surveyed for 29 individuals
in each mosquito strain, revealing a particularly high
genetic differentiation between strains (mean Fst =
0.556). This strong genetic structure was not surprising
given the history of the two strains, and in particular the
recent bottleneck experienced by the resistant strain
(Additional file 1). However, high neutral Fst values are
expected to reduce the power of methods revealing outlier
loci potentially under selection on the basis of an atypi-
cally high genetic differentiation. For example, the appli-
cation of the program Dfdist [26] to our data detected
only one locus departing from neutral expectations for D
= 1%, because the neutral envelope included almost the
entire range of possible differentiation values (Additional
file 2). As a result, we adopted a different strategy and
retained as outliers those loci for which alternative pheno-
types (fragment presence/absence) were fixed or nearly
fixed in each strain. A total of 70 such markers were
sequenced for further analyses.
Outlier sequencing and localization in the genome
Among the outlier sequences obtained, one pair differed
only by a gap and another one by only a mutation, result-
BMC Genomics 2009, 10:551 http://www.biomedcentral.com/1471-2164/10/551
Page 3 of 11
(page number not for citation purposes)
ing in a redundancy rate of 2.86%. After trimming the
primer sequence and the Pony motif, the 68 unique
marker sequences (GenBank accession no. FJ231034-
FJ231090; sequences shorter than 50 bp could not be
deposited) had an average size of 185.2 bp (range 16-868
bp). Of these unique sequences, 41 could be assigned to a
unique position in the Aedes aegypti genome, and all but
two of these positions were found on different supercon-
tigs (Additional file 3). Six sequences were situated on the
same supercontig as a candidate gene for Bti resistance
(DArT_102, DArT_318, DArT_400, DArT_415, DArT_432
and DArT_467), and two of them (DArT_432 and
DArT_467) co-localized with the same gene (a cadherin).
It had to be noted that physical distances between candi-
date genes and outlier markers situated on the same
supercontig were considerable, ranging from 97907 bp
(cadherin and DArT_467) to more than 300 Mbp (glyco-
syltransferase and DArT_415). According to these results,
the cadherin gene (CAD, VectorBase Gene ID
AAEL001196) turned out to be a serious candidate for Bti
resistance because two outlier markers pointed towards it,
one of them at the shortest distance recorded in this study.
This gene, which codes for a possible toxin-binding recep-
tor [27], was thus selected for further investigation at the
sequence and expression levels. We also focused on the
leucine aminopeptidase gene (LAP, VectorBase Gene ID
AAEL001649) because of its potential implication in Bti
toxin activation [28].
Candidate gene sequence analysis
A total of 1,467 bp and 1,657 bp were sequenced for the
CAD and LAP genes, respectively. All sequences were
deposited into GenBank, with accession numbers
GU066340 to GU066385. As shown in Table 1, the two
candidate genes shared similarities: both had a higher
genetic diversity in the susceptible than in the resistant
strain even if more individuals were sequenced in this lat-
ter. This observation was consistent with the fact that both
strains are separated by 18 generations of selection, and
that the resistant strain experienced a strong bottleneck at
generation 10 (Additional file 1). Both genes also showed
similar numbers of haplotypes in each strain (13 and 12
haplotypes in the susceptible strain for CAD and LAP,
respectively; and 5 haplotypes in the resistant strain for
both genes). On the other hand, the two candidate genes
differed by their overall level of genetic diversity and inter-
strain differentiation. For example, the Fst value was 0.186
only for CAD vs. 0.321 for LAP. Likewise, the nucleotide
diversity  estimated for LAP in the susceptible strain was
about four times lower than that estimated for CAD, this
ratio reaching 17 when considering the resistant strain.
However, it has to be noted that polymorphisms were not
uniformly distributed along the CAD gene sequence,
some regions showing globally more variation (e.g. sub-
domain SD4 and interdomain SD4-SD5 of the protein;
Figure 1).
These patterns of genetic diversity translated differently at
the codon level. We found three non-synonymous sites in
the CAD sequence, of which none was diagnostic of one
strain in particular, whereas for the LAP sequence, only
two of nine non-synonymous mutations were present in
the resistant strain. Six non-synonymous sites, among
which five could only be found in the susceptible strain,
were noticeably situated in 5' and 3' untranslated regions
and could thus affect transcript stability and/or transla-
tion.
Finally, the examination of haplotype repartition between
strains allowed this picture to be completed. For the CAD
gene, one haplotype present in all 12 sampled resistant
individuals (18 haplotypes out of 24) existed only in 2
susceptible individuals (2 haplotypes out of 20). For the
LAP gene, the most frequent haplotype in the resistant
strain (11 haplotypes out of 24) was absent from the sus-
ceptible strain.
Neutrality tests
For both candidate genes, we tested for deviation from
neutral evolution in the resistant strain by applying differ-
ent neutrality tests to the observed polymorphism data
(Table 2). Tajima's D and Fay and Wu's H highlight a skew
in the frequency distribution of variants, H giving more
weight to high-frequency polymorphisms, whereas Fu
and Li's D* and F* detect a discrepancy between either the
total number of mutations (D*) or the average number of
differences between two sequences (F*) and the number
of singletons. As a result, each one of these tests is based
on different diversity parameters and gives different infor-
mation on the type of selection presumably in action. In
this study, every test except Fay and Wu's H gave positive
values for both genes (Table 2), which is consistent with
the recent bottleneck experienced by the resistant strain.
None of the tests was significant for LAP, whereas D*, F*
and H remained significant for CAD even when account-
ing for the particular demographic history of the strain
(Table 2). The positive values of D* and F* suggested a
deficiency of recent (i.e. rare) mutations, whereas the neg-
ative H indicated an excess of high compared to interme-
diate frequency mutations.
Gene expression analyses
Real-time reverse-transcription PCR (RT-PCR) analyses
revealed that levels of gene expression were reduced in the
resistant strain compared to the susceptible strain for both
candidate genes (2.17-fold and 1.68-fold under-expres-
sion for the CAD and the LAP genes, respectively; Figure
2). Non-parametric Mann-Whitney tests indicated that
reduction in expression levels was significant for both
genes (p = 0.017 and p = 0.002 for the CAD and LAP genes,
respectively). However, only the expression fold change
observed for the CAD gene (2.17) was higher than the
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two-fold change conservatively used as a significant
threshold in expression studies [29].
Discussion
A MITE-based genome scan to search for candidate genes
The goal of this study was to identify genes conferring
resistance to the bio-insecticide Bacillus thuringiensis
subsp. israelensis (Bti) in an Aedes aegypti mosquito strain
selected for several generations with a toxic leaf litter con-
taining Bti spores. The genetic basis of Bti resistance is
likely to be multigenic [19,20], and in Ae. aegypti, we listed
as many as 160 serious candidates by virtue of their
known function and/or proven association with Bti resist-
ance in other species (e.g. [20,30,31]). As a result, we
chose to tackle this study by adopting a population
genomics approach. The underlying idea was to examine
many MITE-derived DArT markers scattered in the
genome to get an accurate estimate of the overall back-
ground (i.e. neutral) genetic differentiation between the
selected (Bti-resistant) and control (Bti-susceptible)
strains. This in turn allowed detecting markers with an
atypically high inter-strain genetic differentiation, and
thus possibly linked to a gene under positive selection due
to Bti resistance. Our genome scan revealed an overall
high level of neutral genetic differentiation between the
two strains (mean Fst = 0.556), which is not unexpected
in the light of the history of the resistant strain, and espe-
cially of the bottleneck it experienced at generation 10
Table 1: Measures of genetic diversity and divergence obtained for the two candidate genes

































































































































































































































































N, number of alleles sampled; Hap, number of different haplotypes; S, number of segregating sites; Si, number of singletons; NS, number of non-
synonymous mutations; Hd, haplotype diversity; , nucleotide diversity (per site); W, Watterson's mutation parameter T estimated from S (per site); 
k; average number of nucleotide differences within strain; K, average number of nucleotide differences between strains; Fst, genetic differentiation 
between strains.
* Some measures (e.g. S and NS) are different between the whole sequence and the total of all sequences because of a different number of sampled 
haplotypes.
BMC Genomics 2009, 10:551 http://www.biomedcentral.com/1471-2164/10/551
Page 5 of 11
(page number not for citation purposes)
(see Additional File 1). Yet, the Fst value obtained
between the same two mosquito strains using AFLP mark-
ers is substantially lower (mean Fst = 0.114; Paris, pers.
comm.). AFLP and DArT markers are biallelic, dominant
and, to a certain extent, randomly distributed in the
genome so they should provide similar genetic differenti-
ation estimates. However, the DArT markers developed
for the purpose of this study are intimately associated with
a specific family of MITEs called Pony, whose characteris-
tics might explain the discrepancy between the two Fst
measures. Pony elements constitute about 1.1% of the
genome of Ae. aegypti [25], and although their transposi-
tion mechanism is still unclear, it could be triggered by
unfavorable environmental conditions as was shown for
other MITEs in plants for example [24,32,33]. Several
authors have even underlined the potential contribution
of MITEs to rapid adaptations and, ultimately, genome
evolution [24,34]. One can thus speculate that the envi-
ronmental stress imposed by toxic leaf litter selection
stimulated Pony transpositions, hence inflating estimates
of inter-strain genetic differentiation as measured by our
Pony-associated markers. Like many MITEs, Pony motifs
are also known to frequently occur in the non-coding
regions of genes [25]. Because of this last characteristic of
Pony elements and of their high mutational potential pos-
sibly enhanced by stress, Pony-based DArTs are ideal ran-
dom markers to explore the genome of Ae. aegypti and
search for genes conferring resistance to Bti.
DArT marker sequences and identification of candidate 
genes
We decided to sequence the MITE-based DArT markers
showing the highest inter-strain differentiation (outliers),
as those are the most likely to be linked to genes confer-
ring resistance to Bti. Of the 70 sequences obtained, 41
(68.6%) matched to unique locations in the genome of
Comparison between lepidopteran cadherin-like proteins and the Aedes aegypti cadherin studied eFigur 1
Comparison between lepidopteran cadherin-like pro-
teins and the Aedes aegypti cadherin studied here. 
Cadherin-like proteins are constituted of different domains: 
SD, subdomain; MPED, membrane-proximal extracellular 
domain; TM, transmembrane domain; CYTO, cytoplasmic 
domain. Only features present in the mature form of the 
protein are outlined here. Known and putative Cry binding 
sites characterized in lepidopterans are indicated by paren-
theses. B. mori, Bombyx mori; H. armigera, Helicoverpa armig-
era; H. virescens, Heliothis virescens; M. sexta, Manduca sexta; 
Ae. aegypti, Aedes aegypti. Adapted from Figure 10 in [27].
Table 2: Results of the neutrality tests for the resistant strain
Neutrality test Value Significance according to coalescent sim-
ulations based on a large constant popu-
lation sizea
Significance according to coalescent simu-
lations based on the known demographic 
history of the resistant strainb
Cadherin (CAD)
Tajima's D 1.717 p < 0.01 n.s.
Fu and Li's D* 1.698 p < 0.001 p < 0.01
Fu and Li's F* 2.000 p < 0.001 p < 0.05
Fay and Wu's H -50.370 p < 0.001 p < 0.01
Leucine aminopeptidase (LAP)
Tajima's D 0.788 n.s. n.s.
Fu and Li's D* 1.233 n.s. n.s.
Fu and Li's F* 1.280 n.s. n.s.
Fay and Wu's H 1.181 n.s. n.s.
a, performed following the method of Hudson [70] implemented in DnaSP; b, performed using the program ms [68].
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Ae. aegypti, while the rest consisted of repeated sequences.
As less than 40% of the genome of this species is consti-
tuted of single or low copy sequences [35], this result con-
firms the fact that MITE-based DArTs tend to fall near low-
copy, possibly coding, sequences. The 41 genomic loca-
tions involved were all but two situated on different
supercontigs of the Ae. aegypti full genome sequence, sug-
gesting that there was no real bias in the distribution of
our markers in the genome, at least for highly differenti-
ated ones. Unfortunately, the Ae. aegypti genome has a
weak gene density [35], and most of our outlier sequences
(85.4%) fell in supercontigs with few or no putative
genes. Furthermore, we recently performed a differential
transcriptome analysis of Ae. aegypti larvae exposed to dif-
ferent xenobiotics. This study, based on the sequencing of
millions of cDNA tags using next-generation sequencing,
detected more than 2000 loci situated outside predicted
genes and showing a significant transcription signal
(David, pers. comm.). There is thus an obvious need for a
better gene annotation in the Ae. aegypti genome, and one
efficient strategy to tackle this task would be to concen-
trate the effort on regions of interest, like those showing
signatures of selection.
The selection with toxic leaf litter was a recent event in the
history of the resistant strain so linkage disequilibrium is
probably extensive in the vicinity of selected genes [36]. In
those conditions, detecting selection signatures in a
genome is somewhat easier even with a relatively small
marker density [37], but on the other hand, the existence
of large haplotype blocks makes it more difficult to pin-
point the exact gene(s) under selection. In this study, the
distance between outlier markers and candidate genes was
considerable (between 100 and 3,000 Kb) and might
exceed the window of linkage disequilibrium around
selected genes. In other words, we might have overlooked
closer genes genuinely responsible for the signatures of
selection, but not already annotated or absent from our
list of candidates.
The cadherin and leucine aminopeptidase as candidate 
genes
Among the five candidate genes discovered in the proxim-
ity of outlier markers, we decided to examine further the
cadherin (CAD) and leucine aminopeptidase (LAP) at the
sequence and expression levels, to confirm or infirm the
selection footprint. This step was all the more crucial since
selection but also particular demographic histories can
generate an atypically high genetic differentiation [38,39].
Neutrality tests are often used to verify the influence of
selection in intraspecific sequence data [40,41]. However,
they have often been criticized for their lack of power and
their sensitivity to demographic events like bottlenecks or
population expansions which can mimic selective effects
[38,42]. In this study, this possible bias was overcome by
performing tailor-made coalescence simulations based on
the known demographic history of the resistant strain, in
order to assess the significance of the tests. No firm evi-
dence of selection was found at the nucleotide or expres-
sion level for the LAP gene, which rules out its implication
in Bti resistance, at least as a gene with major effects. For
the CAD gene, Fu and Li's D* and F* tests highlighted a
deficit in rare mutations, which is usually the trademark
of balancing selection [43]. Fay and Wu's H statistics indi-
cated an excess of high compared to intermediate fre-
quency mutations, which on the contrary suggests the
spread of an advantageous mutation at a linked site (i.e.
positive selection) [44]. Although those conflicting results
might be hard to interpret at first glance, one has to keep
in mind that the selection with the toxic leaf litter started
only 20 generations ago. In addition, the resistant strain
experienced a recent bottleneck which probably further
eliminated low frequency variants. New mutations cer-
tainly have not had time yet to appear in the population,
which would explain the positive D* and F* values. For
the same reason, Tajima's D can be transiently positive
right after a bottleneck [45]. As for the H statistics, it is not
as sensitive to the loss of rare variants, so it is presumably
more reliable here and we can reasonable think that the
CAD gene shows genuine signs of positive selection. This
evidence is further reinforced by the significant under-
expression of this gene in the resistant strain. Cadherins
are indeed known to bind to Cry toxins in other insect
species [27] and to be involved in many cases of Cry resist-
ance in insects (e.g. [46-48]). Here, under-expression of
the cadherin gene could reduce the number of a certain
type of Cry receptors and thus hinder pore forming, ulti-
Results of the expression analyses for the two candidate genesFig re 2
Results of the expression analyses for the two candi-
date genes. This figure illustrates, for each candidate gene, 
the mean gene expression in the resistant strain relative to 
that in the susceptible strain.
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mately limiting susceptibility to Bti. Similarly, resistance
to the toxin Cry1Ac has been shown to be linked to
reduced levels of membrane receptors in the cotton pest
Heliothis virescens [49], or in the cabbage moth Plutella
xylostella [50]. Nevertheless, cadherins are usually specific
to one particular Cry toxin [27], and it is unlikely that the
CAD gene alone is responsible for resistance to Bti which
is a mixture of several Cry toxins. One can thus hypothe-
size that this gene's effects supplement those of one or sev-
eral other genes that remain to be identified.
Conclusion
Beyond their implications for the understanding of the
genetic mechanisms of Bti mosquito resistance, these
results illustrate how genome scans can build on the body
of new genomic information (here, full genome sequence
and MITE characterization) to finally hold their promises
and help pinpoint candidate genes for adaptation and
speciation [10]. In the near future, a wealth of genomics
tools will be available for a much wider range of species,
mostly thanks to the rapid development of next-genera-
tion sequencing technologies [51]. We predict this new
knowledge will boost in many respects the use of popula-
tion genomics for the study of the genetic bases of adapta-
tion and speciation. Several limitations of current genome
scans will certainly be soon overcome, with for example
(1) the development of new genetic markers allowing
screening the genome more finely (e.g. [52]) or specifi-
cally targeting coding regions (e.g. [53]); (2) an easier
access to outlier sequences as well as full genomic
sequences serving as references to locate outlier loci and
identify nearby candidate genes; and (3) a better gene
annotation. In short, population genomics will at last
have the means to meet our expectations when it comes to
identify genes under natural or artificial selection.
Methods
Biological material
Two Aedes aegypti laboratory strains were compared for the
purpose of this study: the Bora Bora reference strain,
known to be susceptible to most insecticides, and a strain
artificially selected for resistance to a decomposed tree leaf
litter showing a high toxicity for mosquito larvae. This leaf
litter had been collected in a mosquito pond in Eastern
France three months after treatment for mosquito control,
and has been proved to contain Bacillus thuringiensis
subsp. israelensis (Bti) spores from commercial origin [54].
The use of this Bti-contaminated leaf litter in the selection
experiments allowed mimicking the evolution of resist-
ance to Bti in a situation close to field conditions. The sus-
ceptible and resistant strains were separated by 18
generations of selection (and by 20 generations in total),
with a strong bottleneck at generation 10 (see Additional
File 1 for more details on the demographic history of the
resistant strain). The selection experiment and the bio-
assays implemented to monitor the evolution of resist-
ance are described in [55]. At each generation, the lethal
dose for 50% of the individuals after a 24 h-exposure (24
h-LD50) was determined for each strain using the Probit
software [56]. After 18 generations of selection, the resist-
ance ratios RR of the resistant strain (i.e., the ratio
between the 24 h-LD50 values for the resistant and the
susceptible strains, respectively) were 3.4-fold, 30.2-fold,
13.7-fold, 6.3-fold and 3-fold for the toxic leaf litter,
Cry4A, Cry4B, Cry11A and Cyt1A toxins, respectively.
DNA extraction and genome scan
The genomic DNA used for all subsequent molecular
work was extracted from fresh fourth-instar mosquito lar-
vae using the Qiagen DNeasy Tissue Kit and protocol
(Qiagen). Prior to extraction, the larvae midgut was
removed carefully to avoid bacterial contamination.
The classical protocol of the Diversity Array Technology
(DArT) [57] was slightly modified so as to provide hun-
dreds of good-quality markers scattered in the genome of
Ae. aegypti and possibly associated to gene-rich regions
[55]. Briefly, in a first step, genomic DNA was digested
with restriction enzyme Bsp1286I and a specific adaptor
was ligated to compatible ends. Restriction fragments
including a particular Ae. aegypti MITE called Pony were
PCR-amplified using a primer annealing to the adaptor
sequence and a primer complementary to a conserved
motif of the Pony element. PCR products obtained for all
individuals of the two strains were pooled together and
cloned to construct a DArT library containing a total of
6144 MITE-based clones. In a second step, a labelled tar-
get produced for each Ae. aegypti individual as described
in the first step was hybridized to the library fragments
spotted on a glass slide in order to reveal the polymorphic
ones. Details of the protocol, in particular the adaptor and
primer sequences used and the reproducibility rates, can
be found in [55].
Identification and sequencing of outlier loci potentially 
under selection
For each DArT marker obtained, allelic frequencies were
estimated with the Bayesian method with non-uniform
prior distribution [58] implemented in AFLP-SURV 1.0
[59]. Among those markers, we tracked those for which
alternative phenotypes (fragment presence/absence) were
fixed or nearly fixed in the two strains (for example, frag-
ment present/absent for all individuals or all individuals
except one). Our assumption was that such a pattern of
extreme inter-strain genetic differentiation could be
explained by the spread, in the resistant strain, of an
advantageous allele initially present at low or intermedi-
ate frequency in the susceptible strain (standing varia-
tion), from which it is eventually purged by genetic drift
and/or because it is slightly deleterious.
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For 70 such markers, bacterial cultures were sent to
Genome Express® http://www.genome-express.com for
insert amplification and sequencing with M13 forward
and M13 reverse primers. Raw sequence files were edited
with BioEdit 7.0.9 [60] and purged from Pony and primer
sequences. The obtained sequenced were blasted against
the full genomic sequence of Ae. aegypti (consisting of
4758 supercontigs and available at http://aaegypti.vector
base.org/GetData/Downloads?type=Genome).
Identification of candidate genes
Although mechanisms of resistance to Bti are still
unknown in dipterans, resistances to several Cry toxins
have been intensively studied, especially in lepidopteran
pests resistant to transgenic crops expressing Bacillus thur-
ingiensis Cry toxins genes [20,30]. Because these toxins
share similar three-dimensional structures, similar modes
of action and resistance mechanisms can be expected
between lepidopteran and dipteran insects [16,61]. We
therefore considered as candidate genes for Bti resistance
those belonging to families previously proved to be
involved in Cry resistance [20,30,31]. To this list, we
added genes potentially implicated in activation of Bti
toxins (aminopeptidases, e.g. [28]; and trypsins and chy-
motrypsins, e.g. [62]), in toxin binding (alkaline phos-
phatases, e.g. [49,63]; aminopeptidases, e.g. [64];
cadherins, e.g. [48]; galactosidases and glycosyltrans-
ferases, e.g. [20,65]); or immune defense (mitogen-acti-
vated protein kinases, e.g. [31]). A keyword search was
conducted in the VectorBase database http://aaegypti.vec
torbase.org/index.php and a total of 160 candidates
located on 98 different supercontigs were identified out of
the 15,419 putative genes (16789 transcripts in total) ref-
erenced in the Aedes aegypti genome.
Cadherin (CAD) and leucine aminopeptidase (LAP) gene 
sequencing
The complete genomic sequences of the CAD and LAP
genes (VectorBase Gene IDs AAEL001196 and
AAEL001649, respectively) were downloaded from the
VectorBase website to help design sequencing primers
(Additional file 4) with the software package Lasergene
7.2 (DNASTAR Inc.). The sequencing strategy for the CAD
gene targeted exon 5 and more specifically the membrane-
proximal subdomains (subdomains 4 to 6) of the protein
which are the preferential binding sites of Bti Cry toxins in
lepidopterans (Figure 1). For the LAP gene, three different
primer pairs were selected to amplify the two main exons.
PCR amplifications were conducted for each gene in a 25-Pl total volume with 2 mM MgCl2, 0.1 mM of each dNTP
(Roche), 0.2 PM of each primer, 5 Pg of BSA, 0.6 U of
AmpliTaq Gold DNA polymerase (Applied Biosystems)
and 10-30 ng of DNA. The PCR program included an ini-
tial 10-min denaturation step at 95°C; 40 cycles of dena-
turation at 95°C for 45s, annealing at the optimal
temperature indicated in Additional file 4 for 45s and
elongation at 72°C for 60s; followed by a final extension
step at 72°C for 5 min. PCR products were purified with
the QIAquick PCR purification kit (Qiagen) and sequenc-
ing reactions were performed in both directions using the
amplification primers and the BigDye Terminator Cycle
Sequencing Kit 3.1 (Applied Biosystems), following the
manufacturer's indications. Fluorescently labelled
sequencing products were run on an ABI PRISM 3100 cap-
illary DNA sequencer (Applied Biosystems) and
sequences were analyzed with SeqMan Pro 7.1.0 (DNAS-
TAR Inc.). Overall, we obtained sequences for 11 and 12
individuals of the susceptible and resistant strains, respec-
tively.
Sequence analysis and neutrality tests
The software DnaSP 5.0 [66] was used to infer haplotype
phase and to assess a variety of genetic diversity and dif-
ferentiation parameters (e.g., nucleotide diversity p, hap-
lotype diversity Hd, number of segregating sites S, Fst, etc.)
for each gene. Several statistics were also calculated based
on the observed polymorphism data to test for deviation
from neutral evolution in the resistant strain, including
Tajima's D [67], Fu and Li's D* and F* [43], and Fay and
Wu's H [44]. To assess whether these statistics signifi-
cantly departed from a neutral scenario of evolution given
the known demographic history of the resistant strain, we
performed coalescent simulations using the program ms
[68]. This program generates random independent sam-
ples according to a Wright-Fisher neutral model allowing
population size changes in the past. For each gene, the
mutation rate P was estimated from the per-locus muta-
tion parameter ? observed for the susceptible strain (T =
4NeP and Ne = 6000) and used as the starting value for the
simulations (that is, as the value at present). Then 1000
neutral samples consisting of 24 haplotypes were simu-
lated based on the known demographic history of the
resistant strain (Additional file 1).
RNA extraction and gene expression analyses
For the two candidate genes, real-time reverse-transcrip-
tion PCR (RT-PCR) analyses were performed on three bio-
logical replicates for each strain, with each replicate
consisting of 30 larvae reared in standard insectary condi-
tions up to the fourth-instar stage (5 days). Total RNAs
were extracted using TRIzol (Invitrogen) following the
manufacturer's instructions and their quality was assessed
with a 2100 Bioanalyzer (Agilent) after DNase I (Invitro-
gen) treatment. Four micrograms of total RNA were
digested with DNase I (Invitrogen) and then used for first-
strand cDNA synthesis with SuperScript III (Invitrogen)
reverse transcriptase and oligo-dT20 primers for 60 min at
50°C, according to the manufacturer's instructions. Real-
time RT-PCR reactions were performed on an iQ5 system
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(Bio-Rad) in a 25-PL total reaction volume with 0.3 PM of
each primer, 12.5 PL of iQ SYBR Green supermix (Bio-
Rad) and 5 Pl of cDNA diluted 25 times. The real-time RT-
PCR program included an initial 3-min denaturation step
at 95°C and 40 cycles of denaturation at 95°C for 15s and
annealing for 30s at the optimal temperature indicated in
Additional file 4. For each gene, real-time RT-PCR effi-
ciency was estimated from a serial dilution of cDNA (5 to
500 times) and taken into account in the data analysis
performed with the ''CT method [69]. Two housekeep-
ing genes encoding ribosomal protein L8 (RPL8, GenBank
accession number: DQ440262) and S7 (RPS7, GenBank
accession number: AY380336) were used for normaliza-
tion. Results were represented as mean expression ratios
between Bti-resistant and susceptible larvae (± SE).
Abbreviations
Bti: Bacillus thuringiensis subsp. israelensis; CAD: cadherin;
DArT: Diversity Arrays Technology; LAP: leucine ami-
nopeptidase; MITE: miniature inverted-repeat transposa-
ble element; RT-PCR: reverse-transcription PCR.
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Persistence of Bacillus thuringiensis israelensis
(Bti) in the environment induces resistance
to multiple Bti toxins in mosquitoes
Margot Paris, Guillaume Tetreau, Fabien Laurent, Maud Lelu,
Laurence Despres and Jean-Philippe David∗
Abstract
BACKGROUND: The simultaneous production of six different toxins by Bacillus thuringiensis israelensis (Bti) is thought to delay
the evolution of resistance in treated mosquito populations. Recent studies have shown that Bti can persist and proliferate
in the environment, thereby imposing continuous selective pressure on mosquito populations, raising concerns about the
long-term effectiveness of this bioinsecticide. In order to evaluate the effect of Bti persistence on the evolution of resistance,
the authors selected a laboratory Aedes aegypti L. strain with field-collected leaf litter containing Bti toxins.
RESULTS: It is shown that resistance to each individual Bti toxin (up to 30-fold) can be obtained after only a few generations of
selection. However, the resistance to commercial Bti and to environmental Bti remains low (twofold and 3.4-fold respectively)
in the selected strain. Furthermore, some selected individuals exhibited resistance to Cry4B but not to Cry4A, suggesting that
two distinct resistance mechanisms are involved in the resistance to these two toxins.
CONCLUSION: Considering that resistance to Cry toxins might act as a first step to resistance to a complete Bti toxin mixture, the
present results highlight the importance of testing each toxin individually in order accurately to monitor Bti toxin resistance
evolution in field populations.
c© 2010 Society of Chemical Industry
Keywords: mosquitoes; Bacillus thuringiensis subsp. israelensis; Bti; insecticide resistance; Aedes aegypti; Cry and Cyt toxins
1 INTRODUCTION
Mosquito control is a major public health concern, as mosquitoes
transmit many severe human diseases such as malaria, filariasis,
dengue fever, yellow fever, West Nile virus and the chikungunya
virus.1 Since the 1950s, the massive use of chemical insecticides
has led to undesired toxicity on non-target organisms2,3 and
the selection of insecticide resistance mechanisms in mosquito
populations.4,5 A safe alternative to chemical insecticides is to
use toxins produced by the bacterium Bacillus thuringiensis subsp.
israelensis (Bti) as a larvicide.6,7
Bti bacteria produce a solid parasporal crystal composed of a
mixture of four major insecticidal proteins: Cry4A, Cry4B, Cry11A
and Cyt1A.8,9 When ingested by mosquito larvae, the gut proteases
solubilise and convert the inactive crystal into active toxins that
interact with midgut cell membranes, leading to the formation
of pores, cell lysis, septicemia and finally larva death.10,11 One
particularity of Bti toxins is that they interact synergistically,
leading to high toxicity when used in combination.12 – 14 Another
advantage of B. thuringiensis toxins over chemical insecticides
is their high specificity towards insect membrane receptors and
their safety for non-target insects, vertebrates or mammals.2,3,15,16
Consequently, Bti has been used in the French Rhoˆne-Alpes region
since 1990 for mosquito control. In 2007, bacterioinsecticides
became the only insecticides authorised for mosquito larva control
in metropolitan France and several other European countries.
While B. thuringiensis bacteria are usually described as poor
colonists and non-remnant in the environment,17,18 high concen-
trations of viable B. thuringiensis var. israelensis spores were found
in decaying leaf litter collected from a mosquito breeding site in
the French Rhoˆne-Alpes region several months after it was treated
with Bti.19,20 At this study site, the persistence and proliferation
of Bti bacteria progressively led to acute leaf litter toxicity for
mosquito larvae. Prolonged exposure of mosquitoes to Bti toxins
throughout their aquatic development is a direct consequence
of Bti persistence, as organic detritus represents a major larval
food source for mosquitoes.21 Such situations may favour the
appearance and spread of resistance in mosquito populations,
compromising the long-term effectiveness of this bioinsecticide.
In natural mosquito populations, no consistent resistance has
been detected even after long periods of repeated treatment with
Bti toxins,22,23 but recent studies have suggested that moderate
Bti toxin resistance may occur locally.24 – 26 Under laboratory
conditions, only moderate resistance levels have been detected
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in the mosquitoes Aedes aegypti L. and Culex quinquefasciatus Say
after several generations of intense selection using the complete
Bti toxin mixture.23,27,28 However, laboratory selection using each
Bti toxin separately made it possible to reach high resistance levels
to individual toxins after a few generations.27
Although resistance mechanisms to Bti toxins have not been
well characterised yet in Dipterans, resistances to other Cry
toxins have been intensively studied in Lepidopterans resistant to
transgenic crops producing B. thuringiensis Cry toxins.29,30 To date,
the decrease in the activity of the midgut proteases involved
in toxin activation and modifications to specific membrane
receptors are the two main mechanisms described for resistance
to Cry toxins.31 – 33 Cross-resistance mechanisms between different
Cry toxins have been reported, presumably involving shared
membrane receptors.34 – 36
In this context, the aim of the present study was to evaluate the
effect of repeated contact between mosquito larvae and leaf litter
containing Bti toxins on the evolution of resistance. Aedes aegypti
larvae were selected in laboratory conditions with field-collected
leaf litter containing Bti toxins. The resistance level was monitored
over several generations. After 18 generations, the resistance levels
of the selected and susceptible strains to (i) leaf litter containing
Bti toxins, (ii) commercial complete Bti toxin mixture and (iii) each
of the four main Bti toxins were compared in order to evaluate the
impact of Bti persistence in the environment on the emergence
of resistance mechanisms. These results will be discussed in the
context of the potential massive and long-term use of Bti for
mosquito control.
2 MATERIAL AND METHODS
2.1 Toxic leaf litter containing Bti toxins
Leaf litter mainly composed of decayed Alnus glutinosa Gaertn.,
Populus nigra L. and Quercus robur L. leaves and containing large
amounts of viable B. thuringiensis var. israelensis spores from
previous mosquito control treatments was collected in August
1998 in the French Rhoˆne-Alpes region.20 This decayed leaf litter
showed acute toxicity for mosquito larvae.19 After collection, the
leaf litter was air dried at 30 ◦C for 24 h, powdered on a 0.5 mm
mesh, carefully homogenised and stored at −80 ◦C in sterile vials
until used for mosquito larva selection and bioassays.
2.2 Mosquito strain selection
The Ae. aegypti laboratory strain Bora-Bora, susceptible to all
insecticides, was used for selection with toxic leaf litter (LiTOX
strain). Mosquitoes were reared in standard insectary conditions
(27 ◦C, 8 : 12 h light : dark photoperiod, 80% relative humidity).
Larvae were reared in tap water and fed with standard larval
food (hay pellets), as described elsewhere,37 – 39 until selection
with toxic leaf litter. At each generation, 6000 third-instar larvae
of the LiTOX strain were split into groups of 200 larvae and
exposed to the toxic leaf litter in 200 mL of tap water. At each
generation, the amount of leaf litter used for selection (from 10 to
500 mg L−1) was adapted to the LiTOX strain susceptibility in order
to reach 70% larval mortality after 48 h of exposure. After selection,
surviving larvae were transferred to tap water, fed with standard
larval food and allowed to emerge as adults, reproduce, blood
feed on mice and lay eggs for the next generation. An average
introgression rate of 2.5% of susceptible Bora-Bora mosquitoes
(adult males and females) at each generation was used in order
to limit bottlenecks and genetic drift effects in the selected strain.
The average generation turnover was 45 days, and selection was
carried out repeatedly for 18 generations.
2.3 Bacillus thuringiensis var. israelensis toxin production
and purification
Recombinant B. thuringiensis var. israelensis strains transformed
with the plasmids pHT606, pHT618, pHT652, pWF53 and pWF45
producing respectively the toxins Cry4A, Cry4B, Cry4A + Cry4B,
Cry11 and Cyt1A were obtained from the Pasteur Institute, Paris,
France,40,41 or from Prof. B Federici.42,43 Toxin suspensions were
prepared in 100 mL sporulation medium under 200 rpm agitation
at 30 ◦C for 72 h.44 Spores and crystal inclusions were then
harvested, washed with a solution of NaCl 1 M and EDTA 10 mM,
washed again with distilled water, aliquoted and stored in water
at−20 ◦C until use.
To check for the presence of recombinant plasmids and the
absence of contaminants, all recombinant B. thuringiensis var.
israelensis strain, sporulation medium culture and final toxin
suspensions were tested by PCR amplification of genes encoding
the toxins Cry4A, Cry4B, Cry11 and Cyt1A. PCR reactions were
performed using 0.2 µM of the primers described in Tilquin et al.20
under the following conditions: 95 ◦C for 10 min, 31 cycles of 95 ◦C
for 30 s, 50 ◦C for 15 s, 72 ◦C for 45 s. Total genomic DNA was
extracted from overnight culture of each recombinant strain using
the DNeasy Tissue kit (Qiagen) according to the gram-positive
bacteria protocol.
2.4 Bioassays
2.4.1 Evolution of resistance to toxic leaf litter
To monitor the evolution of resistance to toxic leaf litter throughout
the selection process, larval tolerance was monitored in six
different generations as of the tenth generation for the LiTOX strain
(generations 10, 12, 13, 15, 16 and 18) and in four generations for
the susceptible Bora-Bora strain (generations 10, 12, 16 and 18).
Larval tolerance was tested using the diagnostic dose of 30 mg L−1
of toxic leaf litter according to the standard bioassay procedure
described by the World Health Organisation.45 Bioassays were
performed in plastic cups containing 20 calibrated third- or early
fourth-instar larvae in 50 mL of toxic leaf litter suspension or
tap water for negative controls. All bioassays were performed at
least in triplicate. The ‘strain effect’ (LiTOX or susceptible) and the
‘generation number effect’ (quantitative factor) on larval mortality
were tested by means of a general linear model (GLM) with quasi-
binomial error using R software v.2.5 (R Development Core Team,
2005).
2.4.2 Differential resistance of the LiTOX strain to toxic leaf litter,
commercial Bti mixture and individual Bti toxins
The relative resistance levels of the LiTOX strain to commercial Bti
mixture (Vectobac WG, 3500 ITU mg−1; International Toxic Units,
Abbott Laboratories), toxic leaf litter and each separate Bti toxin,
Cry4A, Cry4B, Cry4A + Cry4B, Cry11 and Cyt1A, were determined
in comparison with the susceptible strain after 18 generations of
selection using standard bioassays (see Section 2.4.1). A minimum
of five concentrations producing a mortality rate from 0 to 100%
after 24 h exposure were used. The lethal doses for 50 and 95%
of individuals after 24 h exposure (LC50 and LC95) were calculated
using the Log-Probit module of XLSTAT software (Addinsoft).
The resistance ratio RR50 (or RR95) of the LiTOX strain to each
toxic mixture was calculated by dividing the LC50 (or LC95) value
obtained for the LiTOX strain by the LC50 (or LC95) value obtained
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for the Bora-Bora strain. The 95% confidence interval limits (95%
CI) of RR50 (or RR95) were calculated by dividing the extreme 95%
CI values of LC50 (or LC95) obtained for the LiTOX strain by those
obtained for the Bora-Bora strain.
2.4.3 Interaction between leaf litter and Bti toxins
In order to determine the impact of possible interactions between
leaf litter components and Bti toxins on larval mortality, the
resistance levels of the LiTOX and Bora-Bora strains to Bti toxins
were compared under four different dietary conditions: (1) toxic
leaf litter; (2) commercial Bti mixture; (3) commercial Bti mixture
mixed with non-toxic leaf litter; (4) commercial Bti mixture mixed
with standard larval food (hay pellets). The non-toxic leaf litter was
collected at a nearby untreated breeding site in the Rhoˆne-Alpes
region and was composed of similar leaf particles to the toxic leaf
litter (identical tree leaf composition and decaying stage). In order
to match the conditions experienced by larvae during artificial
selection and bioassays with toxic leaf litter, a concentration of
50 mg L−1 of additional diet (non-toxic leaf litter or standard larval
food) was added to the commercial Bti mixture. Bioassays with
each type of diet were carried out simultaneously with at least
four doses of commercial Bti mixture producing larval mortality
ranging from 2.5 to 100% after 24 h exposure. Bioassays were
replicated 4 times.
2.4.4 Phenotype modification associated with resistance to Bti
toxins
During the LiTOX strain selection process, the authors identified
a subset (approximately 25%) of LiTOX individuals exhibiting an
increase of about 5 days in larval development time in comparison
with other LiTOX individuals and the susceptible Bora-Bora strain.
Slow-development LiTOX larvae were named LiTOX S. In previous
bioassays, only normal LiTOX individuals were used and compared
with the susceptible Bora-Bora strain. In order to evaluate the
relation between this phenotypic trait (slow larval development)
and resistance to Bti toxins, LiTOX S and normal LiTOX phenotype
larvae were bioassayed comparatively with Bora-Bora larvae using
the three Cry toxins for which the LiTOX strain showed significant
resistance levels (Cry4A, Cry4B and Cry11A). Comparative bioassays
were carried out as described above on third-stage larvae of similar
body size (5 days older for LiTOX S). For each LiTOX phenotype,
resistance ratios (RR50 and RR95) and 95% confidence intervals
(95% CI) were calculated as described in Section 2.4.2.
3 RESULTS
3.1 Evolution of resistance to leaf litter containing Bti toxins
Larvae selected across successive generations with toxic leaf litter
containing Bti toxins (LiTOX strain) acquired a significant level of
resistance to this material over just a few generations (Fig. 1). The
larval mortality of the selected LiTOX strain at the diagnostic dose
of 30 mg L−1 of toxic leaf litter decreased from nearly 100% to
11.7% after only 18 generations of selection. Statistical analysis
using a general linear model (GLM) revealed the significant effect
of the strain (χ2 = 127.026, df = 1, P < 0.001) and of the
generation number (χ2 = 63.382, df = 5, P < 0.001) on larval
mortality, confirming the progressive increase in resistance in the
LiTOX strain. Even after 18 generations of selection, the increase
in larval tolerance to the LiTOX strain to toxic leaf litter had not
levelled off, suggesting that the selection of resistant allele(s) was
incomplete and that a higher resistance level can be obtained over
Figure 1. Evolution of the resistance level of the LiTOX strain to toxic
leaf litter during the selection process. Larval resistance was tested by
comparative bioassays with fourth-stage larvae and a diagnostic dose
of 30 mg L−1 toxic leaf litter. Mortality rates obtained for the Bora-Bora
susceptible strain (white dots) and the LiTOX strain (grey dots) are indicated
as mean± SE.
further generations of selection. After 18 generations of selection,
the resistance ratio (RR50) of the LiTOX strain to toxic leaf litter was
3.4-fold higher than the resistance level of the susceptible strain
Bora-Bora (Table 1).
3.2 Resistance to commercial Bti toxin mixture and
to separate Bti toxins
After 18 generations of selection, the LiTOX strain exhibited a
small but significant increase in resistance to commercial Bti toxin
mixture (Table 1) with an RR50 of twofold. This resistance level was
significantly lower than the resistance level measured for toxic leaf
litter. The LiTOX strain was significantly resistant to all Cry toxins
tested individually, with RR50 of 30.2-fold, 13.7-fold and 6.3-fold
for Cry4A, Cry4B and Cry11 respectively. When Cry4A and Cry4B
were tested in mixture, the resistance ratio of the LiTOX strain
fell to sixfold and was significantly lower than the resistance ratio
observed for Cry4A, but not significantly lower than that observed
for Cry4B. Finally, a moderate but significant RR50 of threefold
to Cyt1A was observed for the LiTOX strain compared with the
susceptible Bora-Bora strain.
3.3 Impact of dietary particles on Bti resistance
The addition of either larval food or non-toxic leaf litter particles
to commercial Bti toxin mixture for bioassays significantly reduced
larval mortality in both strains (Table 2). However, none of the
dietary particles had a significant effect on the resistance ratios
observed between the LiTOX strain and the susceptible Bora-Bora
strain, indicating that leaf litter has no specific effect on larval
tolerance to Bti. Finally, the resistance level of the LiTOX strain
to toxic leaf litter was slightly, but significantly, higher than for
Bti alone or for Bti with additional diet particles, indicating that
the relative amount of each Bti toxin may differ between the
commercial Bti mixture and toxic leaf litter.
3.4 Impact of leaf litter selection on larval development time
and resistance to Bti toxins
Resistance levels of LiTOX larvae exhibiting a slow larval
development phenotype (LiTOX S larvae) to Cry toxins were
compared with resistance levels obtained from normal LiTOX
larvae (Fig. 2). Considering 95% confidence intervals of resistance
ratios, no significant differences in resistance levels to Cry4B
and Cry11A were found between the two LiTOX phenotypes. In
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Toxic leaf litter 14.84 49.88 3.4 34.30 103.21 3.0
(13.73–16.01) (46.38–53.77) (2.9–3.9) (30.30–40.22) (91.39–120.78) (2.2–4.0)
Bti 0.11 0.23 2.0 0.24 0.62 2.6
(0.10–0.12) (0.21–0.25) (1.8–2.3) (0.22–0.27) (0.53–0.77) (1.9–3.5)
Cry4A 57.32 1731.93 30.2 1469.41 88 395.51 60.2
(41.60–82.93) (1039.30–3688.64) (12.5–88.7) (745.29–3830.30) (26187.23–674515.39) (6.8–905.0)
Cry4B 4.39 60.03 13.7 604.49 2394.33 4.0
(2.70–6.67) (42.83–83.73) (6.4–31.0) (270.06–1956.16) (1253.47–5952.31) (0.6–22.0)
Cry4A+ B 1.37 8.28 6.0 12.28 209.30 17.0
(1.11–1.66) (6.44–10.61) (3.9–9.5) (8.70–19.92) (12.31–407.56) (6.4–46.8)
Cry11 8.79 55.18 6.3 56.74 422.20 7.4
(7.31–11.08) (48.29–63.87) (4.4–8.7) (36.30–112.05) (308.047–636.39) (2.7–17.5)
Cyt1A 118.07 359.65 3.0 573.50 2454.40 4.3
(100.84–136.48) (305.82–419.05) (2.2–4.2) (449.01–798.54) (1803.24–3772.12) (2.3–8.4)
a Lethal concentrations LC50 and LC95 obtained for both strains simultaneously were used for calculating resistance ratios RR50 and RR95 of the LiTOX
Strain. LC50 and LC95 are expressed in mg L
−1 for toxic leaf litter and Bti and in µL per 50 mL for each individual toxin. 95% confidence interval (CI)
limits of RR were calculated by dividing the extreme CI 95% values of lethal concentrations obtained for the LiTOX strain by those obtained for the
susceptible strain.
b Bti: commercial Bti toxin mixture.













Toxic leaf litter 7.97 28.10 3.5 15.96 64.69 4.1
(7.28–8.64) (25.51–30.69) (3.0–4.2) (14.27–18.5) (56.19–77.33) (3.1–5.4)
Bti 0.10 0.20 2.0 0.32 0.58 1.8
(0.09–0.11) (0.19–0.22) (1.7–2.4) (0.26–0.41) (0.49–0.72) (3.0–4.2)
Bti+ non-toxic leaf litter 0.13 0.30 2.3 0.38 0.58 1.5
(0.12–0.15) (0.28–0.33) (1.9–2.8) (0.32–0.48) (0.50–0.72) (1.9–2.8)
Bti+ larval food 0.11 0.26 2.4 0.25 0.45 1.8
(0.11–0.12) (0.24–0.28) (2.0–2.5) (0.22–0.29) (0.41–0.52) (2.0–2.5)
a Lethal concentrations LC50 and LC95 obtained for both strains simultaneously were used for calculating resistance ratios RR50 and RR95 of the LiTOX
Strain. LC50 and LC95 are expressed in mg L
−1. 95% confidence interval (CI) limits of RR were calculated by dividing the extreme CI 95% values of lethal
concentrations obtained for the LiTOX strain by those obtained for the susceptible strain.
b Bti: commercial Bti toxin mixture.
contrast, LiTOX S larvae were significantly less resistant to Cry4A
than normal LiTOX larvae (1.6-fold versus 30.2-fold compared with
the Bora-Bora strain), suggesting that the two LiTOX phenotypes
have different genotypes regarding Cry4A resistance.
4 DISCUSSION
4.1 Selection of resistance to Bti toxins
Over the duration of the present controlled selection process,
resistance of Ae. aegypti to Bti Cry toxins evolved after only a few
generations of larval selection with toxic leaf litter containing Bti
toxins. The LiTOX strain developed 30.2-fold, 13.7-fold and 6.3-fold
resistance to Cry4A, Cry4B and Cry11 respectively.
The LiTOX strain developed resistance to distant Cry toxins:
Cry4 and Cry11 toxins share less than 45% identity in amino
acid sequences.10 In addition, it developed a low but significant
resistance to Cyt1A toxin. To date, only low or unstable resistance
to Cyt1A has been reported even after several generations of
selection with Bti, and Cyt toxins are often considered to be the
key proteins hindering the rapid development of resistance to
full Bti mixture.14,27,46,47 Cyt toxins can directly insert themselves
into the midgut epithelium without binding to specific membrane
receptors.48 – 50 Furthermore, the Cyt1A loop β6-αE domain was
described as a membrane-bound receptor to Cry11A, promoting
the formation of a prepore oligomeric structure with Cry11A.12,51
As a result, the binding of these two toxins together may
(i) enhance the toxicity of Cry11A by multiplying the number
of membrane receptors and (ii) reduce resistance linked to
modifications in the sequence or the abundance of specific Cry11A
receptors. Similar binding interactions are suspected between
Cyt1A and Cry4 toxins, for which synergetic interactions have
been observed.12 Considering these synergistic interactions, it is
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Figure 2. Resistance levels of LiTOX normal and LiTOX S larval phenotypes
to the three Cry toxins. Lethal concentrations obtained for both phenotypes
were used for calculating resistance ratios (RR50) compared with the
susceptible strain. Resistance ratios of the two phenotypes to Bti toxins
were considered significantly different (∗) when their respective 95%
confidence intervals did not overlap. NS: not significantly different.
no surprise that the LiTOX strain showed higher resistance levels
to separate Cry toxins compared with the commercial Bti mixture
and toxic leaf litter, both likely to contain Cyt toxins. In this context,
the LiTOX strain will constitute a significant biological resource
for investigating molecular mechanisms and genes involved in
resistance to Bti toxins in mosquitoes.52,53
4.2 Interactions between Cry4A and Cry4B toxins
The LiTOX strain exhibited a higher resistance level to Cry4A (30.2-
fold) than to Cry4B (13.7-fold), while its resistance level to Cry4A
+ Cry4B mixture decreased to sixfold, suggesting a synergism
between Cry4A and Cry4B toxins. Synergic interactions between
these two toxins have already been observed in Ae. aegypti, Culex
pipiens L. and Anopheles stephensii Liston.13 This study confirms
that the mixture of the two Cry4 toxins lowers the expression of
resistance of the LiTOX strain in comparison with individual Cry4
toxins.
About a quarter of the selected LiTOX strain individuals
showed a slow larval development (LiTOX S) and exhibited
resistance to Cry4B, but were not resistant to Cry4A. Several
cross-resistance phenotypes to Cry toxins have been observed
in insects.34,36,54 A single autosomal recessive gene in the
Lepidoptera Plutella xylostella L. confers resistance to three related
Cry1A toxins (Cry1Aa, Cry1Ab, Cry1Ac).55 Cross-resistance between
even more distant Cry toxins has been described for the
nematode Caenorhabditis elegans Maupas (Cry4B and Cry14A)34
and the Lepidoptera Helothis virescens F. (Cry1A and Cry2A).56 In
laboratory-selected strains of the mosquito Cx. quinquefasciatus,
cross-resistance between Cry4A, Cry4B and cry4D was detected.57
In the present study, no cross-resistance between Cry4A and
Cry4B was observed for LiTOX S individuals, suggesting that two
distinct resistance mechanisms are involved in the resistance of
these individuals to these two toxins. Cross-resistance patterns
between Cry toxins are complex and might be linked to the
resistance mechanism involved. It has been suggested that a
single modification in protease activities could confer cross-
resistance to several Cry toxins.56,58 Conversely, resistance linked
to modifications in binding sites appears to be more specific,
and cross-resistance is therefore limited to closely related
toxins.34,55,59,60 In this context, the absence of cross-resistance
between Cry4A and Cry4B observed in LiTOX S individuals may
indicate that resistance to these two toxins is more likely to be
linked to specific receptor binding than to protease activity.
In contrast, slow-developing LiTOX S larvae were as resistant
to Cry11A as normal larvae, suggesting that no or limited
cross-resistance occurs between Cry11A and Cry4A (Fig. 2). Cross-
resistance between Cry4 and Cry11 toxins has been described in
the mosquito Cx. quinquefasciatus.54 Further experimental work is
required to confirm these results and determine if cross-resistance
between Cry4B and Cry11A occurs in the LiTOX strain.
4.3 Monitoring Bti toxin resistance in natural populations
Resistances to Cry toxins are known to appear rapidly in
Lepidopteran or Dipteran species when Bt treatments not
containing Cyt toxins are applied.29,30 In the present work it is
shown that multiple resistances to Cry toxins in the mosquito
Ae. aegypti can arise rapidly, even in the presence of Cyt toxins.
In most studies investigating the emergence of resistance to Bti
treatment in laboratory or under field conditions, only resistance
to the complete Bti toxin mixture has been investigated.23 – 25,27
The resistance ratio to commercial Bti observed in these studies
is usually of the same order of magnitude as the RR50 observed
for the LiTOX strain (2–3-fold resistance),22,23,61 suggesting that
much higher resistance to individual toxins may have actually
evolved in the populations tested. Considering that resistance to
Cry toxins might act as a first step to resistance to full Bti toxin
mixture, the present results highlight the importance of testing
for each toxin individually in order accurately to monitor Bti toxin
resistance evolution in field populations.
4.4 Influence of leaf litter on Bti resistance
In the present study, the addition of larval food or leaf litter
particles to Bti toxins for bioassays led to an increase in LC50,
indicating a higher survival rate of larvae in the presence of dietary
particles. Similarly, a decrease in Bt efficacy was found in the
species Choristoneura fumiferana Clem. when larvae were given a
high-quality diet rather than a poor-quality diet.62 Indeed, larvae
may compensate for the lower quality diet by increasing their food
consumption and Bt toxin absorption.62
Furthermore, no variation in resistance level between the LiTOX
and the susceptible strains was observed when larval food or non-
toxic leaf litter was mixed with the commercial Bti toxin mixture.
Many cases of insect–pathogen interactions influenced by plant
compounds have been described.63 For example, previous studies
suggest that plant secondary compounds can affect the expression
of resistance to Btk toxins in phytophagous insects.64 – 66 Results
suggest that in the present case there is no interaction between
the toxicity of Bti toxins and leaf litter particles.
4.5 Environmental consequences of Bti persistence
The Ae. aegypti LiTOX strain developed significant resistance to
both Cry and Cyt toxins when using field-collected leaf litter
containing Bti toxins as a selective agent, suggesting that both
Cyt and Cry toxins are persistent in toxic leaf litter. However, the
resistance level of the LiTOX strain to leaf litter was significantly
higher than to the commercial Bti mixture, suggesting that the
relative amount of each Bti toxin in the commercial Bti mixture
compared with toxic leaf litter may differ. This is not surprising,
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as the degradation of the different Bti toxins is likely to vary
over time. Indeed, toxic leaf litter was collected several months
after Bti treatment,19 allowing sufficient time for toxins to exhibit
differential persistence and degradation. A modification in toxin
proportions could also lead to a decrease in their synergistic
interactions. Furthermore, as the synergism between Cyt and Cry
toxins is likely to circumvent resistance to Cry toxins,27,46,47 a
decrease in Cyt toxins in the environment may lead to the rapid
emergence of resistance to Cry toxins. Although the emergence
of multiple resistance mechanisms (i.e. several independent
resistance mechanisms to different toxins) is considered likely
to be delayed because all toxins are spread together,14,47,67 the
differential persistence of particular Bti toxins may favour the
sequential selection of resistance to Bti toxins.
In this context it appears to be of primary importance to
determine (i) the rate of occurrence of Bti persistence and
proliferation in mosquito breeding sites, (ii) the specific biotic and
abiotic conditions that allow these events to occur (substrate type,
microflora, temperature and water-level variations, light exposure,
etc.) and (iii) whether such events are specific to the forest
breeding sites frequently found in the French Rhoˆne-Alpes region
or whether they may occur in other types of mosquito breeding
site. Monitoring spatial and temporal variations in the quantity
of Bti bacteria and its toxins in the environment together with
resistance levels of mosquito populations will provide precious
data to explain how resistance to this bacterial insecticide may
emerge and evolve in natural conditions.
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a b s t r a c t
The control of mosquitoes transmitting infectious diseases relies mainly on the use of chemical insecti-
cides. However, resistance to most chemical insecticides threatens mosquito control programs. In this
context, the spraying of toxins produced by the bacteria Bacillus thuringiensis subsp. israelensis (Bti) in lar-
val habitats represents an alternative to chemical insecticides and is now widely used for mosquito con-
trol. Recent studies suggest that resistance of mosquitoes to Bti toxin may occur locally but mechanisms
have not been characterized so far. In the present study, we investigated gene transcription level varia-
tions associated with Bti toxin resistance in the mosquito Aedes aegypti using a next-generation sequenc-
ing approach. More than 6 million short cDNA tags were sequenced from larvae of two strains sharing the
same genetic background: a Bti toxins-resistant strain and a susceptible strain. These cDNA tags were
mapped with a high coverage (308 reads per position in average) to more than 6000 genes of Ae. aegypti
genome and used to quantify and compare the transcription level of these genes between the two
mosquito strains. Among them, 86 genes were significantly differentially transcribed more than 4-fold
in the Bti toxins resistant strain comparatively to the susceptible strain. These included gene families pre-
viously associated with Bti toxins resistance such as serine proteases, alkaline phosphatase and alpha-
amylase. These results are discussed in regards of potential Bti toxins resistance mechanisms in
mosquitoes.
Ó 2011 Elsevier Inc. All rights reserved.
1. Introduction
Mosquito control represents a major public health challenge, as
mosquitoes transmit several human diseases including malaria,
filariasis and dengue fever. Since the fifties, the massive use of
chemical insecticides has led to undesired toxicity on non-target
organisms and the selection of insecticide resistance mechanisms
in mosquito populations (Hemingway and Ranson, 2000; Nauen,
2007). The spraying of toxins produced by the bacteria Bacillus
thuringiensis subsp. israelensis (Bti) in mosquito breeding sites rep-
resents a safe alternative to chemical insecticide and is now widely
used for mosquito control (Lacey, 2007; Regis et al., 2001). During
sporulation, Bti bacteria produce a solid parasporal crystal com-
posed of four main insecticidal toxins specific to dipterans: Cry4A,
Cry4B, Cry11A and Cyt1A (Crickmore et al., 1998; Schnepf et al.,
1998). When ingested by mosquito larvae, the crystal is first dis-
solved by the alkaline pH of insects gut. Then proteases convert
the inactive crystal into active toxins which interact with midgut
cell membranes leading to the formation of pores, cell lysis,
septicemia and larvae death (de Maagd et al., 2001).
In natural mosquito populations, no consistent resistance has
been detected even after long-lasting treatments with Bti toxins
(Becker and Ludwig, 1993; Goldman et al., 1986). However recent
studies suggest that Bti toxin resistance may occur locally (Boyer
et al., 2007; Paris et al., 2010; Paul et al., 2005). Although resistance
mechanisms to Bti toxins have not been well characterized yet in
mosquitoes, resistance to Cry toxins has been intensively studied
in lepidopteran insects resistant to transgenic crops producing
B. thuringiensis Cry toxins. To date, the two main mechanisms
described for resistance to Cry toxins are (i) a decreased activity
of midgut proteases involved in toxin activation and (ii) modifica-
tions of membrane receptors of toxins, including cadherins,
alkaline phosphatases and aminopeptidases (Bravo et al., 2007;
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Gahan et al., 2001; Herrero et al., 2005; Jurat-Fuentes and Adang,
2004; Morin et al., 2003). Other putative resistance mechanisms
have been described in insects. Mitogen-activated protein kinase
pathways and innate immunity responses have also been sug-
gested to contribute to B. thuringiensis tolerance in mosquitoes,
worms and moths (Dimopoulos et al., 2000; Huffman et al.,
2004; Rahman et al., 2004).
Recently, a laboratory strain of the mosquito Aedes aegypti resis-
tant to Bti Cry toxins has been obtained by feeding larvae with
toxic leaf litter containing Bti toxins over several generations (Paris
et al., 2011b). This strain, named LiTOX strain, represents valuable
biological material for investigating resistance mechanisms of Bti
toxins in mosquitoes (Bonin et al., 2009; Paris et al., 2011a). In this
context, the present study aims at comparing the transcription
profile of the LiTOX strain and its parental susceptible strain at
the larval stage and identifying genes potentially involved in Bti
toxins resistance. To achieve this, we opted for the digital gene
expression tag profiling (DGETP), a method already successfully
used for transcription profiling in human (Asmann et al., 2009)
and in model and non-model species of plants or animals
(Obermeier et al., 2009; David et al., 2010; Wang et al., 2010; Xiang
et al., 2010; Xue et al., 2010). This approach is a combination of
LongSAGE and Solexa/Illumina sequencing, leading to the sequenc-
ing of millions short cDNA tags on a defined region of genes and
allowing to quantify the transcription level of genes. These results
are then discussed in regards of potential resistance mechanism of
mosquitoes to Bti toxins.
2. Materials and methods
2.1. Mosquito strains
The Ae. aegypti laboratory strain Bora–Bora susceptible to all
insecticides was used for selection at the larval stage with leaf lit-
ter containing Bti toxins (LiTOX strain) as described in Paris et al.
(2011b). At each generation, an average of 6000 larvae was ex-
posed to toxic leaf litter with 70% average mortality rate after
48 h exposure. At each generation, an introgression of 2.5% Bora–
Bora mosquitoes (adult males and females) was performed in order
to limit bottlenecks and genetic drift effects in the selected strain.
After 18 generations of selection, the LiTOX strain showed a signif-
icant elevated resistance to Bti toxins (Paris et al., 2011b). Larval
bioassays revealed high resistance to all Cry toxins tested individ-
ually with resistance ratios at the LC50 (RR50) of 30.2-fold, 13.7-fold
and 6.3-fold for Cry4A, Cry4B and Cry11A respectively. The LiTOX
strain also showed moderate resistance to the Cyt1A toxin and to
the whole commercial Bti mixture with RR50 of 3.0-fold and 2.0-
fold respectively.
2.2. Sample preparation
Three independent batches of 100 larvae from each strain were
reared in identical conditions as described above. After 5 days (4th
instar larvae), 30 fresh larvae from each batch were used for total
RNA extraction using the PicoPure™ RNA isolation kit according to
manufacturer’s instructions (Molecular Devices, Sunnyvale, CA,
USA). Total RNA quality and quantity were controlled on a Nano-
drop ND1000 (LabTech, East Sussex, UK) and an Agilent 2100 Bio-
analyzer (Agilent, Santa Clara, CA USA) before dilution to 750 ng/lL
in nuclease-free water. For each strain, total RNAs from the 3 bio-
logical replicates were then pooled together in equal proportions.
2.3. Preparation of double stranded cDNA tag libraries
One cDNA library for each strain was prepared from pools of to-
tal RNAs as described in David et al. (2010). Two lg total RNA were
used to isolate mRNAs by using magnetic oligo(dT) beads before
cDNA synthesis using superscript II (Invitrogen) at 42 °C for 1 h.
Second strand cDNAs were then synthesized and mRNAs were re-
moved. Double stranded cDNAs were cleaved at DpnII restriction
sites (50-;GATC-30) and fragments attached to the oligo(dT) beads
on their 30 end were purified. Gene expression (GEX) adapters 1
were ligated to the DpnII cleavage sites using T4 DNA ligase
(Invitrogen). Double stranded cDNAs containing both GEX adaptors
1 and oligo(dT) beads were then digested with MmeI for 1.5 h at
37 °C to generate 20 bp double stranded cDNA tags. These tags
were purified before ligating GEX adapters 2 at the MmeI cleavage
site using T4 DNA ligase. The adapter-ligated cDNA tag library was
then enriched by PCR with two primers annealing to the end of
GeX adapters and Phusion DNA polymerase (Finnzymes). PCR cy-
cles were 30 s at 98 °C followed by 15 cycles of 10 s at 98 °C, 30 s
at 60 °C, 15 s at 72 °C and a final elongation step of 10 min at
72 °C. Enriched cDNA tag library was then gel-purified before qual-
ity control analysis on an Agilent 2100 Bioanalyzer.
2.4. Sequencing and mapping of cDNA tags to mosquito genome
Each cDNA tag library was sequenced as 20-mers on a separated
flow cell lane using a Genome Analyzer I (Illumina Corporation,
USA). Sequenced cDNA tags were mapped to the Ae. aegypti gen-
ome assembly (AaegL 1.1 annotation) using TagMatcher.
TagMatcher is based on the short sequence mapping algorithm
‘agrep’ (Wu and Manber, 1992) and allows matching tags to a ref-
erence genome with errors and multiple matching loci (software is
available on request to eric.coissac@inrialpes.fr). After mapping to
Ae. aegypti genome, only tags without ambiguous nucleotides and
mapped with 0 or 1 mismatch at a unique genomic location were
kept for clustering and differential transcription analysis. To avoid
possible bias due to incomplete 30 UTR annotation and because
most cDNA tags were expected on the 30 side of genes (David
et al., 2010), cDNA tags were considered to be ‘within’ a gene if lo-
cated between the 50 boundary of a gene and its 30 boundary ex-
tended by 300 bp.
2.5. Clustering and differential transcription analysis
In order to collect transcription data from distinct tags match-
ing to a unique transcript or a unique genomic locus without a
priori knowledge of genome annotation, we clustered tags previ-
ously mapped to Ae. aegypti genome. Two distinct tags were as-
signed to a single cluster if (i) tags were found on the same DNA
strand and genomic supercontig, (ii) tags were separated by less
than 500 bp and (iii) the total number of reads across all conditions
was higher for the tag located downstream (30 side) than for the tag
located upstream (50 side). The later condition was adopted in or-
der to take in account the effect of partial DpnII digestion of cDNAs
during cDNA library preparation, leading to multiple tags located
on a single transcript with decreasing number of reads toward
the 50 direction (David et al., 2010).
Differential analysis of transcription levels between the suscep-
tible Bora–Bora strain and the Bti-resistant LiTOX strain was per-
formed at the gene level for cDNA tags mapped within predicted
genes (i.e. gathering all tags mapped within each gene) and at
the cluster level for cDNA tags not mapped within predicted genes
(i.e. gathering all tags mapped within each cluster). Transcription
ratios (TR) were calculated by dividing the number of reads per
million (RPM) obtained from the LiTOX strain by the number of
RPM obtained from the Bora–Bora strain following the formula:
TR = [(RPMtreated+x)/(RPMcontrols+x)], where x is a pseudocount equal
to 0.2 (approximately 1 read per million per condition) introduced
to allow estimating TRs for genes represented by reads in only one
strain. Then, the probability of each gene or genomic cluster to be
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differentially transcribed in either direction between LiTOX and
Bora–Bora strains was computed from raw read counts, taking into
account library size. This computation was performed using Fish-
er’s noncentral hypergeometric distribution law to allow computa-
tion of Pvalue for a ratio different of one (Fisher, 1935) with the
function fisher.test in R software version 2.5 (R Development Core
Team, 2005). Holm correction was then applied to multiple test
procedure. Only genes/clusters showing an adjusted Pvalue < 10
ÿ3
and a TR > 4-fold in either direction were considered differentially
transcribed between the LiTOX strain and the susceptible strain
Bora–Bora.
2.6. Identification of biological functions differentially transcribed in
the LiTOX strain
Because the Gene Ontology (GO) annotation of Ae. aegypti gen-
ome is still incomplete (less than 9500 genes annotated with GO
terms over 15,988 predicted genes), we manually annotated the
‘biological function’ of all genes detected in the present study.
Genes were assigned to ten categories according to their putative
function: proteases; kinases/phosphatases; other enzymes; recep-
tors; transport; DNA interaction; cytoskeleton; ribosomal proteins;
others and unknown function. For each category, the proportion of
genes over- and under-transcribed was compared to the propor-
tion of all detected genes.
3. Results
3.1. Sequencing, mapping and clustering of cDNA tags
By sequencing 2 cDNA tag libraries from 5 days old mosquito
larvae of the susceptible strain Bora–Bora and the Bti-resistant
strain LiTOX, a total of 6597,945 reads corresponding to 214,822
distinct 20-mer tags were obtained (Table 1). Among them,
16,734 distinct tags were successfully mapped onto the Ae. aegypti
genome at a unique genomic location with 0 or 1 mismatch, repre-
senting 46.8% of all the reads. Only clusters represented by 5 or
more tags were used for further analyses. Among them, 11,401 dis-
tinct tags were mapped to 6038 predicted genes, including 138
candidate genes for Bti toxin resistance: 101 serine proteases and
37 potential Cry toxin binding proteins (5 cadherins, 6 alkaline
phosphatases, 15 aminopeptidases and 11 alpha-amylases). The
remaining 5333 tags were mapped outside gene boundaries in
4278 genomic clusters. The coverage across genes and clusters
was high (mean = 308) with 99% of genes/clusters being repre-
sented by 5–4700 reads (Fig. S1).
3.2. Global transcription profiling
Analysis of transcription levels in mosquito larvae of the Bti-
resistant LiTOX strain and of the susceptible Bora–Bora strain
was performed at the gene level for tags mapped within predicted
genes by gathering all tags mapped within each gene. Comparing
the number of reads per million (RPM) for each gene between
the two strains revealed that most genes are represented by 10–
350 RPM with several genes showing more than 2000 RPM
(Fig. 1). Although transcription ratios of genes represented by
few reads are more variable, normalization appeared accurate with
most genes showing less than 4-fold difference of transcription le-
vel between the two strains.
Statistical analysis of transcription levels between the Bti-resis-
tant LiTOX strain and the susceptible strain identified 86 genes sig-
nificantly under- or over transcribed more than 4-fold in the LiTOX
strain (Table 2 and Table S1). When considering genes detected in
both strains, transcription ratios (TRs) ranged from 40-fold
under-transcription to 115-fold over-transcription compared with
controls. Allocating pseudoreads to the 6 genes represented by
reads in only one strain (see methods) allowed estimating their
TRs. This estimation led to high TR values ranging from 1366-fold
under-transcription to 1789-fold over-transcription.
3.3. Biological functions differentially transcribed in the LiTOX strain
Functional analysis revealed that genes belonging to all the ten
categories except the ‘‘DNA interactions’’ function were differen-
tially transcribed in resistant compared to susceptible larvae
(Fig. 2). Seven categories contained both over- and under-tran-
scribed genes, while no ribosomal protein genes were under-tran-
scribed, and no cytoskeleton genes were over-transcribed. Only
few biological functions appeared over-represented by genes
Table 1


















Sequenced 4.44 2.25 3.35 6.60 100 214822 100
Sequences containing
N
0.00 0.01 0.01 0.02 0.3 7515 3.5
Filtered from
background
4.14 2.13 3.14 6.28 93.8 34508 16.1
No match to Ae.
aegypti genome
0.29 0.14 0.22 0.43 6.4 8757 4.1
Match to several
locations in the Ae.
aegypti genome




2.06 1.07 1.57 3.13 46.8 16734 7.8
Mapped to genes 1.70 0.89 1.30 2.59 38.7 11401 5.3
Mapped out of genes 0.36 0.18 0.27 0.54 8.1 5333 2.5
a Reads filtered from background represent tags showing at least 5 reads across
both libraries. Reads unambiguously mapped to genome represent tags mapped to
a unique genomic location with 0 or 1 mismatch. Reads mapped to genes are
represented by reads located between the 50 boundary of a gene and its 30 boundary
extended by 300 bp.
Fig. 1. Global distribution of reads between the two strains. Normalized read
numbers are indicated for each gene as reads per million (RPM) for each strain (log
scale). Solid line represents equal RPM between the two strains. Dashed lines
represent a 4-fold RPM difference in either direction.
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significantly differentially transcribed in the LiTOX strain (Fig. 2).
Among them, 31–46% of genes were not functionally annotated
(unknown) and up to 12% were not allocated to any of our ten
functional categories (others). Among annotated genes, kinases/
phosphatases were slightly over-represented in both over- and un-
der-transcribed genes (11% and 10% respectively compared to 3% in
all detected genes). Enzymes other than proteases or phospha-
tases/kinases were strongly over-represented within under-tran-
scribed genes (28% compared to 16%). Finally, genes encoding
protein involved in cytoskeleton appeared slightly over-repre-
sented within under-transcribed genes (5% compared to 1% in all
detected genes).
3.4. Genes highly differentially transcribed in the LiTOX strain
Among the 28 genes significantly over-transcribed in the LiTOX
strain compared to the susceptible strain, only 15 were assigned to
a putative function (Table 3 and Table S1). All of them were de-
tected in both strains allowing the calculation of true TR. Among
them, the gene AAEL006542 encoding a serine carboxypeptidase
showed the highest TR (14-fold). Two genes encoding two different
serine/threonine kinases were also highly over-transcribed
(AAEL002004 10-fold and AAEL002029 9.5-fold). Among other en-
zymes, the gene AAEL010694 encoding a cyclo-ligase showed a
high TR (9-fold). Finally, other genes were highly over-transcribed
in the LiTOX strain including the ubiquinone binding protein
AAEL005143, the ATP synthase AAEL006509 and the cytoplasmic
dynein AAEL012234 (from 6.5-fold to 7.4-fold).
Among the 58 genes significantly under-transcribed in the LiTOX
strain, 40 were assigned to a putative function, including 3 prote-
ases, 6 kinases/phosphatases, 16 other enzymes, 1 receptor, 4 trans-
porters and 3 cytoskeleton proteins (Table 4 and Table S1). Among
them,3genes encoding2enzymesand1cuticleproteinwerenotde-
tected in the LiTOX strain and therefore showed strong estimated
TRs. Among genes detected in both strains, the serine/threonine ki-
nase AAEL005711 showed the highest TR (ÿ115-fold) followed by
the microsomal glutathione S-transferase AAEL006829 (ÿ21.5-
fold), the serine/threonine kinase AAEL005710 (ÿ15-fold) and the
ribophorin AAEL013071 (ÿ15-fold). Within proteases, the
serine-type endopeptidase AAEL008218 was highly under-tran-
scribed (ÿ12-fold). Amongother enzymes, the aldehydedehydroge-
nase AAEL010764, the peroxiredoxin AAEL007135, the glycogen
synthase AAEL004221 and the chitinase AAEL008040 also showed
high TRs (from ÿ8.7-fold to ÿ10.2-fold).
4. Discussion
4.1. Investigating transcriptome variations using digital gene
expression tag profiling
By using the digital gene expression tag profiling method
(DGETP), we sequenced 6.6 million 20-mer tags across two distinct
cDNA libraries obtained from 3rd-stage larvae of two Ae. aegypti
strains. This approach allowed us to detect a significant transcrip-
tion signal for 6038 predicted genes representing 38% of annotated
genes. Such moderate number of detected genes can be explained
by several technical or biological causes. First, several genes may
not be transcribed in 3rd-stage larvae, or may exhibit such low
transcription levels that our transcriptome coverage was insuffi-
cient to distinguish them from background. Such aspect can be im-
proved by replicating sequence libraries for each strain.
Furthermore, replicating sequence libraries would allow assessing
technical variation and limiting false positive detection (Auer and
Doerge, 2010). Second, transcripts assayed by the DGETP method
require the presence of a DpnII restriction site (50-;GATC-30), and
transcripts not carrying this restriction site cannot be detected.
Third, genome variations between the strains used in our study
and the genome-sequenced strain (Liverpool strain) could decrease
the number of tags successfully mapped to the reference genome.
In our study, tags were mapped to the reference genome with a
maximum of 1 mismatch. Allowing more mismatches in such short
sequences resulted in the mapping of more tags in several genome
locations which already represented more than 40% of our reads.
Such limitation is now being tackled by more recent sequencing
approaches based on longer reads such as RNA sequencing. None-
theless, considering the cost of DGETP and the number of se-
quences obtained at the time of the study, the coverage appeared
satisfactory. Among the 3.13 million cDNA tags successfully
Table 2
Genes significantly differentially transcribed in the LiTOX strain.
Genes/clusters N % Total Detected in both strains Detected in one strain only
N Mean TR Mediane TR Max TR N Mean TR Mediane TR Max TR
Total genes 6038
Differentially transcribed genes 86 1.42 80 – – – 6 – – –
Over-transcribed genes 28 0.46 26 9.5 6.9 40.1 2 929.5 929.5 1789
Under-transcribed genes 58 0.96 54 10.4 6.0 114.7 4 441.2 156.9 1366
Fig. 2. Biological functions represented by genes differentially transcribed in the LiTOX strain. For each pie chart, the number of genes considered is indicated within brackets.
Genes were assigned to 10 different categories according to their putative biological function: proteases (dark red), kinases/phosphatases (red), other enzymes (light red),
receptors (orange), transport (green), DNA interactions (purple), cytoskeleton (dark blue), ribosomal proteins (light blue), others (dark grey) and unknown (light grey). (For
interpretation of the references to colour in this figure legend, the reader is referred to the web version of this article.)
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mapped to Ae. aegypti genome, 17% were not located within pre-
dicted gene boundaries. These tags could be gathered into 4278
genomic clusters with more than 16.7% of them showing a signif-
icant transcription signal of >100 reads (not shown). As suggested
by David et al. (2010), these clusters may represent genes, exons or
UTR extensions not predicted by automated annotation but also
pseudogenes or non-coding RNAs with polyadenylated sequences.
Due to its high reproducibility and the possibility to detect low-
abundance transcripts, RNA sequencing using next generation
sequencing represents a powerful technology enabling extensive
investigation of gene expression profiles in model and non-model
species. A high reproducibility of the DGETP results was observed
in human between technical or biological replicates on the same
or different flow cells runs with a correlations between technical
replicates >0.97 (Asmann et al., 2009). The reliability of DGETP
results was also demonstrated using real time quantitative PCR
(RT-qPCR) validation on plants (Obermeier et al., 2009), fishes
(Xiang et al., 2010), insects (Xue et al., 2010; David et al., 2010),
mammals (Wang et al., 2010) or humans (Asmann et al., 2009).
Furthermore, a good correlation between the DGETP method and
RT-qPCR was observed in Ae. aegypti samples sequenced in the
same flow cell run as our LiTOX strain and using the same suscep-
tible strain as reference (David et al., 2010), underlying the accu-
racy of this method for the detection of differential gene
expression linked to the resistance of Bti insecticide.
4.2. Transcription variations associated with resistance to Bti toxins
The LiTOX strain was obtained after 18 generations of selection
with natural leaf litter containing Bti toxins. This strain exhibits a
moderate resistance to whole commercial Bti toxins mixture and
Cyt1A toxin but a high resistance to all Cry toxins with RR50 of
30.2-fold, 13.7-fold and 6.3-fold for Cry4A, Cry4B and Cry11A
respectively (Paris et al., 2011b). Transcription level variations of
6038 genes were investigated by the DGETP method between the
LiTOX strain and the susceptible strain in 3rd-stage larvae. This
global screening approach identified 86 genes over- or under-tran-
scribed more than 4-fold in either direction in the LiTOX strain.
Among them, enzymes belonging to different families and proteins
involved in cytoskeleton were over-represented compared to their
proportion in all detected genes. This analysis allowed the
comparison of the transcription level of 138 candidate genes for
Bti toxin resistance including 37 potential Cry toxin binding pro-
teins and 101 serine proteases. Among them, two potential Bti
receptors and one serine protease were significantly differentially
transcribed in the resistant LiTOX strain.
ThegeneAAEL003298coding foranalkalinephosphatase showed
a 5.2-fold under-transcription in the LiTOX strain. Alkaline phospha-
tases were previously identified as putative Cry1Ac receptors in the
lepidopteransManduda sexta (McNall andAdang, 2003) andHeliothis
virescens (Jurat-Fuentes andAdang, 2004). In themosquitoAe. aegyp-
ti, an alkaline phosphatase was also identified as a receptor for
Cry11A and Cry4B (Bayyareddy et al., 2009; Fernandez et al., 2006).
A reduced expression of toxin receptors can cause resistance to Cry
toxin (Barrows et al., 2006; Griffitts et al., 2005; Jurat-Fuentes
et al., 2011). For example, the under-expression of alkaline phospha-
tases was correlated with resistance to Cry toxins in the lepidopter-
ans Heliothis virescens, Helicoverpa armigera and Spodoptera
frugiperda (Jurat-Fuentes and Adang, 2004; Jurat-Fuentes et al.,
2011). The high specificity of membrane receptors usually limits
their binding to very closely related toxins (Abdullah et al., 2006;
Griffitts andAroian, 2005; Pigott andEllar, 2007). However, the alka-
line phosphatase identified in Ae. aegypti by Fernandez et al., 2006
wasable tobind tobothCry4BandCry11A toxins. As theLiTOXstrain
exhibits 13.3 and 6.3-fold resistance to Cry4B and Cry11A toxins
respectively, the alkaline phosphatase AAEL003298 appeared as a
good candidate for resistance to multiple Cry toxins.
The gene AAEL010537 coding for an alpha-amylase was 6.9-fold
under-transcribed in the LiTOX strain. An alpha-amylase was re-
cently described as a new receptor for Cry4B and Cry11A in the
species Anopheles albimanus (Fernandez-Luna et al., 2010). The
gene AAEL010537 exhibited more than 98% similarity to the al-
pha-amylase identified in An. albimanus, therefore representing a
good candidate for Bti resistance in the LiTOX strain.
Among the 37 putative Bti receptors expressed in larval mid-
guts, only two were found under-expressed more than four times
in the LiTOX strains. This does not mean that the other putative
receptors are not involved in resistance. Indeed, toxin resistance
often involves receptor modification at the sequence level altering
the binding of toxins, rather than under expression of the receptor
(Gahan et al., 2001; Xie et al., 2005; Darboux et al., 2007). A previ-
ous genome scan performed on the same mosquito LiTOX and
Table 3
Genes of known function significantly over-transcribed in the LiTOX strain.
Gene Description Ctrl RPM LiTOX RPM TR (fold) Adjusted P value TR type
Proteases
AAEL006542 Retinoid-inducible serine carboxypeptidase 7.8 109.7 13.7 5.8Eÿ36 True
Kinases-phosphatases
AAEL002004 Protein serine/threonine kinase 11.5 120.4 10.3 1.0Eÿ32 True
AAEL002029 Protein serine/threonine kinase 13.1 126.6 9.5 2.2Eÿ32 True
AAEL014958 Galactokinase 12.7 56.9 4.4 8.0Eÿ04 True
Other enzymes
AAEL010694 5-Formyltetrahydrofolate cyclo-ligase 6.7 61.3 9.0 7.0Eÿ14 True
AAEL005647 Serine collagenase 1 precursor 29.0 195.5 6.7 7.1Eÿ36 True
AAEL005610 Mitochondrial ATP synthase b chain 11.5 64.9 5.6 7.3Eÿ08 True
AAEL002183 Oligosaccharyl transferase 32.4 173.7 5.3 8.2Eÿ23 True
AAEL000044 Ornithine decarboxylase 52.7 279.5 5.3 2.3Eÿ37 True
Receptors
AAEL005143 Ubiquinone binding protein 194.2 1431.5 7.4 2.3Eÿ303 True
Transport
AAEL006509 Hydrogen-transporting ATP synthase 27.8 181.3 6.5 1.0Eÿ31 True
Ribosomal
AAEL006860 Ribosomal protein S28 9.2 46.2 4.9 9.3Eÿ04 True
Others
AAEL012234 Cytoplasmic dynein intermediate chain 11.3 78.2 6.8 1.6Eÿ13 True
AAEL009367 Myelin proteolipid 46.9 207.0 4.4 4.8Eÿ19 True
AAEL003239 Pupal cuticle protein 300.4 1247.1 4.1 2.4Eÿ109 True
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susceptible strains as studied herein allowed identifying two can-
didate genes, the cadherin AAEL001196 and the leucine aminopep-
tidase AAEL001649, located in genomic regions exhibiting higher
than expected genetic differentiation between the two strains
(Bonin et al., 2009). Among them, only the cadherin displayed a po-
sitive signature of selection at the sequence level. Using RT-qPCR
we showed that these genes were moderately under-expressed
in the LiTOX strain with 2.2-fold and 1.7-fold respectively. The
present study confirmed the under-transcription of the leucine
aminopeptidase AAEL001649 in the LiTOX strain (2-fold, see Table
S1). By contrast, the cadherin AAEL001196 could not be detected in
the present study, probably due to its very low expression level.
The gene AAEL008218 coding for a serine protease 12.1-fold un-
der-transcribed in the LiTOX strain. This protein contains predicted
N-terminus signal peptide cleavage sites. Serine proteases are in-
volved in the activation of Cry protoxins by the proteolytic removal
of peptide fragments (de Maagd et al., 2001). Changes in the pat-
tern of midgut proteases have been found in Bt resistant lepidopt-
erans (Forcada et al., 1999; Griffitts and Aroian, 2005; Khajuria
et al., 2009; Oppert et al., 1997; Rodriguez-Cabrera et al., 2010).
The strong under-transcription of this serine protease suggests that
alteration of protoxins activation could contribute to the resistance
to Cry toxins in the LiTOX strain.
Other proteins may be involved in Bti toxin resistance in mosqui-
toes. Several genes encoding protein kinases were found differen-
tially transcribed in the LiTOX strain. Three of them were
under-transcribed 114.7, 14.8 and 4.6-fold (AAEL005711,
AAEL005710 and AAEL002015 respectively) while two were over-
transcribed 9.5 and 10.3-fold (AAEL002029 and AAEL002004 respec-
tively). Zhangetal. (2005) suggestedthatcelldeathoccasionedbyCry
toxins after binding tomembrane receptors is amore complex cellu-
lar response than the simply osmotic lysis previously accepted. They
describedapathway involvingGproteins, adenylyl cyclaseandaden-
osine monophosphate resulting in the activation of protein kinases
and initiatingmembrane blebbing, cell swelling and cell lysis (Zhang
et al., 2006). They also reported the crucial role of protein kinases in
this cell death pathway, as an inhibition of these proteins can protect
the cells from the toxicity of Cry toxins. Therefore, the altered
Table 4
Genes of known function significantly under-transcribed in the LiTOX strain.
Gene Description Ctrl RPM LiTOX RPM TR (Fold) Adjusted P value TR type
Proteases
AAEL012351 Prolylcarboxypeptidase 207.0 46.6 ÿ4.4 5.0Eÿ14 True
AAEL007926 Retinoid-inducible serine carboxypeptidase 77.5 11.6 ÿ6.6 9.1Eÿ09 True
AAEL008218 Serine-type enodpeptidase 528.2 43.5 ÿ12.1 1.8Eÿ117 True
Kinases-phosphatases
AAEL002015 Protein serine/threonine kinase 630.1 135.9 ÿ4.6 4.6Eÿ51 True
AAEL003298 Alkaline phosphatase 135.0 25.8 ÿ5.2 8.2Eÿ12 True
AAEL005238 mck1 109.0 20.0 ÿ5.4 8.9Eÿ10 True
AAEL003193 Inorganic pyrophosphatase 53.6 7.1 ÿ7.4 2.9Eÿ06 True
AAEL005710 Protein serine/threonine kinase 88.1 5.8 ÿ14.8 3.4Eÿ20 True
AAEL005711 Protein serine/threonine kinase 124.7 0.9 ÿ114.7 2.6Eÿ47 True
Other enzymes
AAEL008848 ATP synthase gamma subunit 95.9 23.5 ÿ4.0 4.6Eÿ04 True
AAEL012994 Glucose-6-phosphate isomerase 96.4 20.0 ÿ4.8 1.5Eÿ06 True
AAEL012062 Na+/K+ ATPase alpha subunit 100.5 19.5 ÿ5.1 6.4Eÿ08 True
AAEL007633 Dihydropyrimidinase 79.4 13.8 ÿ5.7 3.7Eÿ07 True
AAEL008701 Myoinositol oxygenase 72.9 11.6 ÿ6.2 2.0Eÿ07 True
AAEL014609 Cytochrome P450 46.0 6.7 ÿ6.7 2.0Eÿ04 True
AAEL010537 Alpha-amylase 213.9 30.7 ÿ6.9 1.8Eÿ29 True
AAEL005181 Aspartyl/asparaginyl beta-hydroxylase 73.2 10.2 ÿ7.0 7.3Eÿ09 True
AAEL008040 Brain chitinase and chia 264.5 30.2 ÿ8.7 6.6Eÿ46 True
AAEL004221 Glycogen synthase 49.2 5.3 ÿ8.9 5.2Eÿ07 True
AAEL007135 Peroxiredoxin 5, prdx5 150.9 16.4 ÿ9.1 2.8Eÿ26 True
AAEL010764 Aldehyde dehydrogenase 38.2 3.6 ÿ10.2 1.1Eÿ05 True
AAEL006829 Microsomal glutathione s-transferase 23.2 0.9 ÿ21.5 1.2Eÿ04 True
AAEL009111 Sphingomyelin phosphodiesterase 17.7 0.0 ÿ89.6 1.3Eÿ04 Estim
AAEL010204 Dihydropyrimidine dehydrogenase 44.6 0.0 ÿ224.1 2.6Eÿ16 Estim
AAEL010991 Long-chain-fatty-acid coa ligase 280.2 69.8 ÿ4.0 1.2Eÿ15 True
Receptors
AAEL013136 Chromodomain helicase DNA binding protein 92.7 12.0 ÿ7.6 6.3Eÿ13 True
Transport
AAEL001421 High density lipoprotein binding protein 120.8 28.9 ÿ4.2 3.5Eÿ06 True
AAEL006582 Calcium-transporting ATPase 1249.8 295.0 ÿ4.2 1.8Eÿ86 True
AAEL010159 Importin beta-3 157.1 36.0 ÿ4.3 9.9Eÿ10 True
AAEL012655 Sugar transporter 57.0 10.2 ÿ5.5 3.4Eÿ04 True
Cytoskeleton
AAEL002565 Titin 108.3 22.2 ÿ4.8 7.9Eÿ08 True
AAEL002851 Tubulin beta chain 352.0 66.6 ÿ5.3 1.1Eÿ34 True
AAEL006242 beta chain spectrin 102.8 14.2 ÿ7.1 1.5Eÿ13 True
Others
AAEL011604 Perlecan 127.2 31.5 ÿ4.0 5.8Eÿ06 True
AAEL013520 Pupal cuticle protein 146.1 34.7 ÿ4.2 4.0Eÿ08 True
AAEL005187 Laminin gamma 1 chain 91.3 20.0 ÿ4.5 2.6Eÿ05 True
AAEL003049 Pupal cuticle protein 78E 667.3 119.5 ÿ5.6 2.6Eÿ73 True
AAEL008461 Surfeit locus protein 55.7 7.1 ÿ7.6 6.4Eÿ07 True
AAEL013071 Ribophorin 55.9 3.6 ÿ14.9 4.1Eÿ12 True
AAEL009001 Adult cuticle protein 16.8 0.0 ÿ85.0 3.2Eÿ04 Estim
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transcriptionof severalproteinkinases in the LiTOXstrainmight con-
tribute to Bti toxins resistance by controlling cell apoptosis.
Finally, the gene AAEL006509 coding for a hydrogen ATPase was
found over-transcribed 6.5-fold in the LiTOX strain. Hydrogen ATP-
ases were previously described as putative binding proteins for
Cry4B toxin in Ae. aegypti (Bayyareddy et al., 2009) and for other
Cry toxins in H. virescens (Krishnamoorthy et al., 2007; McNall
and Adang, 2003), Plodia interpunctella (Candas et al., 2003) and
Helicoverpa armigera (Chen et al., 2010). Hydrogen ATPases are lo-
cated in the plasma membranes of insect epithelia, where they rep-
resent the primary energy source for secretion and absorption by
serving as an H+/K+ transporter across the insect midgut epithe-
lium (Wieczorek et al., 2000). They are abundant in the apical
membrane of the posterior midgut of Ae. aegypti larvae (Patrick
et al., 2006). The binding of Cry toxins to hydrogen ATPases could
interfere with the H+/K+ transport and destabilize electrochemical
balance. An over-expression of hydrogen ATPases was observed in
a resistant strain of the moth P. interpunctella (Candas et al., 2003).
In this study, the authors suggested that this increase may reflect a
compensatory response to help overcoming the toxic effect of Cry
binding on ATPase function (Candas et al., 2003).
The present study represents the first transcriptomic dataset re-
lated to resistance to Bti toxins in the mosquito Ae. aegypti. By
using a next-generation sequencing approach, several genes puta-
tively involved in Bti toxins resistance were identified. Among
them, several genes belong to families previously associated with
Bt toxin resistance mechanisms in insects. Although further func-
tional validation is required, this study provides a first step to iden-
tify genes involved in Bti toxins resistance mechanisms in
mosquitoes. In the long term, such research will facilitate develop-
ing simple molecular tools to early detect resistance in natural
mosquito populations.
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Abstract 
Background 
Bacillus thuringiensis var. israelensis (Bti) is a natural larval mosquito pathogen producing 
pore-forming toxins targeting the midgut of Diptera larvae. It is used worldwide for mosquito 
control. Resistance mechanisms of an Aedes aegypti laboratory strain selected for 30 
generations with field-collected leaf litter containing Bti toxins were investigated in larval 
midguts at two levels: 1. gene transcription using DNA microarray and RT-qPCR and 2. 
differential expression of brush border membrane proteins using DIGE (Differential In Gel 
Electrophoresis). 
Results 
Several Bti Cry toxin receptors including alkaline phosphatases and N-aminopeptidases and 
toxin-binding V-ATPases exhibited altered expression levels in the resistant strain. The 
under-expression of putative Bti-receptors is consistent with Bt-resistance mechanisms 
previously described in Lepidoptera. Four soluble metalloproteinases were found under-
transcribed together with a drastic decrease of metalloproteinases activity in the resistant 
strain, suggesting a role in resistance by decreasing the amount of activated Cry toxins in the 
larval midgut. 
Conclusions 
By combining transcriptomic and proteomic approaches, we detected expression changes at 
nearly each step of the ingestion-to-infection process, providing a short list of genes and 
proteins potentially involved in Bti-resistance whose implication needs to be validated. 
Collectively, these results open the way to further functional analyses to better characterize 
Bti-resistance mechanisms in mosquitoes. 
Keywords 
Aedes aegypti, Bacillus thuringiensis israelensis, DIGE, Microarray, RT-qPCR, Resistance, 
Transcriptomics, Proteomics, Midgut, Mosquito, Candidate genes 
Background 
Mosquito control represents a major public health concern as mosquitoes transmit many 
pathogens causing fatal human diseases including malaria, filariasis, dengue, yellow fever, 
and Chikungunya [1]. Vector borne diseases represent a major health threat and economic 
burden in disease-endemic countries and are currently expanding worldwide [2,3]. As no 
specific treatment exists for most of these diseases, the most effective way of reducing the 
incidence of these diseases is to control the vector mosquitoes [4,5]. Chemical insecticides 
still used in endemic countries have shown their limits as resistance has evolved in all target 
species together with environmental concerns due to their high persistence and toxicity for 
non-target organisms, including humans [6]. 
The bacterium Bacillus thuringiensis var. israelensis (Bti) produces a mosquitocidal toxic 
crystal during sporulation and represents the best alternative to chemical insecticides for 
mosquito larval control due to its high potency and specificity [7]. The action of Bti begins 
when larvae ingest Bti spores and toxic crystals. In susceptible larvae, the toxic crystal is 
dissolved in the alkaline pH of the midgut, protoxins are then activated by digestive proteases 
to activated-toxins that bind to specific membrane receptors, form pores, disrupt the midgut 
epithelium, allowing spore penetration and bacterial proliferation in the host tissues [7,8]. 
The receptors for mosquitocidal Bti Cry toxins are similar to the lepidopteran-active Cry 
toxins which utilize N-aminopeptidase, alkaline phosphatase and cadherin proteins as midgut 
receptors [9]. 
In contrast to Bacillus thuringiensis subspecies active against lepidopteran and coleopteran 
species where cases of insect resistance in the field have been reported [10-13], only one 
study reported Bti resistance in field mosquitoes [14]. However, subsequent confirmations of 
this case have not been reported. The delay in the evolution of resistance to Bti is believed to 
be due to its composite toxic crystal containing four major toxins (Cry4Aa, Cry4Ba, Cry11Aa 
and Cyt1Aa) [7]. Cyt toxins are known to largely enhance Cry toxins activity due to synergic 
effects and to drastically decrease resistance development [8,15]. Although Bti is known to 
have a low persistence in the environment, recent studies suggest that it can persist and 
possibly proliferate in specific conditions [16-18]. In the French Rhône-Alpes region, 
decaying leaf litters collected in mosquito breeding sites several months after a Bti treatment 
revealed a high toxicity against mosquito larvae due to the presence of large amounts of Bti 
[16]. This toxic leaf litter was used to select an Aedes aegypti strain in laboratory conditions. 
After 18 generations, the selected strain (named LiTOX) was only moderately resistant to the 
whole Bti toxins mixture, but up to 30 fold resistant to individual Cry toxins [19]. Although 
resistance to Bti has already been selected in laboratory conditions [20,21], this is the only 
reported case of resistance obtained by using field-collected material containing residual Bti 
toxins. Therefore, this Bti-resistant LiTOX strain provides a unique opportunity to better 
understand the mode of action of Bti toxins and to elucidate the mechanisms of resistance 
developed by mosquitoes exposed to field residual Bti toxins. 
To identify the resistance mechanisms developed by the LiTOX strain, a genome scan and a 
transcriptome scan were previously performed on whole larvae twelve generations ago 
[22,23]. The main bias of these whole-larvae approaches is that many genes are identified 
that may not be directly related to Bti resistance. Indeed, selection was shown to have 
induced many changes in the LiTOX strain, including decreased egg survival to desiccation, 
longer larval development time and decreased female fecundity [24], reflecting the evolution 
of resistance costs that are not directly involved in resistance to Bti toxins. Because insect 
midgut is the primary target site for Bti toxins our aim in the present work is to focus on 
constitutive expression changes in midgut proteins of resistant versus susceptible larvae. For 
that purpose, we combine a comparative analysis of brush border membrane proteins using 
2D-DIGE (2-Dimensional Differential in Gel Electrophoresis) with a midgut transcriptome 
profiling using DNA microarrays. In addition, altered gene expression of known Bti Cry 
toxins receptors (i.e. alkaline phosphatases, cadherins, N-aminopeptidases) between the two 
strains were investigated using RT-qPCR. Finally, because the DiGE didn’t allow detecting 
proteins with high molecular size such as cadherins, we performed Western blots with anti-
cadherins antibodies. 
Results 
Resistance levels to Bti toxins in the LiTOX strain 
After 30 generations of selection with leaf litter containing Bti, bioassays indicated that the 
LiTOX strain exhibited a moderate 3.5-fold resistance to commercial Bti mixture Vectobac® 
WG compared to the susceptible strain at the larval stage (Table 1). When Bti Cry toxins 
were tested separately, the LiTOX strain showed an increased resistance of 68-fold, 9-fold 
and 9-fold to Cry4Aa, Cry4Ba and Cry11Aa protoxins respectively. The relatively important 
variability observed for the LC50 for Cry4Aa toxin of the LiTOX strain is mainly due to a 
higher variability in larval mortality in the replicates than for the susceptible strain and for the 
other toxins. As resistance is not fixed yet in the LiTOX strain [24], this variability between 
replicates might reflect a large range of different combinations of Cry4A resistance alleles 
between individuals. 
Table 1 Lethal concentrations and resistance ratio for the LiTOX and susceptible 
strains for Bti and Cry toxins. Lethal concentrations 50% (LC50) of the resistant 
(LiTOX) and the susceptible strain for the three Cry toxins (Cry4Aa, Cry4Ba and 
Cry11Aa) and for the commercial Bti at 24 h. Resistance ratios 50 (RR50) are calculated 
for each product as LC50 of LiTOX divided by LC50 of Bora- Bora strain. LC50 are 
expressed in ng/mL 
Toxins Strain LC50 in ng/mL (95% CI) RR50 
Cry4Aa Susceptible 646.28 (514.20–826.93) / 
LiTOX 43873.12 (28396.11–78207.31) 67.9 fold 
Cry4Ba Susceptible 322.27 (228.39–468.57) / 
LiTOX 2922.26 (1924.95–4168.76) 9.1 fold 
Cry11Aa Susceptible 156.14 (112.86–219.46) / 
LiTOX 1434.81 (1146.52–1774.22) 9.2 fold 
Bti Vectobac WG Susceptible 90.6 (79.89–101.12) / 
LiTOX 312.6 (277.27–359.49) 3.5 fold 
Midgut transcriptome profiling 
Comparative transcriptome profiling between total mRNAs extracted from midguts of larvae 
from the LiTOX and the susceptible strains was performed using a DNA microarray 
representing 14204 of the more than 17000 Ae. aegypti transcripts identified in Vectorbase. A 
total of 3512 transcripts were detected in at least 5 hybridizations out of 6 [ArrayExpress: E-
MTAB-1094] (Additional file 1). Among them, 24 and 46 genes were significantly over- and 
under-transcribed respectively in the LiTOX strain (≥3-fold and corrected P-value <0.01) 
(Additional file 2). Distribution of transcription ratios was well balanced between over and 
under-transcription ranging from 20.9-fold under-expression to 18.9-fold over-expression 
(Figure 1). RT-qPCR validation of transcription ratios for 15 selected genes revealed a good 
correspondence between the two techniques, supporting the reliability of microarray data 
(Additional file 3). 
Figure 1 Volcano plot of differentially-transcribed genes identified by microarray 
analysis. The Benjamini-Hochberg P-values were plotted against the fold change in gene 
expression for all genes. The horizontal lines in the plot represent the statistical test 
significance 0.01 and the vertical bars represent the genes at least three-fold up- or down-
regulated in LiTOX Bti-resistant strain compared to Bora-Bora susceptible strain 
Differentially transcribed genes were further analyzed according to their biological function 
by classifying them into 13 different categories (Figure 2). Genes of unknown function 
represented 34% of detected transcripts while genes not assigned to any category (other 
functions) represented 17%. Enzymes represented 30% of detected transcripts and were 
strongly over-represented among under- and over-transcribed genes (55% and 60% 
respectively) (Figure 2B & C). Proteases were equally represented in over- and under-
expressed genes, while detoxification enzymes were more often under- than over-transcribed 
(7 under-transcribed versus 2 over-transcribed genes). Transaminases, represented by only 11 
genes in the Ae. aegypti genome, were over-represented in under- and over-transcribed genes 
while dehydrogenases were strongly over-represented only in over-transcribed genes (23% of 
enzymes compared to 10% overall). 
Figure 2 Functional analyses of all the genes detected and genes differentially expressed 
in the resistant strain. Circle charts of the biological functions of all the genes detected (A), 
those under-expressed (B) and over-expressed (C) in the LiTOX strain compared to the 
susceptible Bora-Bora strain. Genes are classified into 13 categories: receptors (orange), 
transport (green), DNA interaction (purple), cytoskeleton (dark blue), ribosomal proteins 
(light blue), proteases (black), detoxication enzymes (brown), kinases/phosphatases (orange), 
transaminases (red), dehydrogenases (dark pink), other enzymes (pink), other functions (dark 
grey) and unknown functions (light grey) 
Midgut differential proteomics 
Midgut membrane proteins were compared between larvae of the LiTOX and susceptible 
strains using 2D-DIGE (Figure 3). Dye-swapping for each biological sample showed no dye-
dependent spot changes on the gels (Additional file 4). Spot locations were reproducible 
between the biological replicates, but the signal intensity was higher for the second replicate, 
revealing additional spots differing between the two strains (Additional file 4). A total of 56 
distinct protein spots differently expressed between the two strains were processed and 35 
unique proteins were identified (Figure 3B, Additional file 5). The MS/MS analyses gave the 
same protein identifications between biological replicates for spots 2, 8, 20, 21 and 24 with 
high Mascot scores (from 110 to 249) while spots 14, 42 and 49, showing Mascot scores 
lower than 100, were assigned to different proteins (Additional file 5). Indeed, none of the 
spots with low Mascot scores were considered for further analyses. Different spots yielded 
the same identified protein for 10 proteins, with a maximum of six spots for AAEL005798 
(V-ATP synthase subunit beta). 
Figure 3 2D-DIGE gel and corresponding picked silver stained gel. BBMV proteins were 
prepared from resistant and susceptible Aedes aegypti larval midguts and separated using 2D-
DIGE. The spots appear in yellow when corresponding to proteins present at approximately 
equal amounts in both resistant and susceptible BBMV samples, green for those only present 
in the susceptible BBMV labeled with Cy3, and red for those only present in the resistant 
BBMV labeled with Cy5. The x-axis shows pI values from 4 to 7 and the y-axis shows 
apparent molecular weight in kilodaltons (kDa). Panel A. Overlay of Cy3 and Cy5, and Panel 
B. Gel co-run stained with deep purple. All the 56 spots picked either on the first, the second 
or both the two gels, corresponding to the two biological replicates, are noted on this gel 
Genes and proteins differentially expressed in the LiTOX strain 
Proteome analysis identified two N-aminopeptidase proteins (APN, annotated as ‘protease 
m1 zinc metalloprotease’) differentially expressed in the LiTOX strain (Table 2): two spots 
matching APN AAEL012774 were up-regulated and two of the three spots matching APN 
AAEL012776 were down-regulated in the LiTOX strain. Transcriptomic approach detected 
thirteen APN (including AAEL012774 and AAEL012776) with transcription level ranging 


































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































Two alkaline phosphatases (ALP) proteins, matching AAEL003313 and AAEL003298, were 
under-expressed in the LiTOX strain while transcriptomics identified two other ALP genes 
(AAEL011175 and AAEL015070) significantly over-transcribed in the LiTOX strain with 
transcription ratios of +4.63 and +3.95 fold respectively. All ALPs but AAEL003298 have 
predicted glycosylphosphatidylinositol (GPI)-anchor domains allowing them to tether to the 
epithelial membrane and be potential membrane-bound Cry toxin receptors (Additional file 
6). 
Four proteins matching ATP synthase subunits alpha, beta and epsilon, with two to seven 
different spots for the same protein, had levels from −1.51 to −2.39 lower in the LiTOX 
strain. This tendency was consistent with microarray data for AAEL008787-RA (−1.19 fold), 
AAEL005798 (−1.37 fold) and AAEL012035 (−1.19 fold) although P values were not 
significant. 
A unique calreticulin protein was picked and identified from DIGE gels. Initially detected as 
only one big spot with +10.74 fold change, the second biological replicate allowed clearly 
identifying four different spots respectively −2.56, +2.75, +3.01 and +3.14 fold differentially 
expressed in the LiTOX strain. In microarray experiment, no significant differential 
transcription of this gene was found in the LiTOX strain. 
Using BLASTP software, we managed to identify putative functions for the 15 transcripts of 
unknown function differentially transcribed in the LiTOX strain with protein identities 
ranging from 25 to 99% (Additional file 2). Among them, two were strongly over-transcribed 
in the resistant strain (AAEL013584 19-fold and AAEL010435 9.6-fold) and matched to a 
putative G12 protein in Ae. aegypti (77% protein identity, Additional file 2). 
Among the five cytochrome P450 monooxygenase transcripts identified by microarray 
analyses, CYP4D24 was over-transcribed while the others (CYP6N9, CYP6Z7, CYP6Z8 and 
CYP9M9) were under-transcribed in the LiTOX strain. DIGE experiments identified one 
protein matching to a cytochrome P450 3-fold over-expressed in the LiTOX strain. 
Transcriptomic data detected four metalloproteinases significantly under-transcribed from 
−3.16 to −5.29 fold (Additional file 2). The presence of conserved domains of soluble 
astacin-like metalloproteinases together with the absence of detected GPI-anchor domain 
(Additional file 6) suggests that these four metalloproteinases are probably secreted 
extracellular enzymes, explaining why they were not identified in the BBMV by the DIGE 
analysis. 
Global and specific proteolytic activities 
To determine if the modifications in protease transcription levels observed in the resistant 
strain result in changes in gut proteolytic activities, we compared the protease activities of 
secreted proteins from larval midgut of each strain using azocasein as substrate. Total 
proteolytic activity was 8.5% higher in the resistant strain compared to the susceptible strain 
(Table 3). The use of specific protease inhibitors revealed that more than 90% of the total 
proteolytic activity is due to serine protease for both strains. Among them, chymotrypsins and 
trypsins represented respectively more than 40% and 20% of the total activity in both strains. 
The use of the metalloproteinase inhibitor EDTA showed that 12% of the total proteolytic 
activity was due to metalloproteinases in the susceptible strain whereas no inhibition was 
measured in the resistant strain (Wilcoxon test; P-value <0.05), suggesting a strong reduction 
of metalloproteinase activity in the LiTOX strain. 
Table 3 Total enzymatic activity and effect of protease inhibitors on the azocaseinolytic 
activity of midgut extract. All values are given as mean +/− SEM 
Strain Total enzymatic 
activity (OD at 440 
nm) 
Percentage of inhibition of total activity (%) 
PMSF TLCK TPCK EDTA 
Susceptible 0.328Ԝ±Ԝ0.009 92.98Ԝ±Ԝ0.57 46.82Ԝ±Ԝ1.02 23.42Ԝ±Ԝ2.24 12.18Ԝ±Ԝ1.74 
LiTOX 0.356Ԝ±Ԝ0.010 92.31Ԝ±Ԝ0.23 42.01Ԝ±Ԝ2.29 20.87Ԝ±Ԝ1.64 −1.74Ԝ±Ԝ4.55 
Wilcoxon test * NS NS NS * 
Discussion 
Resistance levels to Bti toxins in the LiTOX strain 
After 30 generations of selection, resistance to Cry4Aa in the LiTOX strain has more than 
doubled as compared to twelve generations ago, while resistance ratios did not change for 
Cry4Ba and Cry11Aa [19,22]. Resistance to Bti is moderate (3.5 fold) but higher than at 
generation 18 (2-fold), indicating that resistance alleles are not all fixed yet. These results are 
consistent with previous attempts to select Ae. aegypti, Culex pipiens and Cx. 
quinquefasciatus with Bti which obtained moderate resistance (2 to 3 fold) after 20 to 30 
generations [20,21,25,26]. The increased Bti resistance observed may be due to the increase 
in Cry4Aa resistance, and most changes observed in the present study may be related to 
Cry4Aa resistance. The discrepancy between Bti and Cry4Aa increased resistances is likely 
to be due to the presence of Cyt toxin in Bti, known to overcome Cry resistance in insects 
[15]. 
Midgut transcriptome and proteome analyses 
Our comparison of midgut transcripts and brush border proteins between the susceptible and 
LiTOX strains revealed an overlapping but distinct set of transcripts/proteins differentially 
expressed. Transcriptome profiling with a microarray representing more than 81% of known 
Ae. aegypti transcripts lead to the detection of 3512 transcripts of which 70 were 
differentially transcribed in the LiTOX strain. This relatively low number of transcripts 
detected (about 25%) is probably due to the low transcription level or absence of transcription 
of several genes in this particular organ —the larval midgut. Little overlap was observed 
between the previous transcriptomic analysis, performed on whole larvae 12 generations ago 
using a DGETP approach [23], and the present study, focusing on midgut gene expression 
using microarrays. This is possibly due to the technical differences between the two studies 
and to the fact that no resistance gene is fixed yet in the LiTOX strain, indicated by the still 
increasing resistance to Bti and to Cry toxins [19]. Moreover, as genes conferring resistance 
to Bti toxins are likely to be expressed in larval midgut, focusing on midguts rather than on 
whole larvae allows to considerably reduce the candidate gene dataset, and to consider only 
genes likely to be directly involved in resistance, rather than those only indirectly affected by 
selection side-effects (genetic drift) or compensatory mechanisms (resistance costs) [24]. The 
2D-DIGE analysis resolved about 400 distinct proteins in larval BBMV fractions, 56 spots 
were picked of which 50 differed by more than 2-fold between the two strains. The difference 
between the number of spots picked (56) and the number of unique identified proteins (35) is 
due to different spots for the same protein, as for example up to six spots observed for one V-
ATPase. The multiple spots for the same protein are most likely due to post-translational 
modifications (glycosylation, phosphorylation) that cause shift in protein mobility. Eight 
spots common to the replicated DIGE experiments were picked and identified twice. Among 
them all but one, calreticulin (AAEL01005), showed similar levels of differential expression 
supporting the consistency of biological replicates (Additional file 4). Both transcriptomic 
and proteomic data identified more under than over-expressed genes/proteins in the LiTOX 
strain, which is congruent with a previous transcriptome analysis performed on whole larvae 
12 generations ago [23]. Such asymmetry is not surprising considering that mechanisms of 
resistance to Bt can involve a decreased activation of protoxins or a decreased toxin-binding 
to the epithelium membrane [27]. 
Little overlap was found between data obtained by transcriptomic and proteomic approaches. 
This could be explained by both biological processes and technical limitations inherent to 
each method. Regarding DIGE, BBMV were used, which are enriched for proteins attached 
to apical brush border midgut membrane via scaffolding and proteins attached to the inner 
membrane leaflet via acylation. Therefore, except few soluble proteins trapped in re-folded 
membranes, soluble intracellular proteins and proteins excreted inside the gut lumen are 
typically absent in BBMV preparations [28,29]. In contrast, mRNAs extracted from whole 
larval midguts should be representative of all transcripts present in midgut cells. Another 
factor limiting overlapping data may be the consequence of the relatively stringent filtering of 
the microarrays dataset (3-fold threshold). Several studies also showed that mRNA 
transcription profiles fit poorly with protein levels because of numerous post-transcriptional 
regulatory activities and post-translational events [30-32]. Such events generate a high 
diversity of proteins while gene expression remains unchanged, and this source of variation is 
so far under-explored in studies on fast adaptive changes like the evolution of insecticide 
resistance. It is likely that the two complementary approaches used in the present work 
detected distinct mechanisms of resistance acting at different steps in the mode of action of 
Bti (i.e. crystal solubilization, toxin activation and binding to receptors). 
Altered expression and activities of proteases from the LiTOX strain 
Four soluble astacin-like metalloproteinases were found significantly under-transcribed in the 
LiTOX strain. This observation was correlated with a strong decrease of metalloproteinases 
activity among the enzymes secreted in the midgut lumen of larvae from the resistant strain. 
To our knowledge, this is the first time astacin-like metalloproteinases are associated to Bt 
resistance. The observed decrease in metalloproteinases in the resistant strain might reflect an 
alteration in Bti Cry toxins activation in the gut lumen of LiTOX larvae. Further experiments 
based on measuring proteolytic activities and performing bioassays with activated toxins will 
clarify the potential role that alteration of protoxins processing, notably for Cry4Aa, could 
play in the resistance phenotype. 
Altered expression of known Bti-binding proteins in the LiTOX strain 
To validate the expression alteration of putative Bti-receptors observed in microarrays and 
DIGE approaches, RT-qPCR analyses were performed on five N-aminopeptidases (APN1 to 
5), two cadherins (Cad1 and Cad2) and three alkaline phosphatases (ALP1 to 3) previously 
described as binding proteins for Cry4Ba [29] or Cry11Aa [33-36] (Table 4). 
Table 4 Altered expression of known Bti Cry-binding proteins detected by 
transcriptomic and proteomic approaches. Given values indicate the level of expression 
in the LiTOX strain compared to the susceptible strain detected in microarrays, RT-
qPCR and DIGE experiments. ND, Non detected in at least 5 of the 6 microarray 
hydribizations; NI, Non identified as differentially expressed between the two strains 
and therefore non-picked for MS/MS identification; UD, Undetectable in 2D-DIGE due 
to their high molecular weight and their low amount in BBMV 
Gene Accession 
number 
Microarrays RT-qPCR 2D-DIGE Binding 
protein 
Ref 
Alkaline phosphatase (ALP1) AAEL000931 ND +11.40 NI Cry11Aa [33] 
Alkaline phosphatase (ALP2) AAEL003298 −1.57 −1.56 −1.92; −1.16 Cry4Ba [29] 
Alkaline phosphatase (ALP3) AAEL003313 +1.15 +1.52 −1.58 Cry4Ba [29] 
Alkaline phosphatase (ALP4) AAEL009077 ND +1.15 NI Cry11Aa [36] 
Alkaline phosphatase (ALP5) AAEL015070 +3.95 +7.69 NI Cry4Ba [29] 
Cadherin (Cad1) AAEL007478 ND −1.11 UD Cry11Aa [34] 
Cadherin (Cad2) AAEL007488 −1.47 −1.46 UD Cry11Aa [34] 
N-Aminopeptidase (APN1) AAEL012774 +1.44 +1.26 +1.80; +2.34 Cry11Aa [35] 
N-Aminopeptidase (APN2) AAEL012776 −1.34 −1.62 +1.81; −2.74; 
−3.81 
Cry4Ba [29] 
N-Aminopeptidase (APN3) AAEL012778 −1.04 +1.20 NI Cry11Aa [35] 
The cadherin described as a Cry11Aa-receptor in Ae. aegypti (AAEL007488) [34] was found 
1.47 fold under-transcribed in both microarrays and RT-qPCR experiments. However, no 
cadherin was detected by DIGE approach. The inability to detect cadherin in the DIGE 
analysis is not surprising as they are large proteins (>170 kDa) present in low amounts in 
insect brush border membranes [37]. Blotting of BBMV using two anti-cadherin antibodies 
showed that most of the cadherins were degraded, even in a freshly prepared UGAL Aedes 
BBMV preparation, confirming that cadherins in BBMV are very unstable (Additional file 7). 
Western blots showed that cadherin(s), notably a ~32 kDa fragment, is strongly over-
represented in the LiTOX strain compared to the susceptible strain (Additional file 7). Further 
analyses of the toxins-binding properties of the detected cadherin(s) are needed to better 
understand the role they could play in the resistance phenotype. 
Alkaline phosphatases (ALPs), typically anchored by GPI-moieties, are known to be Cry 
toxin receptors in Lepidoptera [38,39] and mosquitoes [36,40]. Recently, a decrease in ALP 
amounts and activities were linked to Cry-resistance of larvae from three lepidopteran genera 
[41]. The ALPs detected as over-transcribed in the LiTOX strain by the two transcriptomic 
approaches were either not identified as differentially expressed (AAEL000931, 
AAEL009077 and AAEL015070) or identified as under-expressed (AAEL003313) by DIGE 
approach. These results suggest that the lower ALP protein abundance in the epithelium 
membrane might rather be due to post-translational events than under-expression. Indeed, our 
DIGE analyses identified three ALPs showing a decreased expression in the LiTOX strain 
(AAEL003313 and two spots of AAEL003298). Moreover, the ALP AAEL003298 was also 
detected as under-transcribed in microarrays, RT-qPCR and in a previous transcriptomic 
study [23]. These two ALP have already been described as Cry4Ba-binding proteins [29]. 
The reduction of potential Cry-receptor ALPs proteins on the brush border of LiTOX larvae 
is consistent with the resistant phenotype. 
N-Aminopeptidases (APNs) are a third major class of Cry toxin receptors in Lepidoptera [42] 
and mosquitoes [43,44] and their alteration correlates with Cry1A-resistance in Helicoverpa 
armigera [45] and Trichoplusia ni [46]. DIGE experiments revealed two spots of APN 
AAEL012776 being under-expressed, congruent with transcriptomic data, while another spot 
was over-expressed in the LiTOX strain. Two spots matching APN AAEL012774 were over-
expressed in the LiTOX strain, as also found by transcriptomic approaches. These two ALP 
proteins have been previously described as potential receptors for Cry11Aa in Ae. aegypti 
[35] but it is still unclear how their altered expression could lead to a higher Bti-resistance. 
In general, Bt resistance involves changes in the Cry receptors structure rather than in their 
expression [27,47], although some cases of differential expression of cadherin and 
aminopeptidase have been reported in resistant strains [48-50]. These changes in expression 
can be the result of diverse genetic mechanisms including mutations in regulatory regions or 
even genome rearrangements that can drive rapid adaptation to new environmental pressures 
such as an insecticide treatment. Moreover, in the case of Bti, the presence of Cyt toxins, 
known to act as Cry receptors [51], might contribute to overcome receptor alterations in the 
LiTOX strain. Further analysis of the binding capacities of Cry toxins to the putative 
receptors found differentially expressed here will contribute to evaluate their relative roles in 
Bti resistance. Only few studies have focused on Cry4Aa toxin binding to our knowledge 
[52,53] and nothing is known about its potential membrane receptors. Such experiments will 
determine if its receptors are highly specific, explaining the high differences in the resistance 
ratio between Cry4Aa and the other Cry toxins in the LiTOX strain, or if Cry4Aa shares all or 
a part of its receptors with Cry4Ba and Cry11Aa that could lead to cross-resistance. 
Other mechanisms potentially involved in the resistance 
All the spots of the four ATP synthases detected by our proteomic approach showed an 
under-expression pattern in the LiTOX strain. Vacuolar H
+
-ATPases (V-ATPase) subunits B 
to E are known to bind Cry4Ba [29] and subunits A and B have been described to bind for 
Cry1Ac in Heliothis virescens [54] and Helicoverpa armigera [55]. Moreover, V-ATPases 
are localized in the posterior midgut of mosquito larvae [56], where Cry4Aa, Cry4Ba and 
Cry11Aa toxins exhibit the highest affinity to the epithelium membrane [52,53,57,58]. 
Nevertheless, their role as Bti toxins receptors has not been demonstrated yet. V-ATPases are 
strongly implicated in the alkalinization of the midgut pH by establishing a proton motive 
force by transporting proton across membranes leading to a pH gradient and transmembrane 
voltage [59-61]. Onken et al. (2008) inhibited all the proteins implicated in the alkalinization 
process in the midgut of Ae. aegypti larvae and they showed that only the inhibition of V-
ATPases induced a strong acidification of the midgut pH [62]. As pH affects numerous 
aspects of toxin action like Bt crystal solubility [7], toxin conformation [63,64], gut enzymes 
activity [65] and pore formation [66,67], an alteration of gut pH could have a general effect 
on reducing Bti toxicity. Comparing internal larval midgut pH between resistant and 
susceptible strains will allow to confirm/infirm if the observed ATPases decreased expression 
induce an acidification of the gut lumen. 
Multiple detoxification enzymes were found under-transcribed in the resistant strain. Such 
enzymes are often involved in the degradation of small chemicals such as insecticides and 
plant allele-chemicals [68,69], but they are unlikely to process large proteins such as Bti 
toxins. Synthesis of detoxification enzymes represents an important energetic cost for the 
insect [70]. Moreover, several detoxification genes found under-transcribed in our dataset, 
were found over-transcribed in Ae. aegypti larvae submitted to a chemical challenge [71]. 
Although the over-expression of particular detoxification genes in the resistant strain can be 
linked to larval response to tannins contained in the toxic leaf litter [72], the frequent under-
expression of these enzymes in the resistant strain may reflect compensatory mechanisms. 
Conclusion 
Bti has evolved to infect Diptera such as mosquitoes and blackflies through a sequential 
mechanism. The multi-step mode of action of Bti and its toxins from ingestion to spore 
germination and proliferation offers many resistance ways for mosquito larvae. By combining 
transcriptomic and proteomic approaches, we detected expression alteration at nearly each 
step of the ingestion-to-infection process. Our study paves the way to further functional 
studies to characterize resistance mechanisms to this bioinsecticide. This information will be 
of extreme value as this environmentally safe bioinsecticide is increasingly used for vector 
control worldwide with virtually no knowledge and no suspicion so far about how 
mosquitoes can develop resistance in the field. 
Methods 
Mosquito strains 
The Ae. aegypti laboratory strain Bora-Bora, susceptible to all insecticides, was used for 
selection with field-collected leaf litter containing Bti spores and toxins [16]. This material, 
highly toxic after ingestion by mosquito larvae, was used for laboratory selection during 30 
generations to obtain the LiTOX strain. Selection consisted in exposing 6000 third instar 
larvae to toxic leaf litter to obtain about 70% of larval mortality after 48 h exposure [19]. 
Both susceptible and resistant strains were reared in standard insectary conditions (27°C, 
14/10 h light/dark period, 80% relative humidity). Larvae were reared in tap water and fed 
with standard amount of larval food [19,73]. 
Production of individual Bti Cry toxins 
To produce Bti Cry toxins separately, we used a crystal negative strain of Bacillus 
thuringiensis var. israelensis (4Q2-81) transformed with the plasmids pHT606, pHT618 or 
pWF53 producing respectively Cry4A, Cry4B and Cry11 toxins obtained from the Pasteur 
Institute (Paris, France) or from Prof. B. Federici (University of Riverside, USA). 
Transformed Bti bacteria were grown on Nutrient Agar solid medium (Sigma Aldrich) 
supplemented with erythromycin antibiotic (25 μg/mL). Spores and crystals were recovered 
using cell scrapers (BD Falcon) after 7 days at 30°C and purified as previously described 
[19]. This protocol ensures producing large amount of high quality toxin. Toxins were corun 
on SDS-PAGE with BSA at five concentrations (from 20, 40, 60, 80, 100 μg/mL). Intensity 
of each band was estimated and toxin concentration was calculated using BSA as standard 
using Imagej software v.1.41o [74]. 
Bioassays 
Comparative bioassays between the LiTOX and the susceptible Bora-Bora strains were 
conducted after 30 generations of laboratory selection. Larvae from each strain were exposed 
to 6 concentrations of Cry4Aa, Cry4Ba, Cry11Aa and commercial Bti (Vectobac WG, 3500 
ITU/mg) for 24 h to obtain 5% to 95% mortality. Bioassays were performed in triplicate on 
20 third-instar larvae in 50 mL of insecticide solution or tap water (control) according to the 
standard bioassay procedure described by the World Health Organisation [75]. LC50 (lethal 
concentration for 50% individuals) were calculated for each strain and each toxin using a 
probit statistical model with the module ‘dose’ of XLSTAT v.2009.4.06 (Addinsoft). For 
each toxin, resistance ratios (RR50) were calculated by dividing LC50 of the LiTOX strain by 
LC50 of the susceptible strain. 
Larval midgut RNA extraction 
For each strain, three biological replicates of 150 dissected midguts from early fourth instar 
larvae were prepared and conserved overnight at 4°C in RNAlater® (Ambion). After a brief 
centrifugation, supernatant was discarded and total RNA was extracted using RNAqueous®-
4PCR kit (Ambion) following manufacturer’s instructions. Quantity and quality of RNA were 
assessed by spectrophotometry (Nanodrop ND-1000 spectrophotometer). To digest remaining 
genomic DNA, RNA samples were treated with DNAseI (Ambion) following manufacturer’s 
instructions. RNA were then concentrated using ammonium acetate and linear acrylamide to 
obtain at least 70 ng/μL of total RNA for each sample. Because the LiTOX strain was 
selected from the Bora-Bora strain, they share the same genetic background, and both were 
bred together in the same insectarium standard conditions, so that any constitutive change in 
gene expression between these strains is likely to result from Bti selection. 
Larval midguts transcriptome profiling by DNA microarray 
Low Input Quick Amp Labeling Kit, two-color (Agilent), containing Cy5 and Cy3 
fluorescent dyes, was used to amplify and label messenger RNA. Labeled RNAs were then 
purified using Absolutely RNA® Nanoprep Kit (Stratagene) following manufacturer’s 
instructions with two elution steps in a final volume of 25 μL. Quantity and quality of RNA 
and labeling efficiency were assessed using Nanodrop spectrophotometer and Bioanalyzer® 
(Agilent). 
Microarray hybridizations were performed with the 15 K Agilent ‘Aedes detox chip plus’ 
DNA microarray (ArrayExpress accession number A-MEXP-1966), containing eight 
replicated arrays of 60-mers oligo-probes representing 14204 different Ae. aegypti transcripts 
and several control probes. For each biological replicate, two hybridizations were performed 
in which the Cy3 and Cy5 labels were swapped between samples for a total of six 
hybridizations. For each hybridization, 300 ng of labeled mRNA were used. After 17 h 
hybridization, non-specific probes were washed off according to manufacturer’s instructions. 
Slides were scanned with an Agilent G2205B microarray scanner. Spot finding and signal 
quantification were performed using the Agilent Feature Extraction software (Agilent 
Technologies). 
Data were analyzed using GeneSpring GX v9.0 software (Agilent). Only transcripts present 
in at least 5 hybridizations out of 6 were kept for further analyses. Transcripts exhibiting 
more than 3-fold transcription and a Benjamini-Hochberg [76] corrected P-value <0.01 were 
considered significantly differentially transcribed between the LiTOX and the susceptible 
strain. Midgut transcripts detected by microarrays were then classified into thirteen different 
categories based on their putative biological functions: receptors, transport, DNA interaction, 
cytoskeleton, ribosomal proteins, proteases, detoxification enzymes, kinases-phosphatases, 
transaminases, dehydrogenases, other enzymes, other function and unknown function. For 
genes of ‘unknown function’, the putative function was further investigated using BLASTP 
software, but they were not considered for functional analysis. 
Real-time quantitative PCR (RT-qPCR) validation of microarray data 
Transcription levels of 15 genes detected differentially transcribed with the microarray 
approach were validated by RT-qPCR using the same RNA extracts used in microarrays. In 
addition, transcription levels of two more genes (ALP1 and Cad1) encoding known Bti Cry 
toxins binding proteins were also compared between both strains by RT-qPCR. Three 
technical replicates were performed for each of the three biological replicates. Specific 
primers were designed for each gene using Beacon Designer v.5.10 software (Premier Biosoft 
International) (Additional file 8). Their specificity to the target gene was verified by BLAST 
analysis against Ae. aegypti genome. First-strand cDNA synthesis was obtained from 4 μg 
RNA by incubating them at 50°C for 1 h with SuperScript III (Invitrogen) reverse 
transcriptase, oligo-dT20 primers (2.5 μM), dNTPs (0.5 mM each), DTT (5 mM) and RNase 
Out (40 U, Invitrogen). Real-time quantitative PCR reaction was performed in 25 μL total 
reaction volume with specific primers (0.3 μM each), 12.5 μL iQ SYBR Green supermix 
(Bio-Rad) and 5 μL diluted cDNA on an iQ5 system (Bio-Rad). After an initial denaturing 
step at 95°C for 3 min, 40 cycles were performed each consisting in a denaturing step 15 s at 
95°C and an annealing step 30 s at the optimal temperature of each primers couple 
(Additional file 8) [22,71]. Specificity of DNA amplification was assessed by performing a 
melt curve analysis and verifying PCR product Tm. To check for any contamination, “no 
template controls” (NTC) were added in each PCR plate. 
For each gene analyzed, a serial dilution of pooled cDNA from both strains was used to 
estimate PCR efficiency. Genes encoding ribosomal proteins RPL8 and RPS7 (housekeeping 
genes) were used for gene expression normalization taking into account PCR efficiency using 
∆∆CT method, calculated using the iQ5 software (Bio-Rad) [77,78]. Mean transcription ratios 
are expressed for the resistant strain relative to the susceptible strain. 
GPI-anchor domain detection 
To see whether some midgut enzymes detected with DNA microarrays were membrane-
bound, we looked for glycosylphosphatidylinositol (GPI)-anchor domains using four 
complementary GPI domains predictors: big-PI Predictor v.3.0 
(http://mendel.imp.ac.at/gpi/gpi_server.html) [79], PredGPI 
(http://gpcr.biocomp.unibo.it/predgpi/pred.htm) [80], FragAnchor 
(http://navet.ics.hawaii.edu/~fraganchor/NNHMM/NNHMM.html) [81] and GPI-SOM 
(http://gpi.unibe.ch/) [82]. 
Brush border membrane vesicles (BBMV) preparation 
For each strain, two independent biological replicates were prepared. The day before midgut 
dissection, water was changed and food discarded. Early fourth instar larvae were chilled on 
ice for at least 20 min. Larvae were then dried on a clean paper. Midguts were dissected and 
mixed together in MET buffer (300 mM Mannitol, 5 mM EGTA, 17 mM TrisHCl, pH 7.5) 
with Complete Protease Inhibitor (Roche) to be conserved at −80°C until use. About 1500 
larvae were dissected for each larval strain and biological replicate. 500 μg of midguts were 
centrifuged 5 min at 12,000 g to discard the old buffer, resuspended in ice-cold fresh MET 
buffer containing 1 mM PMSF and homogenized with 30 strokes of a glass-teflon 
homogenizer. BBMV were prepared following magnesium precipitation method as 
previously described [83]. BBMV protein concentration was determined by a Bradford assay 
using BSA as standard [84]. About 600 dissected guts yielded 500 μg of BBMV based on 
protein amount. Quality of BBMV was assessed by measuring the enrichment of two brush 
border enzymes: alkaline phosphatases (ALP) and aminopeptidases (APN). ALP and APN 
activities were measured using 4-nitrophenyl phosphate disodium and L-leucine-p-
nitroanilide as substrates, respectively [85,86]. APN and ALP enrichments are obtained by 
dividing the activity in the final BBMV preparation by the activity in the initial midgut 
homogenate (Table 5). 
Table 5 APN and ALP enrichments in final BBMV preparation relative to the initial 
midgut homogenate. Enrichments are given for each of the two biological replicates for 
each strain 
Strain Biological Replicate APN enrichment ALP enrichment 
Susceptible First 4.4 fold 6.1 fold 
Second 5.3 fold 1.6 fold 
LiTOX First 5.0 fold 7.1 fold 
Second 4.8 fold 3.2 fold 
2D-DIGE 
150 μg of BBMV proteins from each strain were used for each 2D-DIGE experiment and 
were purified using 2D-clean up kit (Amersham Bioscience) as described by the 
manufacturer. 100 μg of proteins were labeled with either Cy3 or Cy5 and the remaining 50 
μg of proteins from the each strain were pooled and labeled with Cy2 as an internal standard. 
A dye swap was performed to be sure that the observed differences between the two strains 
were not due to different efficiencies of the dyes to label different proteins. The CyDye 
minimal labeling of the purified proteins was performed following manufacturer’s 
instructions (GE Healthcare). Labeled proteins were then mixed together and diluted to a 
final volume of 340 μL with rehydration buffer (2 M Thiourea, 7 M Urea, 3% CHAPS, 1% 
SB3-10, 13 mM DTT, 1% Immobilized pH Gradient (IPG) buffer pH 4–7, 0.002% 
Bromophenol blue (w/v)) and loaded on an IPG strip (pH 4–7 nonlinear, 18 cm) overlaid with 
2 mL of plus-one IPG strip cover fluid (GE Healthcare). After 17 h of passive rehydration, 
the first dimension was run on a Multiphor-II flatbed system (GE Healthcare) at 20°C with 
the following program: 15 min at 300 V, 15 min at 500 V, and 9 h at 3500 V. This step 
allows proteins to migrate on the strip till a region in which pH is equal to their pI (isoelectric 
point). 
After the Isoelectric Focusing, strips were reduced in equilibration buffer (6 M Urea, 75 mM 
Tris pH 8.8, 2%SDS, 29.3% Glycerol (v/v), 0.002% Bromophenol blue (w/v)) containing 1% 
of DTT (w/v) for 15 min and then alkylated in equilibration buffer with 2.5% of 
Iodoacetamide for 15 min. The IPG strip was then transferred on a pre-casted 12.5% SDS-
PAGE gel (GE Healthcare) and second dimensional electrophoresis, separating proteins in 
function of their molecular size, was run at 22°C for 1 h at 2.5 W/gel followed by 5 h at 17 
W/gel on an Ettan DALTsix vertical electrophoresis system (GE Healthcare). DIGE Gels 
were scanned using a Typhoon 9400 imager (GE Healthcare). As CyDye labeling induces a 
size modification of 1–2% of the amount of all the proteins that could bias the protein 
identification, non-labeled proteins were also prepared in parallel following the same protocol 
(except CyDye labeling) for mass spectra analyses and regular gels were co-run with DIGE 
gels to avoid modification in spot patterns due to different migrations. Regular gels were 
stained with Deep Purple stain (GE Healthcare), scanned using 532/610 nm 
excitation/emission wavelengths and used for spot picking. 
Protein identification 
2D-DIGE gels were analyzed using Decyder v7.0 software (GE Healthcare). The Decyder 
detection algorithm 5.0 was used to generate a list of spots with their coordinates and level of 
expression in the resistant strain relative to the susceptible strain. Only spots showing at least 
1.5 fold differences between the two strains were considered for further analyses. 29 spots 
were picked from the first biological replicate and 35 from the second one, with 8 spots 
shared between them. Excised spots were digested with trypsin before subjecting peptides 
fragments to MALDI-ToF/ToF (time-of-flight) [29]. To increase the likelihood of protein 
identification, each protein was identified by searching MS/MS data against an Ae. aegypti 
local database or other dipteran database when no significant match was obtained. To ensure 
accurate protein identification, we compared observed and expected pI values, molecular 
size, percentage of amino acid coverage and Mascot scores for Mascot search engine 
(http://www.matrixscience.com/search_intro.html) or z-scores for ProFound 
(http://prowl.rockefeller.edu). 
Cadherin detection by immunoblotting 
20 μg of proteins from BBMV prepared from the susceptible Bora-Bora strain, the LiTOX 
strain and the UGAL strain were separated by SDS-PAGE on 4–20% gradient TGX gels 
(Biorad). BBMV from the UGAL strain were prepared a few days before the experiments to 
compare the cadherin conservation in those fresh BBMV to the previously prepared BBMV 
from the two other strains. Proteins were either stained with coomassie blue to control that 
equal amount of proteins were stained from all the strains, or electroblotted to polyvinylidene 
fluoride (PVDF) filters for immunoblotting. Filters were blocked with 3% bovine serum 
albumin (BSA) in PBST (PBS + 0.1% Tween20) for 1 h at room temperature and then probed 
with α-AgCad1 antibodies (1:5000 dilution) [87], α-AgCad2 antibodies (1:500 dilution) or 
with pre-immune serum from the AgCad2 rabbit in PBST-0.1% BSA for 2 h. α-AgCad2 
antibodies were prepared against an E. coli expressed cadherin peptide AgCad2 (Hua et al., 
unpublished work). Filters were then washed and detected by an anti-rabbit IgG-peroxidase 
conjugate (1:25000 dilution) in PBST-0.1% BSA for 1 h at room temperature. Filters were 
developed with an ECL kit (GE Healthcare) and chemiluminescence was detected with a 
ChemiImager (Alpha Innotech). All the Western blots were performed in duplicate. 
Larval midgut proteolytic activities 
For each strain, three biological replicates of soluble protein extracted from midgut juice 
were prepared. 20 midguts of early fourth instars were extracted and placed into 50 μL of 
distilled water and homogenized using a vortex for 30 s. Sample were centrifuged at 12,000 g 
for 10 min at 4°C. All the supernatants from larvae of the same biological replicate were 
mixed together, protein concentration was quantified by a Bradford assay using BSA as 
standard [84] and aliquots were conserved at −20°C until use. Total protease activity was 
measured using azocasein as substrate (Sigma Aldrich) as described in [88]. All activities 
were normalized according to the amount of total protein from each replicate. For each 
biological replicate, six technical replicates were performed and absorbance was measured at 
440 nm. Percentages of protease activity due to serine proteases, chymotrypsins, trypsins and 
metallo-enzymes were measured using respectively PMSF (30 mM), TPCK (1.5 mM), TLCK 
(1.5 mM) and EDTA (1 mM) (Sigma Aldrich) [88]. Statistical differences between the two 
strains were measured by a Wilcoxon test performed with R 2.8.1 software [89]. 
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Figure 1. Volcano plot of differentially-transcribed genes identified by microarray 
analysis. The Benjamini-Hochberg P-values were plotted against the fold change in gene 
expression for all genes. The horizontal lines in the plot represent the statistical test 
significance 0.01 and the vertical bars represent the genes at least three-fold up- or down-
regulated in LiTOX Bti-resistant strain compared to Bora-Bora susceptible strain. 
 
Figure 2. Functional analyses of all the genes detected and genes differentially 
expressed in the resistant strain. Circle charts of the biological functions of all the genes 
detected (A), those under-expressed (B) and over-expressed (C) in the LiTOX strain 
compared to the susceptible Bora-Bora strain. Genes are classified into 13 categories: 
receptors (orange), transport (green), DNA interaction (purple), cytoskeleton (dark blue), 
ribosomal proteins (light blue), proteases (black), detoxication enzymes (brown), 
kinases/phosphatases (orange), transaminases (red), dehydrogenases (dark pink), other 




Figure 3. 2D-DIGE gel and corresponding picked silver stained gel. BBMV proteins were 
prepared from resistant and susceptible Aedes aegypti larval midguts and separated using 
2D-DIGE. The spots appear in yellow when corresponding to proteins present at 
approximately equal amounts in both resistant and susceptible BBMV samples, green for 
those only present in the susceptible BBMV labeled with Cy3, and red for those only present 
in the resistant BBMV labeled with Cy5. The x-axis shows pI values from 4 to 7 and the y-
axis shows apparent molecular weight in kilodaltons (kDa). Panel A. Overlay of Cy3 and Cy5, 
and Panel B. Gel co-run stained with deep purple. All the 56 spots picked either on the first, 
the second or both the two gels, corresponding to the two biological replicates, are noted on 


















Additional file 3. Validation of microarray data by RT-qPCR on fifteen selected genes. 
Both experiments were performed on the same mRNA extracted from dissected larval 
midguts. ALP2, Alkaline phosphatase AAEL003298; ALP3, AAEL003313; ALP5, 
AAEL015070; ALP6, AAEL011175; APN1, N-Aminopeptidase AAEL012774; APN2, 
AAEL012776; APN3, AAEL012778; Cad2, Cadherin AAEL007488; HP1, Conserved 
hypothetical protein AAEL010435; HP2, AAEL013584; SE1, Serine-type endopeptidase 
AAEL007938; SE2, Serine-type endopeptidase AAEL011917; Cytochrome P450: CYP6Z7, 











Additional file 4. 2D-DIGE gels from the two biological replicates and dye-swapping. 
BBMV prepared from first (A and B) and second (C and D) biological replicate are separated 
in function of their size (kDa) and their isoelectric point (pI). BBMV from Bti resistant strain 
are labeled with Cy3 and susceptible strain with Cy5 (A and C) or resistant strain with Cy5 




















































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































Additional file 7. Cadherin detection by immunoblotting. BBMV proteins from the 
susceptible Bora-Bora strain (lane 1), LiTOX strain (lane 2) and the UGAL Aedes strain (lane 
3) were separated in SDS-PAGE and stained with coomassie blue (panel A) or probed with 
α-AgCad1 antibodies (panel B), α-AgCad2 antibodies (panel C) or with pre-immune serum 
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Decreased Toxicity of Bacillus thuringiensis subsp. israelensis to
Mosquito Larvae after Contact with Leaf Litter
Guillaume Tetreau, Renaud Stalinski, Dylann Kersusan, Sylvie Veyrenc, Jean-Philippe David, Stéphane Reynaud,
and Laurence Després
Laboratoire d’Ecologie Alpine, LECA-UMR 5553, Université de Grenoble, Grenoble, France
Bacillus thuringiensis subsp. israelensis is a bacterium producing crystals containing Cry and Cyt proteins, which are toxic for
mosquito larvae. Nothing is known about the interaction between crystal toxins and decaying leaf litter, which is a major compo-
nent of several mosquito breeding sites and represents an important food source. In the present work, we investigated the behav-
ior of B. thuringiensis subsp. israelensis toxic crystals sprayed on leaf litter. In the presence of leaf litter, a 60% decrease in the
amount of Cyt toxin detectable by immunology (enzyme-linked immunosorbent assays [ELISAs]) was observed, while the re-
spective proportions of Cry toxins were not affected. The toxicity of Cry toxins toward Aedes aegypti larvae was not affected by
leaf litter, while the synergistic effect of Cyt toxins on all B. thuringiensis subsp. israelensis Cry toxins was decreased by about
20% when mixed with leaf litter. The toxicity of two commercial B. thuringiensis subsp. israelensis strains (VectoBac WG and
VectoBac 12AS) and a laboratory-produced B. thuringiensis subsp. israelensis strain decreased by about 70% when mixed with
leaf litter. Taken together, these results suggest that Cyt toxins interact with leaf litter, resulting in a decreased toxicity of B. thu-
ringiensis subsp. israelensis in litter-rich environments and thereby dramatically reducing the efficiency of mosquitocidal
treatments.
The bioinsecticide Bacillus thuringiensis subsp. israelensis is in-creasingly used worldwide for mosquito control as an envi-
ronmentally safe alternative to chemicals. Its toxicity to mosquito
larvae is due to a composite crystal produced during the sporula-
tion of the bacterium Bacillus thuringiensis subsp. israelensis (23).
This toxic crystal contains four major toxins (Cry4Aa, Cry4Ba,
Cry11Aa, and Cyt1Aa) assembled in three different inclusion
types held together by a lamellar envelope (13). Cry toxins are able
to spontaneously form spherical (Cry4Aa and Cry4Ba) or rhom-
boidal (Cry11Aa) crystals, while the crystallization of Cyt toxins
requires the presence of accessory proteins (35). Commercial B.
thuringiensis subsp. israelensis formulations are mixtures of cells,
spores, and parasporal crystals that are sprayed in mosquito
breeding sites. After ingestion by mosquito larvae, crystals are sol-
ubilized in the alkaline pH of the gut and soluble toxins are acti-
vated by gut enzymes. Cry toxins then bind to specific membrane
receptors, oligomerize, and perforate the intestinal membrane,
leading to larval death, while Cyt toxins do not need receptors to
perforate the membrane (4, 5).
Despite an intensive use of B. thuringiensis subsp. israelensis for
years, no firm case of resistance has been described in the field (23,
25). This is imputed to Cyt toxins, which are known to synergize
Cry toxin activity, leading to drastically decreased resistance de-
velopment (4, 46). Cyt toxins are also able to synergize and over-
come resistance to other insecticides, such as Bacillus sphaericus,
in Culex quinquefasciatus (43, 47). Developments of new insecti-
cides aim to combine toxins from B. thuringiensis subsp. israelen-
sis, B. sphaericus, and B. thuringiensis subsp. jegathesan to obtain
more-toxic bioinsecticides (11, 28). Cyt toxins are key proteins in
these recombinants, promising to enable a long-term use of these
new insecticides by decreasing the possibility of resistance devel-
opment in field mosquito populations (12, 28). Even if the precise
mechanism of synergism remains mostly unknown, it has been
suggested that Cyt toxins enhance Cry toxin oligomerization and
fixation to the intestinal membrane, notably by acting as a “recep-
tor” after its nonspecific insertion into the intestinal membrane
(7, 31, 32).
B. thuringiensis subsp. israelensis is often said to have low per-
sistence in the field because of a rapid decrease of toxicity and of
the amount of spores recovered a few weeks after spraying (17,
18). This lack of residual activity is due mainly to the low stability
of B. thuringiensis subsp. israelensis toxins under field conditions,
notably in organic enriched habitats and when exposed to UV
light, heat, changes in pH, or bacterial degradation (21, 23). Re-
cently, an increasing number of studies have shown that B. thu-
ringiensis subsp. israelensis can persist and even proliferate in the
field (9, 36, 38). In the laboratory, the selection of Aedes aegypti
larvae with field-persistent B. thuringiensis subsp. israelensis pres-
ent in decaying leaf litter induced multiple resistances to B. thu-
ringiensis subsp. israelensis Cry toxins, suggesting a differential
persistence of the toxins (29). To our knowledge, there is no study
on the behavior of B. thuringiensis subsp. israelensis toxins in leaf
litter, which is one of the main constituents of several mosquito
breeding sites and mosquitos’ main food source. Some publica-
tions showed that activated B. thuringiensis subsp. israelensis tox-
ins can rapidly be adsorbed on clay (in a few hours), which in-
creases their persistence and conserves their toxicity to mosquito
larvae (16, 24). The persistence in soil of Cry toxins produced by
other B. thuringiensis strains active against lepidopteran and cole-
opteran larvae is also well documented, with the B. thuringiensis
Cry toxins exhibiting the same pattern of rapid adsorption as the
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B. thuringiensis subsp. israelensis Cry toxins (19, 20). Nevertheless,
all these studies have been performed on solubilized and activated
toxins. In contrast, B. thuringiensis subsp. israelensis, and also
some formulations of other B. thuringiensis subspecies, are
sprayed in the field as a mixture of crystals and spores. To our
knowledge, only one study has evaluated the persistence of crystal
Cry toxins sprayed with commercial B. thuringiensis subsp.
kurstaki, which is used to protect cork oak stands in Sardinia (It-
aly): the toxin can persist up to 28 months after being sprayed into
soils (40). Nothing is known about the behavior in the field of the
four main B. thuringiensis subsp. israelensis toxins in their crystal
forms.
Here we characterized the behavior of individual and compos-
ite B. thuringiensis subsp. israelensis toxin crystals in water alone
and in contact with leaf litter during 7 days. We show that the Cyt
toxin amount detectable rapidly decreases (by 60%) when in con-
tact with leaf litter and that its synergistic effect on each individual
Cry toxin also decreases (by about 20%). Furthermore, B. thurin-
giensis subsp. israelensis composite crystals show a decrease in tox-
icity by about 70% when in contact with leaf litter. All these results
shed light on differential B. thuringiensis subsp. israelensis toxin
persistence in the field and suggest that B. thuringiensis subsp.
israelensis treatment efficiency is strongly related to environmen-
tal characteristics of the mosquito breeding sites.
MATERIALS AND METHODS
Mosquito strains. An Aedes aegypti Bora-Bora laboratory strain, sus-
ceptible to all insecticides, was used for the bioassays. Larvae were
reared in tap water and fed with standard amounts of larval food in
standard insectary conditions (27°C, 14-h-light/10-h-dark periods,
80% relative humidity).
Bacterial strains and toxin production. Protoxins were produced
separately using a crystal-negative strain of Bacillus thuringiensis subsp.
israelensis (4Q2-81) transformed with the plasmids pHT606, pHT618,
pWF53, and pWF45 for Cry4Aa, Cry4Ba, Cry11Aa, and Cyt1Aa, respec-
tively (10, 30, 48). These strains were obtained from the Pasteur Institute
(Paris, France) or from B. Federici (University of California, Riverside).
Spores and crystal suspensions were produced as previously described
(29) and conserved in water at 220°C until use. Toxins were quantified on
SDS-PAGE using bovine serum albumin (BSA) as a standard. The inten-
sity of each band was estimated, and toxin concentrations were calculated
using ImageJ software v.1.41o (15). The same protocol was used to pro-
duce wild-type B. thuringiensis subsp. israelensis inclusion bodies after
having isolated spores from the commercial B. thuringiensis subsp. israel-
ensis VectoBac WG strain in order to remove the commercial formulation
effect.
B. thuringiensis subsp. israelensis extraction and detection by
ELISA. Crystal toxins were solubilized using an alkaline buffer (pH 10.8)
containing Na2CO3 (50 mM) and dithiothreitol (DTT) (10 mM) and
were incubated at 60°C for 1 h. Solubilized toxins were then purified using
the ion-exchange column HiPrep 16/10 DEAE FF (Amersham Biosci-
ences) and desalted using the HiPrep 26/10 desalting column (Amersham
Biosciences). Toxins were lyophilized and conserved at 220°C until use.
Before use, lyophilized toxins were resuspended into distilled water and
toxin concentrations were determined by a Bradford assay using BSA as a
standard (3). Two aliquots were then used in duplicate as standards for
each enzyme-linked immunosorbent assay (ELISA) at concentrations
ranging from 2 to 500 ng/ml.
Leaf litters were collected in mosquito breeding sites never treated
with B. thuringiensis subsp. israelensis in the French Rhône-Alpes region.
They were constituted of leaves mainly of Quercus sp. and some of Alnus
glutinosa, and their pH was nearly neutral (6.8). The litters were contam-
inated with commercial B. thuringiensis subsp. israelensis (VectoBac WG,
3,500 international toxic units [ITU] · mg21) and left to dry overnight at
room temperature in order to be able to powder them, a necessary step for
subsequent reproducible toxin extraction. B. thuringiensis subsp. israelen-
sis toxins were then extracted using the extraction procedure described in
French patent no. FR1160365. This extraction procedure is highly repro-
ducible for each toxin (see Fig. S1 in the supplemental material) and for a
large range of concentrations, suggesting that the extraction procedure in
itself has no impact on the integrity of the toxins. The detection of toxins
was performed by sandwich ELISAs using anti-Cry4 (Cry4Aa and
Cry4Ba), anti-Cry11 (Cry11Aa), and anti-Cyt (Cyt1Aa) antibodies as de-
scribed in reference 27, with slight modifications. Goat anti-mouse anti-
bodies conjugated with horseradish peroxidase (CliniSciences) were used
to detect anti-toxin antibodies. One hundred microliters of Ultra-TMB
(3,3=,5,5=-tetramethylbenzidine) (Thermo Scientific) was added, and the
reaction was stopped by adding sulfuric acid 2N (H2SO4) after 3 min
(Cry4) or 5 min (Cry11 and Cyt) of the reaction. Optical densities were
measured at 450 nm.
To calculate the amounts of the toxins that bound to the litter, their
initial proportions in commercial B. thuringiensis subsp. israelensis were
estimated by solubilizing commercial B. thuringiensis subsp. israelensis
with the same alkaline buffer as the one described above and using it on
the same ELISA. The proportion of each toxin in the commercial B. thu-
ringiensis subsp. israelensis strain was also determined by SDS-PAGE by
measuring the intensity of each band using ImageJ software v.1.41o (15).
The intensity of bands stained with Coomassie blue is proportional to the
size of the molecule. To have unbiased intensity values per toxin, we
divided the intensities measured on the gel by the sizes of the correspond-
ing toxins, i.e., 130 kDa for Cry4Aa and Cry4Ba, 70 kDa for Cry11Aa, and
28 kDa for Cyt1Aa (23), before calculating the proportion of each toxin
among Cry toxins and among all B. thuringiensis subsp. israelensis toxins.
As the Cry4Aa and Cry4Ba toxins have very similar molecular masses, they
cannot be easily distinguished on the gels and were grouped together for
proportion estimations.
Effect of litter on Cry toxins and B. thuringiensis subsp. israelensis
toxicity to mosquito larvae. Concentrations of crystal Cry4Aa, Cry4Ba,
and Cry11Aa were chosen in order to obtain about 70% larval mortality
after 24 h (5.20, 3.13, and 0.97 mg/ml, respectively). Bioassays were per-
formed for nine replicates on 20 third-instar larvae in 50 ml of tap water in
plastic cups according to the standard bioassay procedure described by the
World Health Organization (41). For each Cry toxin, either the toxin was
added to a plastic cup already containing 50 mg of noncontaminated
powdered litter (Fig. 1A, unbound toxin) or 50 mg of powdered litter
contaminated as previously described (left to dry 3 h and powdered;
bound toxin) was added (Fig. 1B). The same protocol was used for two
commercial B. thuringiensis subsp. israelensis mixtures: the dry-powder-
formulated VectoBac WG strain (319 ng of formulated product per ml)
and the liquid-formulated VectoBac 12AS strain (6.4 31024 ml/ml). To
test for the effect of the insecticide formulation, we also tested a nonfor-
mulated B. thuringiensis subsp. israelensis strain produced in the labora-
tory using spores isolated from VectoBac (1.7 ng/ml) as previously de-
scribed (29). Larval mortality was monitored after 24 h. The effect of
treatment (contaminated versus noncontaminated) on larval mortality
was tested by a linear model performed with R 2.8.1 software (33).
Effect of litter on the Cyt synergistic effect on Cry toxins. Taken
separately, Cyt toxins are only a little toxic for mosquitoes, but they are
powerful synergists of Cry toxicity. The most convenient way to measure
the impact of litter on Cyt1Aa bioavailability was to measure Cyt1Aa’s
synergistic effect on Cry4Aa, Cry4Ba, and Cry11Aa instead of its direct
toxicity to mosquito larvae. The concentration of each Cry toxin was
chosen in order to have less than 10% larval mortality after 24 h (585.74,
47.01, and 22.75 ng/ml for Cry4Aa, Cry4Ba, and Cry11Aa, respectively).
The concentration of Cyt toxin added to each Cry toxin was chosen in
order to obtain about 70% mortality after 24 h (4.23 ng/ml for synergy
with Cry4Aa and 21.15 ng/ml for synergy with Cry4Ba and Cry11Aa).
Bioassays were performed for nine replicates on 20 larvae in 50 ml of tap
Tetreau et al.
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water in plastic cups. In this test, the Cyt1Aa toxin was added first either
directly into a plastic cup containing 50 mg of noncontaminated pow-
dered litter (Fig. 1C) or bound to 50 mg of litter that was contaminated 3
h, 1 day, 2 days, or 7 days before the bioassay and powdered (Fig. 1D).
Larval mortality was monitored after 24 h. The effect of treatment (con-
taminated versus noncontaminated) on larval mortality was tested by a
linear model followed by multiple pairwise comparisons of means
(Tukey’s honestly significant difference test) performed on R 2.8.1 soft-
ware (33).
Effect of the time on toxin stability and toxicity without litter. To
test whether B. thuringiensis subsp. israelensis toxins progressively solubi-
lize, degrade, and/or lose their toxicity for mosquito larvae without being
in contact with leaf litters, we left aliquots of Cry4Aa, Cry4Ba, Cry11Aa,
and Cyt1Aa toxins for 7 days at room temperature or at 220°C. The
toxicity of the Cry toxins and the synergism of the Cyt1Aa toxin were
measured in the presence of litter in a plastic cup as previously described
(Fig. 1A and C). Partial solubilization and/or degradation were estimated
by centrifuging toxins at 16,000 3 g for 15 min and analyzing the content
of the supernatant with SDS-PAGE (presence of bands corresponding to
protoxins and/or degraded toxins) and in ELISAs.
RESULTS
Quantification by SDS-PAGE indicated that the Cyt1Aa toxin rep-
resents about 80% of the total amount of toxins present in the
commercial B. thuringiensis subsp. israelensis formulation (Table
1). Among Cry toxins, about 85% were Cry11Aa and 15% were
Cry4Aa and Cry4Ba toxins. Quantification of toxins in the com-
mercial B. thuringiensis subsp. israelensis strain by ELISAs showed
nearly the same proportions of toxins (Table 1). ELISAs showed
that the proportion of Cyt toxins after B. thuringiensis subsp. is-
raelensis extraction from leaf litters decreased by about 60% com-
pared to that in the commercial B. thuringiensis subsp. israelensis
formulation, while the proportions of Cry4Aa/Cry4Ba and
Cry11Aa among Cry toxins remained unchanged (Table 1).
FIG 1 Illustration of the experimental design for the measurement of the effect of leaf litter on the bioavailability of Cry toxins and B. thuringiensis subsp.
israelensis (Bti) (A and B) and Cyt toxins (C and D). First protocol: Cry toxins added directly into plastic cups containing noncontaminated powdered leaf litter
(A) are compared to Cry-contaminated powdered leaf litter (B) in a bioassay (20 larvae per cup, 9 replicates, mortality monitored after 24 h). The same protocol
was followed for commercial and laboratory-produced B. thuringiensis subsp. israelensis formulations. Second protocol: Cyt and Cry toxins added directly into
plastic cups containing noncontaminated leaf litter (C) are compared with Cry toxins added in plastic cups containing Cyt-contaminated leaf litter (D) in a
bioassay. The statistical differences between the two conditions (contaminated versus noncontaminated) for each toxin (represented in the same dotted square)
were tested after 24 h of larval exposure using a linear model (Cry toxins) or a generalized linear model (B. thuringiensis subsp. israelensis and Cyt toxins).
TABLE 1 Proportions of each toxin among all the toxins or among Cry toxins in a B. thuringiensis subsp. israelensis formulation in contact or not in
contact with littera
B. thuringiensis subsp. israelensis
state and test
Proportion (%) of each toxin:
Among all toxins Among Cry toxins
Cry4Aa and Cry4Ba Cry11Aa Cyt1Aa Cry4Aa and Cry4Ba Cry11Aa
Solubilized; SDS-PAGE 2.9 15.5 81.6 15.7 84.3
Solubilized; ELISA 1.0 8.1 90.9 11.1 88.9
Extracted; ELISA 12.6 61.7 26.7 17.2 82.8
a The proportion of each toxin was determined by SDS-PAGE or by ELISAs using solubilized commercial B. thuringiensis subsp. israelensis or after toxin extraction from leaf litter.
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Toxicity of Cry toxins to mosquito larvae (Fig. 1, condition A
versus condition B) was not affected by their contact with leaf
litter (Fig. 2). Our results clearly indicate the synergistic effect of
Cyt on Cry toxins. We observed 73%, 61%, and 57% increased
larval mortalities, respectively, for Cry4Aa, Cry4Ba, and Cry11Aa
when Cyt was added in bioassays. In contrast, when Cyt was put in
contact with leaf litter (Fig. 1, condition D versus condition C),
significant decreases of the synergistic effects on Cry4Ba and
Cry11Aa for all the exposure durations and on Cry4Aa for 1 and 7
days of exposure were observed (Fig. 3A, B, and C). We observed
mean decreases of 20.28%, 22.22%, and 17.18% in the synergistic
effect of Cyt1Aa on Cry4Aa, Cry4Ba, and Cry11Aa, respectively.
Toxicities of the two commercial B. thuringiensis subsp. israelensis
strains, VectoBac WG and VectoBac 12AS, and the laboratory-
produced B. thuringiensis subsp. israelensis strain were signifi-
cantly reduced by 76%, 78%, and 70%, respectively, when mixed
FIG 2 Percentages of larval mortality after exposure to Cry4Aa (white),
Cry4Ba (gray), or Cry11Aa (black) mixed or not mixed with leaf litter. Values
are the mean percentages and the standard errors from nine replicates per
treatment. Nonsignificant differences between bound and unbound toxins for
each Cry toxin are indicated as “NS” between the two bars.
FIG 3 (A to C) Percentages of larval mortality after exposure to Cry4Aa (A), Cry4Ba (B), or Cry11Aa (C) toxins without Cyt1Aa (Cry 1 Lit) or with Cyt1Aa and
not mixed (Cry 1 Cyt 1 Lit) or mixed with leaf litter for 3 h, 1 day, 2 days, or 7 days. (D to F) Percentages of larval mortality after exposure to commercial B.
thuringiensis subsp. israelensis VectoBac WG (D), VectoBac 12AS (E), or a B. thuringiensis subsp. israelensis formulation produced in nutrient agar (F) not mixed
(1 Lit) or mixed with leaf litter for 3 h, 1 day, 2 days, or 7 days. Values are the mean percentages and standard errors from nine replicates per treatment. Significant
differences (P , 0.05) between treatments (contaminated versus noncontaminated) are indicated by different letters above the bars.
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with leaf litters (Fig. 1, condition A versus condition B, and Fig.
3D, E, and F). For all the bioassays performed, the duration of
toxin exposure to leaf litter did not significantly affect larval tox-
icity (Fig. 3). Moreover, larval toxicity was unchanged when tox-
ins were left in water at room temperature for 7 days (see Fig. S1 in
the supplemental material), and neither solubilization nor degra-
dation was detected by both SDS-PAGE and ELISAs.
DISCUSSION
Cyt toxins are known to enhance Cry toxin activity and to delay
the development of B. thuringiensis subsp. israelensis resistance in
mosquitoes (4, 46). B. thuringiensis subsp. israelensis contact with
leaf litter induced an important decrease in Cyt1Aa toxin bioavail-
ability (60%), whereas the Cry4 and Cry11Aa toxins remained
unaffected. Cyt toxins seem to have strong and irreversible inter-
actions with litter, limiting desorption during the extraction step.
Such an interaction has already been described for solubilized and
activated Cry1Aa toxin in contact with different soils, with the
amount of extractable B. thuringiensis toxin declining rapidly dur-
ing the first 2 weeks of contact (19). Nevertheless, the context
described in our study is far from this example, as we focused on
leaf litters and on B. thuringiensis subsp. israelensis toxins in their
crystal form. Further investigations are needed to understand how
Cyt toxins can interact so strongly with litters in their crystal form.
These results also show that B. thuringiensis subsp. israelensis must
be considered a combination of inclusions with different behav-
iors in the field and not a cohesive inert crystal.
Bioassays showed that Cry contact with leaf litters did not in-
duce any alteration of their toxicity to A. aegypti larvae. Cry toxins
are easily extractable and immunologically detectable when mixed
with leaf litter, and they conserve their insecticidal properties for
mosquito larvae.
In contact with leaf litter, the synergistic effect of Cyt on B.
thuringiensis subsp. israelensis Cry toxins decreased by about 20%,
regardless of the contact duration. Cyt toxins seem to bind very
quickly to leaf litter, as the 20% loss in synergy occurred after only
3 h of exposure. There is a discrepancy between the proportion of
unextractable Cyt toxin from leaf litter (60%) and the decrease of
its synergistic effect on Cry toxins (20%). Some mechanisms can
be hypothesized to try to explain this phenomenon.
(i) This discrepancy may be due to the high synergy power of
Cyt toxins, as only small amounts of Cyt toxin are needed to ex-
ponentially increase Cry toxicity to mosquito larvae. Therefore,
the small proportion of still-extractable and bioavailable Cyt tox-
ins may be sufficient to induce 80% of the total synergistic effect.
Indeed, it was observed that Cyt toxins are able to synergize other
toxins over a large range of toxin ratios (47). Furthermore, Cyt
toxin activity may be enhanced by litter components ingested by
larvae together with protoxins, as tannic acids have already been
described to enhance the toxicity of B. thuringiensis subsp. kurstaki
for Trichoplusia ni (14). However, the impact of tannic acids is not
clear, as they were shown to inhibit the toxicity of B. thuringiensis
subsp. aizawai for Spodoptera litura (22).
(ii) A part of the Cyt toxins linked to the litter may still be able
to synergize Cry toxins. It has been demonstrated that solubilized
Cry toxins bound to soil can conserve their toxicity (16, 24), but it
is still unknown whether Cyt toxins have the same behavior.
(iii) Cyt toxins may be degraded more rapidly than Cry toxins
by microbes present in the leaf litter. Indeed, B. thuringiensis
subsp. israelensis is known to be susceptible to microbial degrada-
tion (23). However, microbial degradation is expected to increase
with exposure time. The fact that we did not observe an effect of
exposure time either on the proportion of Cyt detected or on its
synergistic effect on Cry toxins rules out the role of microbial
degradation in differential B. thuringiensis subsp. israelensis toxin
effects when mixed with leaf litter.
(iv) Bound Cyt toxins may experience three-dimensional (3D)
conformational modifications, inducing a reduction of its syner-
gistic activity and/or a reduction of its immunological detectabil-
ity by ELISA. It has been shown that Cry toxins bound to the soil
(37) or to leaf litter (present study) conserve their entire antige-
nicity and insecticidal activity. However, Cyt toxins have very dif-
ferent 3D conformations than Cry toxins and may interact differ-
ently with the heterogenic sorbent surface of the leaf litter,
explaining why they partly lose their immunological detectability
and synergistic effects (26). Even if the toxin extraction protocol
coupled with ELISAs showed good efficiency and reproducibility
for all toxins (see Fig. S1 in the supplemental material), it cannot
be excluded that the drying and powdering steps may differently
affect the toxins’ stability, especially for the Cyt1Aa toxin, as pro-
portions of Cry toxins remained the same as in SDS-PAGE.
(v) Contrary to Cry toxins that need receptors to perforate the
intestinal membrane (23), Cyt toxins can directly insert into the
membrane of epithelial cells due to their tertiary structure (5).
This ability might also facilitate the binding of Cyt to litter, al-
though plant epithelial cells have a structure that is very different
from that of animal cells, with a rigid cell wall not composed of
lipids a priori not favoring Cyt insertion. Since the synergistic
effect of the Cyt1Aa protein on Cry toxins seems to be its role as a
Cry “receptor,” the interaction of Cyt proteins with litter might
therefore inactivate this receptor role.
In contact with leaf litter, the toxicity of B. thuringiensis subsp.
israelensis decreased by about 70%, regardless of the contact du-
ration. No effect of the commercial formulations was evidenced,
as the decreased toxicities were nearly the same for the two com-
mercial B. thuringiensis subsp. israelensis formulations and for the
laboratory-produced B. thuringiensis subsp. israelensis formula-
tion. The strongly decreased toxicity of the composite B. thurin-
giensis subsp. israelensis crystal in contact with leaf litter can be
explained by two potential nonexclusive mechanisms. (i) B. thu-
ringiensis subsp. israelensis crystals contain a lamellar envelope,
which maintains together the different inclusion types (13), that is
typically absent from individual Cry and Cyt toxin productions.
This envelope may interact strongly with leaf litter particles, lead-
ing to a major decrease in bioavailability of all the toxins. (ii) As
Cyt toxins lost about 20% of their synergistic effect on all B. thu-
ringiensis subsp. israelensis Cry toxins because of contact with leaf
litter, the important decreased bioavailability of the Cyt toxin may
affect all Cry toxins contained in the B. thuringiensis subsp. israel-
ensis formulation. Therefore, the observed effect might simply be
due to the cumulative effect of the decreased synergy of Cyt1Aa
with each Cry toxin, leading to a severe loss of B. thuringiensis
subsp. israelensis toxicity.
Cyt toxins bound to leaf litter lost about 20% of their synergis-
tic effect on all B. thuringiensis subsp. israelensis Cry toxins. This
might explain why the selection of an A. aegypti laboratory strain
using decaying leaf litters containing field-persistent B. thurin-
giensis subsp. israelensis gave rise after 18 generations to a mos-
quito strain exhibiting consistent levels of resistance to separate B.
thuringiensis subsp. israelensis Cry toxins (6 to 30 resistance ratios)
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but only a moderate resistance to the full commercial B. thurin-
giensis subsp. israelensis mixture (29). It was demonstrated that
even in the presence of Cyt toxins, resistance to Cry toxins and Bin
toxins can evolve in selected mosquito strains (42, 44–46). There-
fore, the decreased bioavailability of Cyt toxins because of contact
with leaf litter may have facilitated the development of Cry resis-
tance in the case of the A. aegypti LiTOX strain. In the field, a
long-term exposure of larvae to an altered mixture of persistent
Cry toxins with low levels of synergistic Cyt toxins may more easily
lead to the evolution of resistance to Cry toxins and, at term, to B.
thuringiensis subsp. israelensis. As increasing numbers of recom-
binant B. thuringiensis strains containing Cyt toxins are devel-
oped, our results suggest that their efficiency, essentially based on
Cyt synergism, might prove to be much lower in the field than in
laboratory conditions. These findings have to be taken into ac-
count to manage resistance evolution in mosquito breeding sites
treated with B. thuringiensis subsp. israelensis and to evaluate the
efficiency of B. thuringiensis subsp. israelensis and new B. thurin-
giensis subsp. israelensis-based insecticides in the field.
Numerous studies have evaluated B. thuringiensis subsp. israel-
ensis residual activity in many different conditions, including riv-
ers, lotic zones, benthic zones (1, 2, 39), saltmarshes (8), and water
tanks and containers (6, 34). It was shown that this residual activ-
ity ranged from a few days to several months, and many environ-
mental factors (e.g., UV light, temperature, etc.) were shown to
have an impact on B. thuringiensis subsp. israelensis residual activ-
ity (21, 23), but so far, nothing is known about their action on each
B. thuringiensis subsp. israelensis toxin. To our knowledge, this is
the first time one major component of several mosquito breeding
sites is shown to have a differential impact on Cyt and Cry toxins,
leading to a dramatic loss of B. thuringiensis subsp. israelensis tox-
icity. The present work opens new ways to better understand how
multiple toxins in their crystal form can interact with leaf litter
and why B. thuringiensis subsp. israelensis quickly loses its toxicity
for mosquito larvae in the field. As leaf litters are not present in all
the mosquito breeding sites, the same experiments have to be
performed with clays to see if this phenomenon is specific to leaf
litter or if it can be generalized to other components of mosquito
breeding sites. These findings must be taken into account for an
integrated use of B. thuringiensis subsp. israelensis for mosquito-
cidal treatments and for adapting the treatment strategies to the
composition of the treated areas.
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Figure S1. Optical densities of extracts from litters contaminated with 0.1, 0.5, 1, 2, 4 and 8 
mg of commercial Bti per gram of leaf litter obtained in ELISA assays with anti-Cry4 (A, blue), 
anti-Cry11 (B, red) and anti-Cyt (C, green) antibodies. All the contaminations have been 
performed in triplicate. They all show a good reproducibility and the high R² assess the good 
correspondance between ELISA signal and increasing amount of Bti present in the leaf litter. 
 
Figure S2. Aliquots of toxins were conserved at -20°C (-20°C cons.) or let at room 
temperature for 7 days (7d at RT) and their larval toxicity was measured in presence of leaf 
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The bioinsecticide Bacillus thuringiensis var. israelensis is increasingly used worldwide for 
mosquito control. Although no established resistance to Bti has been described in the field so 
far, an Aedes aegypti strain (LiTOX strain) has been selected in the laboratory using field-
collected leaf-litter containing persistent Bti. This selected strain exhibits only moderate 
resistance to Bti, but higher resistance to Cry toxins tested separately. As Bti is constituted of 
four different toxins, it is expected that this strain has developed a generalist mechanism of 
resistance, notably by modifying the activities of proteases involved in the protoxins 
processing. In the present work, we showed a global increase of the total proteolytic activity 
and of trypsin, leucine-aminopeptidases and carboxypeptidase A activities in the LiTOX 
strain. This increased proteolytic activity resulted in a faster activation for Cry4Aa protoxins 
but not for Cry4Ba or Cry11Aa. These results indicate that modification of proteolytic activity 
is only partly responsible of Bti resistance in the LiTOX strain and is likely to be combined 







1.  Introduction 
Mosquitoes are vectors of severe human diseases such as dengue, yellow fever, malaria or 
chikungunya. To fight against these epidemic diseases, mosquito control is essential (Kyle 
and Harris, 2008; Tomori, 2004). Used for decades for their high efficiency, chemical 
insecticides are less and less used due to their low specificity and to increasing cases of 
resistance reported in target insects (Marcombe et al., 2011; Tantely et al., 2010). The 
bioinsecticide Bti represents an efficient and safe alternative to chemical insecticides 
because of its supposed low persistence in the environment, its high specificity to dipterans 
and of the lack of resistance  reported in the field so far (Bravo et al., 2011; Lacey, 2007). 
During sporulation, the bacterium Bacillus thuringiensis var. israelensis produces a crystal, 
toxic for mosquito larvae. This composite crystal is constituted of four main toxins: Cry4Aa, 
Cry4Ba, Cry11Aa and Cyt1Aa (Lacey, 2007). After being ingested by mosquito larvae, the 
crystal is dissolved into the alkaline pH of the gut. Solubilized Cry protoxins are then 
activated by gut enzymes, bind to specific membrane receptors, oligomerize and insert into 
the membrane bilayer leading to the death of the larvae (Bravo et al., 2007).  
Recently, an increasing number of studies have shown that Bti can persist and even 
proliferate under specific conditions in the environment (de Melo-Santos et al., 2009; 
Shaheen et al., 2010). In the French Rhône-Alps region, decaying leaf litters were shown to 
exhibit high mosquitocidal activity due to persistent Bti several months after a treatment 
(Tilquin et al., 2008). The selection of an Aedes aegypti laboratory strain with this field-
persistent Bti during 30 generations resulted in a strain (LiTOX strain) moderately resistant to 
Bti (3.5-fold) but highly resistant to separate Cry toxins (69, 9 and 9-fold for Cry4Aa, Cry4Ba 
and Cry11Aa toxins respectively) (Tetreau et al., 2012). 
The mechanisms of resistance developed by lepidopteran and coleopteran larvae exposed to 
other Bt subspecies are well characterized (Heckel et al., 2007; Jurat-Fuentes and Adang, 
2006). In these insects, it was shown that when larvae are exposed to only one Cry toxin, 
high levels of resistance (over 1,000-fold) can be reached by mutating membrane receptors 
such as cadherins, alkaline phosphatases or N-aminopeptidases (Griffitts and Aroian, 2005; 
Jurat-Fuentes et al., 2011; Zhao et al., 2010). As these receptor-based resistances are often 
specific to one toxin, multiple mutations at different genes would be necessary in order to 
reach high level of resistance by receptor modification in the case of Bti, a combination of 
four different toxins acting in synergy. Considering the relatively low level of resistance of the 
selected mosquito LiTOX strain as compared to Bt-resistant species, Bti might induce a more 
generalist mechanism of resistance than receptor modification, possibly by acting at the 
protoxins activation step.  
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Activation of protoxins to toxins is a key step of the mode of action of Cry toxins (Bravo et al., 
2007). Proteases have been implicated in numerous cases of resistance, thanks to the high 
ability of insects to modulate their proteolytic activity when exposed to the selective pressure 
of insecticides (Oppert et al., 1997). Three main mechanisms of resistance to Cry protoxins 
involving proteases have been described so far: 1. decreased proteases expression and/or 
activity could slow down protoxins activation (Huang et al., 1999; Karumbaiah et al., 2007; Li 
et al., 2004); 2. protoxins can be improperly activated by proteases thereby decreasing  
toxicity to larvae (Rajagopal et al., 2009) and 3. the degradation of toxins by overproduced 
proteases, or by new forms of  proteases, can induce resistance (Forcada et al., 1996). To 
investigate the implication of proteases in the resistance to Bti in the LiTOX strain, we 
measured total proteolytic activity of gut enzymes and more specific activities by focusing on 
trypsins and chymotrypsins, because they represent most of the total proteolytic activity. 
Furthermore, they were previously shown to be implicated in Bt protoxins processing and in 
several cases of resistance to Cry toxins in Lepidoptera (Candas et al., 2003; Karumbaiah et 
al., 2007). We also focused on leucine-aminopeptidases, because one of them was detected 
as potentially involved in resistance in the LiTOX strain by a genome scan approach (Bonin 
et al., 2009), and on carboxypeptidases A and B, because previous work has shown that 
metallo-proteases might be involved in Bti-resistance in the LiTOX strain (Tetreau et al., 
2012). We then investigated the impact of the different proteolytic activities in larval guts of 
the resistant and susceptible strains on Bti Cry toxins processing kinetics and characterized 
the enzymes content of the gut extracts by zymogram analyses.  We show that proteolytic 
activity changes in the selected strain have an impact on Cry4Aa processing, but not on 
other Bti toxins, indicating that they are not the only mechanism involved in resistance to Bti 
in the LiTOX strain. 
  
2. Material and Methods 
2.1 Mosquito strains 
The Ae. aegypti laboratory strain Bora-Bora, susceptible to all insecticides, was selected with 
field-collected leaf litter containing Bti spores and toxins for 30 generations to obtain the 
LiTOX strain. At each generation, 6000 third instar larvae were exposed to toxic leaf litter to 
obtain about 70% of larval mortality after 48 h exposure (Paris et al., 2011). Both resistant 
and susceptible strains were reared in standard insectary conditions (27°C, 14/10 h light/dark 
period, 80% relative humidity). Larvae were reared in tap water and fed with standard 





2.2 Preparation of gut extracts 
For each strain, three biological replicates of midgut soluble protein extracts were performed. 
For each biological replicate, twenty early fourth instar larvae were chilled in ice, their 
midguts were carefully extracted, added in 50 µL of distilled water, homogenized using a 
vortex for 30 sec and centrifuged at 12,000 g for 10 min at 4°C as previously described 
(Tetreau et al., 2012). All the supernatants from larvae of the same biological replicate were 
mixed together. Protein concentration was quantified by a Bradford assay using BSA as 
standard (Bradford, 1976) and aliquots were conserved at -20°C until use. 
2.3 Total protease activity 
Total protease activities of gut extracts from the two strains were measured at pH ranging 
from 4 to 13 using azocasein as substrate (Sigma Aldrich) as described in (Hosseininaveh et 
al., 2007). The universal buffer (40 mM acetic acid, 40 mM phosphoric acid, 40 mM boric 
acid) was used in all activities measurement to determine the optimal pH (Elpidina et al., 
2001). For each biological replicate, three technical replicates were performed and 
absorbance was measured at 440 nm. For each pH, statistical difference between the two 
strains was tested by a Wilcoxon test. All statistical analyses were performed with R 2.8.1 
software (R Development Core Team, 2007). 
 2.4 Specific protease activities  
Trypsin, chymotrypsin and leucine aminopeptidases activities were measured at pH ranging 
from 4 to 12 using respectively BApNA (Nα-benzoyl-L-arginine-p-nitroanilide; Sigma Aldrich), 
SAApNA (N-succinyl-alanine-alanine-proline-phenylalanine-p-nitroanilide; Sigma Aldrich) and 
leucine p-nitroanilide (Sigma Aldrich) as specific substrates. Carboxypeptidases A and B 
activities were measured at pH ranging from 8 to 11 using respectively FAPP (N-(3-[2-
furyl]acryloyl)-phenylalaline-phenylalaline; Sigma Aldrich) and FAAK (N-(3-[2-furyl]acryloyl)-
alanine-lysine; Sigma Aldrich) as substrates. For each pH, each of the three technical 
replicate consisted in 150 µL of universal buffer at the desired pH, 30µL of gut extract 
(containing 10 µg of total proteins) and 20 µL of the substrate at a final concentration of 10 
mM. The reaction mixture was incubated at 30 °C and absorbance was measured every 5 
sec during 10 min at 400 nm (for BApNA, SAApNA and leucine p-nitroanilide) or 330 nm (for 
FAPP and FAAK). Proteolytic activities are expressed in nmol of formed product per minute 
per mg of total protein (nanokatal, nkat). For each pH of each substrate, statistical difference 
between the two strains was tested by a Wilcoxon test.  
2.5 Temporal processing of Cry toxins 
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2.5.1 Production of individual Bti Cry toxins 
Each Bti Cry toxin was produced separately using a crystal negative strain of Bacillus 
thuringiensis var. israelensis (4Q2-81) transformed with the plasmids pHT606, pHT618 or 
pWF53 producing respectively Cry4Aa, Cry4Ba and Cry11Aa toxins obtained from the 
Pasteur Institute (Paris, France) or from Prof. B. Federici (University of Riverside, USA). 
Bacteria were grown on Nutrient Agar solid medium (Sigma Aldrich) supplemented with 
erythromycin (25 µg.mL-1). After 7 days at 30°C, spores and crystals were recovered using 
cell scrapers (BD Falcon) and purified as previously described (Tetreau et al., 2012). 
Crystals were solubilized using an alkaline buffer (pH 10.8) containing Na2CO3 (50 mM) and 
DTT (10 mM) and were incubated at 60°C for 1h. After a centrifugation at 10,000 g for 10 
min, solubilized protoxins present in the supernatant were purified using an ion-exchange 
column HiPrep 16/10 DEAE FF (Amersham Biosciences), desalted and resuspended into the 
universal buffer at pH 9 using the HiPrep 26/10 Desalting column (Amersham Biosciences). 
Protein concentration was quantified by a Bradford assay using BSA as standard (Bradford, 
1976).  
2.5.2 Temporal processing of Cry protoxins without inhibitors 
To determine whether the differences in proteolytic activities observed across strains 
modified the activation kinetics of Bti Cry toxins, we measured the activation of protoxins to 
toxins at different digestion times. The reaction mixture consisted in 14 µL of Cry protoxins 
with 2 µL of gut extracts (0.5 µg of total proteins) incubated at 37 °C during 1, 5, 10, 30, 60, 
180 and 360 min. Reaction was stopped by adding 2 µL of Protein Loading Buffer 
(Fermentas) and by heating at 95 °C during 5 min. A positive control was also performed by 
activating Cry protoxins with bovine trypsin (Sigma Aldrich) at 37 °C for 3 h. All different 
digestion times were co-migrated on SDS-PAGE and revealed by coomassie blue staining. 
The size of the different digested bands was determined by comparing with the Unstained 
Protein Ladder (Fermentas). Intensity of each band was estimated using Imagej software 
v.1.41o (Girish and Vijayalakshmi, 2004). For each digestion time, percentage of total 
activation was calculated by dividing the intensity of the activated band (i.e. band at 49, 49 
and 36 kDa respectively for Cry4Aa, Cry4Ba and Cry11Aa toxins) by the intensity of the 
activated band in the positive control. For each digestion time, differences between the two 
strains were tested by a Wilcoxon test.  
2.5.3 Temporal processing of Cry4Aa protoxins with inhibitors 
As Cry4Aa showed altered activation kinetics between the two strains, we further determined 





protoxins was performed as described in section 2.5.2 with the addition of PMSF 
(phenylmethylsulfonylfluoride; 30 mM) or EDTA (ethylenediaminetetraacetic acid; 1 mM) for 
the inhibition of serine proteases or metallo-proteases respectively. Gut extracts (0.5 µg of 
total proteins) were treated 15 min at room temperature with inhibitors. For processing with 
EDTA, analysis was performed as described in section 2.5.2. As PMSF induced a strong 
decreased activation of Cry4Aa protoxins to toxins, the 49 KDa activated band was visible 
only after 360 min of digestion. Difference in the percentage of activated toxin between the 
two strains after 360 min of digestion were tested by a Wilcoxon test. 
2.6 Zymogram analyses  
Zymograms allowed us to determine how many different proteases were present in the gut 
extracts and to characterize their nature by using four specific protease inhibitors: PMSF (30 
mM), TLCK (tosyl-L-lysine chloromethyl ketone; 1.5 mM), TPCK (tosyl-L-phenylalanine 
chloromethyl ketone; 1.5 mM) and EDTA (1 mM) inhibiting most of serine proteases, 
trypsins, chymotrypsins and metallo-proteases respectively. Gut extracts (5 µg of total 
proteins) were treated 15 min at room temperature with inhibitors. For each strain, each of 
the three gut extracts replicates was treated or untreated with inhibitors, and all were co-run 
on native SDS-PAGE for 6h30 at 90V at 4 °C to preserve proteins structure. Gels were then 
washed with distilled water and left overnight at 4 °C in Tris-HCl buffer (50 mM, pH 8) 
containing 2% casein. The day after, digestion of casein was performed at 25 °C during 
1h30, the gel was stained with coomassie blue and band intensities were estimated using 
Imagej software v.1.41o (Girish and Vijayalakshmi, 2004). 
  
3. Results 
3.1 Protease activities of gut extracts 
Total gut azocaseinolytic activities were significantly increased by about 26% for 6 out of the 
10 pH tested with a maximum increased activity of 43% at pH 6 in the LiTOX compared to 
the susceptible strain (Figure 1). Trypsin activities in gut extracts were significantly 23% 
increased for the alkaline pH (from 7 to 12) (Figure 2A) whereas chymotrypsin activities were 
moderately but significantly increased by 12% for pH 6, 8 and 12 in the LiTOX strain (Figure 
2B). Leucine aminopeptidases activities were significantly 34% increased for all the pH from 
4 to 12 in the LiTOX strain (Figure 2C). The high increase at pH 4 is due to very low value of 
activity measured. Carboxypeptidases A activity was significantly 28% increased at pH 8 
(Figure 2D) and carboxypeptidases B had 42% increased activities at pH 8, 9 and 11 in the 
LiTOX strain (Figure 2E). 
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3.2 Kinetics of Cry toxins activation by gut extracts 
Cry4Ba and Cry11Aa protoxins were not differently activated by gut extracts from the LiTOX 
or from the susceptible strain (Figure 3D and 3E), while Cry4Aa protoxins were significantly 
more activated in the LiTOX strain after 5, 30 and 60 min of digestion, with a maximum of 
15% increased activation at 60 min of digestion (Figure 3A). When EDTA was added, 
Cry4Aa protoxins were still significantly more activated in the LiTOX strain but with a 
maximum of 8% increase at 60 min of digestion (Figure 3B). At 360 min of digestion with 
PMSF, enzymes of gut extracts from the LiTOX strain significantly activated Cry4Aa 
protoxins 17% more than gut extracts from the susceptible strain (Figure 3C). 
3.3 Zymogram analyses of gut extracts 
Electrophoretic zymograms allowed the separation of 6 different proteic bands with 
caseinolytic activities in the gut extracts of both LiTOX and susceptible strains (E1 to E6, 
Figure 4). E1 and E2 bands were partially inhibited by PMSF (about 50% and 80% 
respectively) indicating that these bands are composed of at least two categories of enzymes 
and only partly of serine proteases or that the PMSF concentration used is not sufficient to 
fully inhibit the large amount present in these bands. E3 was inhibited by both PMSF and 
TPCK, indicating that this enzyme is a trypsin-like serine protease. None of the inhibitors 
tested induced a decrease or a disappearing of the E4 enzyme, indicating that this enzyme is 
neither a serine protease nor a metallo-protease. E5 enzyme was fully inhibited by PMSF 
indicating that it is a serine protease. Inhibitions with others inhibitors are too variable to 
conclude. E6 enzyme was always active in the susceptible strain, whatever the inhibitor 
used, but when EDTA was added, activity was decreased by about 20%. By contrast, E6 
was fully inhibited by EDTA in the LiTOX strain. Therefore, the E6 band appears to be 
exclusively constituted of EDTA-inhibited metallo-proteases in the LiTOX strain but only 
partly (about 20%) in the susceptible strain.  
4. Discussion 
Because Bti is a combination of several toxins acting in synergy, mosquito larvae are likely to 
develop resistance by generalist mechanisms, such as the protoxins activation step. 
Protoxins activation can be slowed down by decreased protease activity (Karumbaiah et al., 
2007; Li et al., 2004). Indeed, one of the four Bt-resistant strains of Ostrinia nubilalis tested 
showed an about 50%-decreased trypsin activity inducing a 20 to 30% decrease in Cry1Ab 
protoxin activation (Huang et al., 1999; Li et al., 2004). The slower processing of Cry1Ac and 
Cry2Aa protoxins by gut extracts from two Bt-resistant strains of Heliothis virescens (YHD2-B 





activities (Karumbaiah et al., 2007). Unexpectedly, we found that all proteolytic activities 
were globally increased in the LiTOX strain, with the highest increase observed for the 
metallo-proteases leucine-aminopeptidases (34%) and carboxypeptidases B (42%). This 
increased proteolytic activity had an effect only on the temporal processing of Cry4Aa 
protoxins. Cry4Aa protoxins were more quickly activated by gut extracts from the LiTOX than 
from the susceptible strain, even in the presence of inhibitors, although EDTA induced a 
lower increase than with PMSF or without inhibitor. These results indicate that proteases 
non-inhibited by EDTA (i.e. mainly serine-proteases) were only partly responsible for this 
increased Cry4Aa processing and that proteases non-inhibited by PMSF (i.e. notably 
metallo-proteases) were mainly implicated in this increased processing. Therefore, increased 
serine-proteases and metallo-proteases activities have direct impact on the Cry4Aa temporal 
processing but not on Cry4Ba and Cry11Aa. This indicates that protease activity modification 
in the LiTOX strain alters only Cry4Aa processing, the toxin for which the LiTOX strain 
exhibits the highest level of resistance (69-fold, Tetreau et al).  
Protoxin processing can be impaired leading to the production of altered and less efficient 
toxins (Rajagopal et al., 2009). It has already been demonstrated that the precision of the 
protoxin cleavage is essential for the insecticidal activity of Cry toxins, as the non-cleavage of 
28 amino acids of Cry1Ac protoxins was responsible for a 72-fold resistance in H. armigera 
(Rajagopal et al., 2009). Moreover, a higher degradation of Cry1Ab toxins induced a 
resistance in H. virescens (Forcada et al., 1999). In our case, it is possible that the observed 
faster processing of Cry4Aa in the LiTOX strain led not to a faster activation, but to a faster 
degradation of the toxin. It is possible that the resolution of the gels didn’t allow us to detect a 
slight modification in the size of Cry4Aa toxins processed by LiTOX as compared to by Bora-
Bora gut enzymes that could partly explain the resistance. It has also been demonstrated 
that trypsinactivated toxins can differ from toxins activated with midgut juices and that even if 
they have a similar size in SDS-PAGE, the differently activated toxins can experience 
structural modifications leading to altered toxicity for the larvae (Haider et al., 1986; Knowles 
et al., 1986; Lightwood et al., 2000). 
Zymogram analyses of the proteases content of gut extracts showed that they were 
constituted of at least six different proteases. Only the E6 band differed between the two 
strains. It seems that at least two different proteases, or isoforms of the same protease, were 
produced in the susceptible strain as EDTA only partly inhibited the activity of this band. By 
contrast, only the EDTA-inhibited protease was present in the LiTOX strain. It is possible that 
the loss of one particular protease in the LiTOX strain is responsible for part of the relatively 
high level of resistance to Cry4Aa observed in this strain. 
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In a previous study, four genes encoding metallo-proteases were found under-transcribed in 
the midgut of larvae from the LiTOX strain (Tetreau et al., 2012). Moreover, EDTA induced a 
12%-decrease of total proteolytic activity in the midgut of larvae from the susceptible strain 
while no inhibition was observed in the LiTOX strain (Tetreau et al., 2012). As EDTA is a 
metallo-protease inhibitor, we expected to have a strong decrease of metallo-proteases 
activities in the LiTOX strain. However, we observed here a global increase of all proteolytic 
activities, including metallo-proteases, in the LiTOX strain. These discrepancies can be 
explained by different mechanisms. The literature is still contradictory about the ability of 
EDTA to inhibit leucine-aminopeptidases (Matsui et al., 2006; Song et al., 2008) and 
carboxypeptidases (Alonso-del-Rivero et al., 2009; Igic et al., 2003).  Moreover, EDTA is a 
metal chelator, not a specific inhibitor, and could be inappropriate to inhibit total protease 
activity using azocasein as substrate. Non-chelator inhibitors, such as bestatin for 
aminopeptidases (Matsui et al., 2006), are needed to better characterize the role metallo-
proteases seem to play in Bti-resistance in the LiTOX strain. Moreover, other metallo-
proteases activities, like matrix metallo-proteases, have to be measured to determine 
whether they have decreased activities in the LiTOX strain, that could help explaining the 
differential inhibition by EDTA of the total proteolytic activity in the LiTOX compared to the 
susceptible strain (Tetreau et al., 2012). 
In this work, we investigated only the constitutive implication of proteases in the Bti-
resistance of the LiTOX strain, as we compared proteolytic midgut activities of unexposed 
larvae from the two strains. However, resistance to Bti could be inducible, i.e. LiTOX larvae 
may express different gut enzymes only when exposed to Bti. Such inducible resistance was 
shown in Bt-resistant insects. For example, in Spodoptera frugiperda larvae, 24 hours after 
ingestion of sublethal doses of Cry1Ca1, a gene encoding a trypsin-like protease was 
inhibited inducing a lower processing of the toxin leading to Cry1Ca1-resistance (Rodriguez-
Cabrera et al., 2010). Such inductive resistance could be a good way to reduce the fitness 
costs of the Bti-resistance and it has to be investigated in the LiTOX strain. 
The LiTOX strain was selected using field-persistent Bti in mixture with leaf litter. The 
presence of natural larval food is known to strongly modulate the proteases expression and 
activities, notably due to the presence of plant protease inhibitors (Erlandson et al., 2010; 
Hivrale et al., 2011). Selected larvae were exposed to leaves components, such as tannic 
acids, known to inhibit protease activities (Xu and Qin, 1994). To survive and conserve their 
digestive abilities, it is possible that protease activities increase was selected in resistant 
larvae (Brioschi et al., 2007). The presence of leaf litter could have potentially helped larvae 





As Cry4Aa was the only Bti protoxin affected by increased proteases activities, this work 
provides evidence that resistance by proteases modifications can be a toxin-specific 
mechanism contrary to the commonly admitted hypothesis of a generalist mechanism of 
resistance. Resistance by proteases is therefore only partly responsible of the Bti-resistance 
developed by the LiTOX strain, as Cry4Ba and Cry11Aa protoxins are not affected by 
proteases modifications. This strain seems to have developed other complementary 
mechanisms of resistance, such as modifications of Cry toxins receptors (Bonin et al., 2009; 
Paris and Despres, 2012; Tetreau et al., 2012), but the implication of these potential 
receptors have to be experimentally validated by functional approaches. 
5. Conclusion 
The LiTOX strain, selected with field-persistent Bti linked to leaf litter, exhibited a moderate 
resistance to Bti. We investigated the role of proteases in this resistance. Total specific 
proteolytic activities were increased and Cry4Aa processing was faster in the LiTOX strain 
than in the susceptible strain. However, one metallo-protease non- inhibited by EDTA 
appears to be lacking in the LiTOX strain. Further characterization of this metalloproteinase 
is needed to validate its implication in Bti-resistance. We demonstrate that proteases are 
could be partly responsible of the Bti-resistance but cannot explain Cry4Ba and Cry11Aa-
resistance, indicating that other complementary mechanisms of resistance are involved in the 
LiTOX strain. Leaf litter present in several mosquito breeding sites and representing the main 
larval food, might act as a synergist of protease-mediated resistance. All these findings give 
new insights in deciphering the mechanisms of resistance mosquito larvae can develop 
against Bti in the field.  
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 Figures legends 
 
Figure 1. Total azocaseinolytic activity for the LiTOX and susceptible strains. For each pH 
from 4 to 13, ratio LiTOX over Bora-Bora, and optical densities at 440 nm for the LiTOX 
(black diamond) and susceptible (grey square) strains are indicated. Values are indicated as 
mean OD ± standard error from three biological replicates per pH. ,NS: non-significant 




Figure 2. Specific protease activities for the LiTOX and susceptible strains. For each pH, 
trypsin (A), chymotrypsin (B), leucine aminopeptidase (C), carboxypeptidases A (D) and B 
(E) activities (in nkat) for the LiTOX (black diamond) and susceptible (grey square) strains 
are indicated. Values are indicated as mean activity ± standard error from three biological 
replicates per pH. The ratio LiTOX over Bora-Bora and the statistical test performed on the 
proteolytic activities between the two strains (Wilcoxon test) are also indicated for each pH. 







Figure 3. Time processing of Bti Cry toxins by gut extracts. The percentage of activation of 
Cry4Aa (A), Cry4Aa with EDTA (B) or PMSF (C), Cry4Ba (D) and Cry11Aa (E) are indicated. 
Nonlinear regressions were performed using the function [pr1*X1/(pr2+X1)] using XLSTAT 
version 2011.4.04 (Addinsoft). Values are indicated as activation ± standard error from three 
biological replicates per digestion duration. Statistical differences (p-value <0.05, Wilcoxon 
test) between the two strains for all the digestion duration are indicated as a star.  
 
Figure 4. Effect of inhibitors on the bands detected by zymogram analyses. The graphic at 
the left side represents the band intensity along the gel measured for gut extract of the first 
biological replicate of LiTOX strain using Imagej software. The six different bands identified 
on the zymograms are indicated, from E1 to E6. The table at the right side summarizes the 
results obtained from the zymograms of each of the three biological replicates from each 
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strain (SuppFile1 & 2). For both strains, results of inhibition with PMSF, TLCK, TPCK and 
EDTA are indicated. When bands were only partially inhibited, the percentage of inhibition is 
indicated. I, inhibited; NI, not inhibited. Differences between the two strains are indicated in 
bold. 
Supporting Information legends 
 
Figure S1. Zymograms analyses of the gut extracts from the three biological replicates from 
the two strains. Zymograms of gut extracts without inhibitor (I) or with PMSF (II), TLCK (III), 






Figure S2. ImageJ analyses of the zymograms presented in the figure S1. BORA 1, 2 and 3 
are referring to the three biological replicates of the susceptible strain and LITOX 1, 2 and 3 
to those of the LiTOX strain. A number (from 1 to 6) is indicated when the corresponding 
band (E1 to E6) is present on the profile. The difference between the two strains for the 








Liste des annexes 
 
 
I. Protocole d’extraction du Bti à partir d’échantillons environnementaux et 
test ELISA 
 
II. Manuel d'élevage de moustiques en laboratoire 
 
III. Protocole de 2D-DIGE (Differential In Gel Electrophoresis) 
 
IV. Protocoles de mesure des activités protéolytiques totales et spécifiques 
 










Extraction and ELISA Protocol 




Carbonate Buffer: 0.1 M – pH 9.5 
   
Ref. Nb. Product Mass (g) Molar Mass (g.mol-1) 
59 Na2CO3 3.56 106 
275 NaHCO3 8.4 84 




Ref. Nb. Product Mass (g) Molar Mass (g.mol-1) 
68 NaCl 382.5 58.4 
183 KH2PO4 10.5 136 
184bis Na2HPO4 36.2 142 
 Distilled Water qsp 5L  
 
Sodium carbonate: 50 mM – pH 10.5 
 
Ref. Nb. Product Mass (g) Molar Mass (g.mol-1) 
59 Na2CO3 5.3 106 
 Distilled Water qsp 1L  
 
 
PBS/BSA 3%   è Prepare 10 mL/plate (300mg for 10mL) 
 
PBS/BSA 1%  è 300 mg for 30 mL (used for antibodies dilutions) 
 







Distripipette: Coating, Detection antibodies, Blocking 
 
Pipette: Dilution series  
 
Bain-marie with agitation 
 
Maxisorp plates (Nunc) 
 
50mL centrifuge tube (Greiner) 
 
Ultrasonic Homogenizer Sonopuls HD 2200 (Bandelin) 
 






1. Put 1g in a 50mL centrifuge tube (GREINER) 
2. Add 5mL of extraction buffer (EB)  just before sonicating. 
EB:  Na2CO3  50 mM  
BSA  2% 
Tween20  1% 
pH   10,8 
3. Vortex until total suspension of the litter. 
4. Sonicate 5 x 10” – wait for 2’ in ice – sonicate again 5 x 10”. 
5. Incubate at 37°C for 1h (bain marie) with agitation  
6. Centrifuge 2’ at 2000g. 
7. Supernatant can be stored at -20°C during 15 days. 
 
2) Coating of ELISA plates with the capture antibodies (solubilised in carbonate 
buffer)  
1. 100 µl per well (IgG2 at 25 µg/mL ; ready to use for Cry11 and Cyt, [Cry4AB]i = 8957 
µg/mL è 28µL qsp 10mL carbonate buffer) 
2. Incubate overnight at 4°C without shaking 
3. Washing 3 times with PBS/Tween20 0,1% 
 
3) Blocking 
1. 100 µl per well of PBS/BSA 3% 1h30 at 37°C. 
2. Don’t wash 
 
4) Dilution series  
1. Resuspend lyophilized toxins in 1mL of destilled water 
Ttoxins will be quantified by a Bradford assay at this step 
2. Dilutions of the solubilized toxins are made with the extraction buffer (EB) 
3. 100 µl per well, 1h, at 37°C 
4. Washing 3 times with PBS/Tween20 0,1% 
 
5) Detection antibodies  
3. 100 µl per well (IgG1), 1h, at 37°C  
Dilutions: 1 µg/mL in PBS/BSA1%  
[IgG1 4AB]i  = 5006 µg/mL è 1/5000 
[IgG1 11]i  = 4773 µg/mL è 1/4500 
[IgG1 Cyt]i  = 4643 µg/mL è 1/4500 
4. Washing 3 times with PBS/Tween 20 0,1% 
5. 100 µl goat-anti-mouse-IgG1 conjugated with peroxidase 1h, at 37°C 
Dilutions in PBS/BSA1%  
Cry4AB :    è1/6000 
Cry11 :   è1/6000 
Cyt :    è1/6000 
6. Washing 3 times with PBS/Tween20 0,1% 
 
6) Detection reaction  
1. 100 µl of UltraTMB  
  Time to wait before blocking : 
Cry4AB : 3’  
Cry11 : 5’ 
Cyt :  5’  
2. Blocking with 100 µl / well of H2SO4 2M 
















































par Guillaume TETREAU (Juillet 2011) 
 
 
Ce manuel a été rédigé afin de centraliser toutes les informations, astuces, idées utiles pour 
faire un élevage de moustiques et des sélections. Le but est de partager entre utilisateurs, 
chevronnés ou occasionnels, les petits trucs qui font passer d’une cage avec de petits adultes 





I. Cycle de vie du moustique en milieu naturel 
 
Les moustiques présentent quatre étapes dans leur développement en populations naturelles 
(figure 1) : 
 
Figure 1. Cycle de développement de moustiques du genre Aedes. (© R. Poupardin, thèse) 
- 4 stades larvaires, séparés par une mue : à ces stades, le moustique va se nourrir de 
débris végétaux. Le temps de développement va varier en fonction de son 
environnement (température, densité en larves, nourriture). 
 
- Stade nymphal : à ce stade, les moustiques ne se nourrissent plus. Ce stade dure 
approximativement 2 jours. 
 
- Stade adulte (imaginal) : les moustiques émergent et sortent du milieu aquatique pour 
le milieu aérien. Les mâles émergent quelques jours plus tôt que les femelles car leur 
système reproducteur nécessite 2-3 jours de maturation pour être pleinement 
fonctionnels. Les imagos se nourrissent de nectar des plantes et seules les femelles, 
lors de la maturation de leurs œufs, vont devoir réaliser un repas de sang. Après s’être 
accouplée, la femelle stocke le sperme pendant plusieurs mois. Dans la nature, les 
moustiques vivent en moyenne 2 à 3 semaines. 
 
- Stade œuf : les œufs sont pondus à l’interface entre l’air et l’eau. Lors de fortes pluies, 
le niveau de l’eau augmente et immerge les œufs entrainant leur éclosion.  
 
A partir de ces connaissances, nous allons présenter les astuces qui permettent d’élever des 








II. Gestion des adultes – Cages d’élevages : 
 
Les adultes sont élevés dans des cages d’élevage. Deux formats sont disponibles (figure 2) :  
 
Figure 2. A. Cages d’élevage grand format (gauche) et petit format (droite). B. Organisation d’une cage en 
fonctionnement dans l’insectarium.  
 
1. Les grosses cages sont privilégiées dans le cas d’élevages des souches car elles 
peuvent accueillir jusqu’à 2000 individus.  
2. On optera pour les petites cages, qui peuvent contenir jusqu’à 1000 individus, pour 
des expériences à court terme ou un maintien temporaire de souches.  
Au-delà de ces densités, les moustiques se cognent aux parois et ont tendance à se noyer, 
induisant une sélection non souhaitée des adultes.  
 
Dans les grosses cages, préférer 1000-1500 individus, soit 500-750 femelles pondeuses par 
cage. Toujours avoir plus de 500 adultes par cage pour éviter d’avoir un effet de la dérive 
génétique qui pourrait biaiser toutes les analyses réalisées par la suite !  
En-dessous de 500 individus, préférer recommencer la sélection et/ou la mise en eau plutôt 
que de prendre le risque de sélectionner des gènes sans aucun lien avec la pression de 
sélection appliquée.  
 
Dans de telles conditions, les moustiques femelles peuvent vivre jusqu’à 2-4 mois en cage.  
 
A noter : Les mâles vivent entre 1 et 2 semaines. Ainsi, lorsque vous estimez la quantité d’adultes 
dans une cage, pensez à diviser par deux (sex-ratio 50%) pour savoir le nombre de femelles 
pondeuses réellement présentes. Autrement dit, ne soyez pas surpris si la densité de 







Pour qu’ils se nourrissent, le nectar des plantes est remplacé par du miel badigeonné sur du 
papier filtre. Deux techniques sont utilisées au laboratoire (figure 3) : 
 
Figure 3. Pot en verre avec papiers à miel en accordéon (gauche) ou recouvrant (droite). 
 
1. Plié en accordéon (4-5 plis), le papier filtre est enduis à moitié avec du miel et l’autre 
moitié est plongé dans un petit pot en verre rempli d’eau du robinet. Cela permet au 
papier de rester humide et empêche donc le miel de sécher. Apporte en plus de l’eau 
pour que les moustiques se désaltèrent.  
Avantages :    
-  Il reste humide environ 1 semaine.  
 -  On peut mettre beaucoup de miel 
Inconvénients :  
- Les moustiques peuvent se noyer dans l’eau 
-  On s’en met pas plein les doigts et le manchon en le rentrant dans la 
cage  
-  L’eau « daube » régulièrement, entrainant des odeurs nauséabondes si 
laissé trop longtemps. Astuce : ne pas mettre de miel en excès permet 
d’éviter que le miel tombe dans l’eau et limite cet effet. 
 
2. Le papier filtre recouvre le petit pot en verre rempli d’eau et est tenu à l’aide d’un 
élastique. Le miel est badigeonné à la surface.  
Avantages :    
-  On ne s’en met plein les doigts et le manchon en le rentrant dans la cage 
 -  Les moustiques ne peuvent plus se noyer avec ce système 
Inconvénients :  
- Le papier sèche rapidement et doit être changé au moins 2 fois par 
semaine 
-  On ne peut pas mettre beaucoup de miel 
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III. Gestion des œufs – Papiers de pontes : 
 
Pour que les moustiques puissent pondre, nous simulons une interface air/eau à l’aide de 
cristallisoir de 300mL dans lesquels nous introduisons des papiers filtres découpés en 
bandelettes (idéalement : 7 cm sur 30 cm). Ces cristallisoirs sont remplis à ras bord d’eau du 
robinet.  
 
Figure 4. Papiers de ponte avant (bas) et après (haut) 1 semaine dans une cage d’élevage. 
Chaque point noir représente un œuf. Sur chaque papier, indiquer l’espèce, la souche, la 
génération, la date et les initiales du responsable. 
 
 
Figure 5. Protocole de mise en place du papier de ponte dans le cristallisoir. 
 
Les femelles vont donc pondre leurs œufs sur ces bandelettes. Malgré l’humidité forte de la 
pièce, l’eau finit toujours par s’évaporer. Cela permet aux femelles de pondre sur la quasi-
totalité du papier en 1 semaine. Les papiers doivent être changés chaque semaine. 
  
Astuce : Il est conseillé de changer les papiers après un repas de sang pour éviter de se faire piquer. 
Astuce : Les femelles pondent préférentiellement lorsqu’il y a des larves / nymphes dans le 
cristallisoir, gage de la bonne qualité de l’eau. Dans la mesure du possible, laisser les larves 
présentes dans les cristallisoirs favorise l’augmentation des pontes. Veillez à ne pas les laisser 
émerger dans le cas de souches sélectionnées. 
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Les bandelettes sont ensuite récupérées et mises à sécher 1 semaine dans des boîtes en 
plastiques contenant du papier absorbant dans le fond et sont mise entre deux couches de 
papier filtre (figure 6 ; détail du protocole ci-après). Une fois secs, les œufs peuvent être 
conservés jusqu’à 4 mois sans différences dans l’éclosion des œufs chez la souche sensible.  
Pour certaines souches résistantes, la fitness des œufs résistants peut diminuer la durée de 
vie des œufs à moins de 2 mois. Dans la mesure du possible, lancer de nouvelles sélections 




Figure 6. Protocole de séchage des œufs. 
 
Protocole de séchage des œufs : 
 
A. Des boîtes en plastiques aux contours perforés sont utilisées pour le séchage des œufs. 
B. Mettre du papier absorbant généreusement au fond des boîtes afin d’absorber 
l’humidité. 
C. Du papier filtre est placé au-dessus du papier absorbant de manière à pouvoir le 
refermer sur les œufs. 
D. Les papiers à œufs humides sont disposés pliés sur le papier filtre. 
E. On repose le couvercle sur les boîtes. ATTENTION : ne pas fermer la boîte 
hermétiquement pour permettre un séchage optimal. 
F. Une fois sèches (1 semaine), les bandelettes sont placées dans des enveloppes faites 
main, elles-mêmes placées dans des sacs de congélation pour éviter les 
contaminations. Plusieurs souches sont regroupées dans des boîtes de stockage. 
 
A B C 
D E F 
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IV. Gestion des larves – Mises en eau : 
 
Pour faire éclore les œufs, plusieurs techniques sont possibles. 
1. La technique utilisée en routine au laboratoire est d’utiliser de la 
nourriture pour lapins (figure 7). Dans des bacs de 25 cm sur 35 
cm, on dispose 5L d’eau du robinet à 25°C.  
Double avantage : cela abaisse la quantité d’oxygène dans l’eau 
(paramètre indispensable à l’éclosion des œufs) et fournit une 
source riche de nourriture aux larves pour leur croissance. 
 
2. Pour synchroniser l’éclosion des œufs, on peut utiliser un erlenmeyer relié à une 
pompe à vide. Les œufs immergés sont soumis au vide pendant 15 à 45 minutes, 
entrainant une éclosion quasi simultanée de 90% des œufs. 
 
Ne pas sur-doser la nourriture ! Contrairement à ce que l’on peut penser, trop de nourriture 
n’augmente pas l’éclosion et est même un frein au développement des larves. Aux stades 1 et 
2, les larves se nourrissent très peu. Ainsi, on observera un fort développement bactérien qui 
produira un bio-film à la surface pouvant asphyxier les larves.  
 
Si possible, mettre la nourriture 1 heure avant les bandelettes d’œufs pour une éclosion plus 
homogène. Bien immerger les papiers à œufs en veillant à ne jamais excéder 1500-2000 
larves par bac (1000 larves est optimal). Au-delà de cette densité, les larves seront petites et 
non synchronisées (coexistence de petites et de grosses larves de stades 1 à 4).  
 
Voici deux plannings indicatifs des quantités de nourritures à donner en fonction de la date de 
mise en eau et de la nourriture deux fois par jour (haut) ou une fois par jour (bas)  
(environ 1000 larves) :  Le rectangle représente 1 unité de nourriture (UN) :  
 
 
A noter : La règle principale étant de ne pas sur-doser la nourriture et d’en rajouter dès qu’il 
n’y en a plus.  
Figure 7. Nourriture pour lapins 
 334 
 
V. Comment avoir de gros adultes ? 
 
Une règle simple :  
Grosses larves è Gros adultes è Grosses pontes è Générations successives plus rapides 
 
Avoir de gros adultes est un travail laborieux qui se joue à tous les stades de développement. 
Quelques règles permettent d’obtenir de gros adultes : 
 
1. Ne pas surcharger les bacs de mise en eau. 
2. Ne pas sur-doser la nourriture. 
3. Changer l’eau des moustiques permet de les remettre en conditions favorables et leur 
permet de changer de stade plus rapidement. Il est conseillé de le faire lorsque l’on 
approche de la nymphose pour synchroniser les nymphes et faciliter le travail de 
transfert. 
4. Eviter de transférer des larves dans les cages autant que faire se peut. Elles se 
développeront lentement et finiront par mourir massivement en cas de trop fortes 
densités (e.g. plus de 100 larves dans un cristallisoir).  
 
Astuce : Les larves doivent être placées dans des bacs propres, avec de la nourriture suffisante pour 
10-12h à renouveler matin et soir ou pour 24h à donner le matin ou le soir (figure). Les 
nymphes doivent être transférées tous les jours ou au moins tous les deux jours pour éviter 
les émergences. Les nymphes sont placées directement dans les cristallisoirs ou dans des 
petits gobelets en plastiques pour éviter que les adultes émergés ne se noient. 
  
A noter : Eviter de mettre des larves dans des cristallisoirs avec les bandelettes de ponte. Si vous 
rajoutez de la nourriture, vos œufs pondus vont moisir et leur durée de vie décroître fortement. 
Si vous ne rajoutez pas de nourriture, les larves mangeront la bandelette de papier qui 
deviendra alors inutilisable. 
 
A noter : Eviter de mettre des nymphes dans des supports sans bandelette de papier si des femelles 
de la cage sont déjà en état de pondre. Vous vous retrouverez avec des œufs sur le support, 




De cette manière, les larves se nourrissent bien, évoluent dans une eau propre favorable à leur 
développement et donneront de grosses nymphes. Ces nymphes donneront des adultes qui 
vivront plus longtemps, pondront plus d’œufs et seront moins fragiles que les autres. 




VI. Comment éviter que les moustiques s’échappent ? 
 
o Eliminer les œufs et les larves : 
 
Pour éviter que les œufs et les larves ne se retrouvent dans les canalisations et risquent 
d’envahir des gîtes naturels présents autour du laboratoire, plusieurs précautions peuvent être 
prises. 
 
1. Jeter systématiquement dans des sacs à autoclave les œufs encore présents sur les 
papiers de pontes après une mise en eau. Les sacs sont ensuite autoclavés 20 minutes 
à 120°C pour détruire les œufs. 
 
2. Vider l’eau contenant les larves et les quelques œufs dispersés non éclos dans une 
passoire munie d’un filtre au maillage très fin puis : 
a. A l’aide de papier absorbant, récupérer le tas de larves et le jeter dans un sac à 
autoclave ; 
b. Faire passer de l’eau bouillante pendant au moins 5 minutes afin de tuer les 
larves et les œufs. 
 
A noter : Passer les larves et œufs à l’eau bouillante permet d’en éliminer 99% si cela est bien fait. 
A la longue, la routine aidant, le temps d’ébouillantage se réduit, c’est inévitable. De ce fait, il 
est fortement recommandé de prendre l’habitude de faire l’étape a. ET l’étape b. 
 
 
o Limiter la sortie des adultes : 
 
Pour limiter leur évasion, il convient de faire très attention lorsque l’on fait entrer ou sortir des 
objets des cages.  
 
Toujours souffler fortement sur le manchon afin de faire s’envoler les moustiques 
éventuellement posés. Lorsque l’on introduit ou enlève un objet de la cage, il faut souffler 
fortement pour créer un courant d’air empêchant les moustiques de sortir. 
 
Inspecter minutieusement tout objet sortant de la cage pour vérifier qu’aucun moustique ne 
se dissimule. 
 
Transférer les nymphes tous les jours est idéal. Les nymphes émergent en général après plus 









o Eliminer les adultes : 
 
Les moustiques réussissent régulièrement à s’échapper des cages. Il est INDISPENSABLE de 
les éliminer pour éviter qu’ils ne s’échappent. Plusieurs solutions existent : 
 
 
Figure 8. Dispositifs de lutte contre les moustiques adultes. 
 
A. Les désinsectiseurs. Placés aux deux endroits stratégiques (i.e. dans l’insectarium et 
dans le sas), ils sont à considérer comme un garde-fou, permettant d’éradiquer les 
quelques moustiques qui auraient réussi à déjouer l’attention des utilisateurs. Ils ne 
peuvent constituer le seul outil pour empêcher l’évasion des moustiques. 
 
B. Les raquettes électrifiées. Elles sont d’une efficacité redoutables et permettent 
d’allier l’utile à l’amusant. C’est l’outil à privilégier pour tuer les moustiques volants. 
Penser à les faire recharger régulièrement pour une efficacité maximale.  
Ne pas appuyer trop fort sur le bouton qui se casse très facilement. 
 
C. Les mains. Au moins, on galère pas à les retrouver (en général) ! Penser à les 
mouiller à l’eau pour une meilleure efficacité (les moustiques se collent aux mains et 







A B C 
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VII. Repas de sang 
 
o Organisation du repas de sang 
 
Pour amener leurs œufs à maturité, les femelles moustique doivent réaliser un repas de sang. 
Les moustiques Aedes aegypti supportent très bien des modèles tels que les souris. 
 
Les souris sont élevées dans des cages avec une densité oscillant entre 6 et 15 souris par cage. 
L’objectif est que les souris soient utilisées toutes les deux semaines pour leur éviter un stress 
trop important. 
 
Figure 9. Cages d’élevage des souris pour le repas de sang. La brique permet de lester le 
couvercle pour éviter que les souris ne s’échappent. 
 
Un repas de sang par semaine est prévu, réalisé le Jeudi en binôme, et comprend également 
l’entretien des souris. Les cages des souris sont ainsi javellisées puis rincées, la litière changée 
et l’eau et la nourriture remplis. 
 
A noter : Le premier repas de sang doit être réalisé au moins une semaine après la mise en cage. 
Avant, il y a principalement des mâles (qui ne piquent pas) et le proboscis des femelles est 
encore trop fragile pour piquer et réaliser un repas de sang correct.  
 
Astuce : Au début d’une nouvelle génération, si on veut avoir beaucoup d’œufs lorsque la 
population est à son effectif maximal, on peut réaliser deux repas de sang par semaine : le 
Lundi et le Jeudi.  
 
Pour que les moustiques piquent de manière efficace et éviter une importante mortalité des 
moustiques, la souris doit être immobilisées à l’aide de petits fourreaux grillagés. Tenir le 
fourreau avec l’ouverture vers le bas : la souris entre plus facilement en grimpant. Une fois la 
souris entrée, le fourreau est refermé à l’aide d’une pince. Faire en sorte que la souris ne 
puisse pas se retourner ni bouger de manière excessive : cela nuirait au bon déroulement du 
repas de sang. 
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Figure 10. Système de mise des souris dans les grilles pour le repas de sang. A. Matériel pour 
le repas de sang (grillage, souris, pinces) ; B. Pour faire entrer les souris, tenir le grillage 
penché, les souris entrent plus facilement dans le grillage en grimpant ; C. Souris dans le 
grillage ; D. Insertion de la souris dans la cage. 
 
 
Astuce : Préférer des grillages en métal car les grillages en plastiques sont facilement rongés par 
les souris voulant s’échapper. Néanmoins, le plastique a l’avantage d’être plus flexible et donc 







o Comment ne pas faire sortir les moustiques ? 
 
L’étape d’insertion et de retrait des souris dans les cages est généralement critique et il est 
courant de voir des moustiques s’échapper. Pour éviter cela, quelques astuces permettent une 
manipulation rapide en limitant les gestes parasites et les situations critiques : 
 
1. Préparer toutes les souris avant de les insérer dans les cages (figure 10A,B,C). 
Cela évite d’avoir trop de décalage entre les cages. De plus, si certains fourreaux 
sont mal fermés, cela se verra et évitera d’avoir une souris affolée dans une cage 
remplie de moustiques. 
2. Secouer le nœud du manchon et souffler fortement pour faire s’envoler les 
moustiques potentiellement posés dessus. 
3. Défaire le nœud et tendre le manchon bien droit pour faciliter l’insertion du 
grillage (figure 10D). Si le manchon n’est pas suffisamment tendu, le grillage va se 
prendre dedans et le temps de le décrocher, les moustiques peuvent s’échapper. 
4. Insérer la souris tout en soufflant pour empêcher les moustiques de sortir. 
5. Refermer le manchon en tournant le manchon au moins une fois sur lui-même et 
en faisant un nœud.  
6. Laisser les souris dans la cage pendant 45 minutes à 1 heure. Préférer mettre 2 
souris pendant 1 heure qu’une seule souris pendant moins de 30 minutes. 
A noter : Les souris ne meurent que très rarement lors du repas de sang. Généralement, c’est le 
stress provoqué par la situation qui leur fait faire des attaques cardiaques. En laissant les 
souris moins de 30 minutes, les moustiques n’ont pas le temps de piquer et les souris 
stressent donc inutilement ! 
7. Avant de retirer les souris, il faut souffler fortement sur la souris pour retirer 
l’intégralité des moustiques posés. Ne pas hésiter à insister car des femelles en 
pleine piqure sont parfois bien accrochées.  
8. Retirer la souris en tendant le manchon et en soufflant fortement pour éviter que 
des moustiques ne s’échappent. 
9. Refermer le manchon en tournant le manchon au moins une fois sur lui-même et 







o Qu’est-ce qu’un bioessai ? 
 
Les bioessais permettent de déterminer la toxicité d’une molécule sur une population. Nous 
calculons généralement la LC50, concentration à laquelle 50% de la population étudiée meurt.  
Nous réalisons les bioessais sur larves de moustiques en conditions contrôlées (salle 
bioessais) dans des gobelets en plastique blancs contenant 50mL d’eau du robinet et 20-25 
larves. 
 
Figure 11. Bioessais comparant deux souches de moustiques. 
 
Lors d’un bioessai, on expose des lots de larves à des concentrations croissantes de la 
molécule à tester. Pour avoir des données de qualité, il convient de toujours faire au moins 3 
réplicats par concentration et 6 concentrations. 
 
A noter : Augmenter le nombre de réplicats apportera de meilleurs intervalles de confiance et 
donc une plus grande fiabilité dans le calcul de la LC50. Préférez cette option si vous avez déjà 
bien ciblé votre gamme et votre LC50. 
Augmenter le nombre de doses permet de mieux encadrer la LC50 ou de ne pas la rater. 
Préférez cette option si vous doutez de la localisation de votre LC50. 
 
Astuce : Utiliser préférentiellement des gobelets blancs et non translucides. Avec des gobelets 
translucides, la couleur de la table est visible, pouvant ralentir le comptage des larves. 
 
Astuce : Pour éviter d’écrire sur tous les gobelets ce qui fait perdre beaucoup de temps, n’écrire 
que sur les gobelets de devant en notant la molécule et la souche. 
 Penser également à utiliser un code couleur par souche (ici Vert pour Bora et Noir pour 





o Mise en place du bioessai
 
Tout d’abord, les larves de plusieurs bacs sont poolées dans un cristallisoir. Pour faciliter le 






Astuce : Parfois, on a fait une mise en eau « un peu juste » au niveau du nombre de larves et on a 
l’impression qu’il reste trop peu de larves. Pour récupérer un maximum de larves, il faut 
générer un coin d’ombre dans les bacs. Les larves préférant l’obscurité à la lumière, elles se 
regrouperont dans ce coin, facilitant leur récupération. 
 Pour ce faire, on met généralement un morceau de papier filtre dans un coin du bac (figure 
13). 
 
Les gobelets blancs sont remplis avec exactement 50mL d’eau du robinet. Lorsque l’on 
rajoute les larves, on risque d’augmenter le volume et donc de biaiser la concentration en 
produit final. Deux techniques sont utilisées : 
 
1. Gobelets – Filtre – Gobelets. Les larves sont mises dans des gobelets dont le 
volume n’est pas précisément mesuré. Lorsque le comptage est fait, on transfère 
les larves de chaque gobelet dans des gobelets à volume précis (50mL) en 
récupérant les larves à l’aide d’un filtre. 
Avantages :  
- Permet un tri rapide des larves 
- On peut vérifier qu’il n’y a pas de morts liés au comptage lors de la 
filtration. 
Inconvénients : 
- Travail de filtrage laborieux 
- Utilise beaucoup de place (2 gobelets utilisés pour 1 final). 
- Manipulation des larves avec un filtre qui peut les endommager. 
Figure 12. Poste de travail pour la mise en gobelet 
avant un bioessai. 
 




2. Filtre – Gobelets. Avant de les mettre dans les gobelets avec 50mL d’eau, les 
larves sont comptées et déposées dans un filtre (figure 14A). Dès que 20-25 larves 
sont dans le filtre, on les dépose délicatement dans les gobelets (figure 14B). 
Avantages : 
- Tri et filtrage rapide. On combine les deux étapes en une seule. 
Inconvénients : 
- On a les doigts mouillés tout le long, plutôt désagréable. 
- La paillasse finit généralement avec beaucoup d’eau (d’où l’utilisation 
de papier filtre sous les cristallisoirs – figure 14A). 
- Aucune étape de vérification n’est faite. Il faut donc repasser 
manuellement pour chercher d’éventuels morts. 
 
 
Figure 14. A. Comptage/filtrage des larves à tester ; B. Dépôt des lots de larves dans les gobelets. 
 
 
o Comment choisir les concentrations ? 
 
Il faut toujours réaliser un « pré-bioessai » pour estimer les concentrations à utiliser. Lors de 
ce pré-test, on choisit généralement des concentrations avec un facteur de 10 en 10. Cela 
permet de couvrir une large gamme de doses et de localiser approximativement la LC50. 
 
Pour que le logiciel puisse appliquer son modèle Probit et avoir une courbe qui est 
représentative de la distribution des données (figure 15), il faut en général : 
- 1  à 2 doses avec moins de 5% de mortalité. 
- 1 à 2 doses avec plus de 95% de mortalité 
- 4 à 6 doses dans la phase exponentielle de mortalité. Au moins, 2 avant et 2 après la 
LC50. 
 
Astuce : A t=24h et 48h, ne compter que les larves vivantes et non les larves mortes ! Elles font 







Figure 15. Courbe sigmoïdale caractéristique de données de bioessais obtenue avec le logiciel 
XLStat, module Dose. 
 
o Calcul de la LC50 – Utilisation du logiciel XLStat, module Dose. 
 
Pour calculer la LC50, nous appliquons un modèle de régression logistique Probit. Pour 
faciliter l’analyse par le logiciel, il est conseillé de remplir un tableau comme décrit dans la 
figure 16. Toujours sélectionner la ligne de titre pour que le logiciel la reconnaisse.   
Parfois, en utilisant les données brutes, le logiciel peine à calculer la LC50 même si les doses 
ont été correctement choisies. Cela arrive souvent lorsqu’il y a un gros écart entre les doses 
les plus fortes et les plus faibles. Ne pas hésiter à utiliser les données converties en 
logarithme (onglet : « Options » ; cocher : « utiliser le logarithme »). 
 
 











[See 2D-Electrophoresis Manual of GE Healthcare for further information] 
This protocol is written for 2D-DIGE Protocol done with GE Healthcare Ettan systems with 18 




Products: Always seal opened product with parafilm to protect them 
 
Product Storage Reference Use 
Agarose (Low Melting) at RT   
Bromophenol Blue at RT  [p73] 
CHAPS at RT 17-1314-01(Ge Healthcare) [p39, 56] 
DMF    
DTT at 4°C 17-1318-01(Ge Healthcare) [p39, 73] 
Glycerol at RT  [p73] 
Glycine  at RT   
Iodoacétamide at 4°C RPN6302(Ge Healthcare) [p73] 
IPG Buffer (pH4-7) at 4°C 17-6000-86 (GE Healthcare) [p40, 56]  
L-Lysine at RT L-5626 (Sigma Aldrich) Stop labeling of Dyes 
SB3-10 at 4°C   
SDS at RT 17-1313-01(Ge Healthcare) [p73, 74-75] 
Thiourea at RT (in dark) RPN6301(Ge Healthcare) [p39, 56] 
Tris at RT 17-1321-01(Ge Healthcare) [p73] 






Ettan Daltsix  
Multiphor II 18-1018-06 (GE Healthcare) 
IPG strip pH4-7, 18 cm 17-1233-01 (GE Healthcare) 
DIGE Gel 12.5%, C=3%, 1mm 28-9374-51 (GE Healthcare) 
Gels for automatic picking  
2D-clean up kit 80-6484-51 (Amersham Bioscience) 
Cy3, Cy5, Cy2 for “minimal labeling”  25-8010-82, 83, 85 (GE Healthcare) 
Strip Holder Cleaning Solution  
Sample application piece (for Ladder) 80-1129-46 (GE Healthcare) 
IEF Electrode strips    18-1004-40 (GE Healthcare) 








        
Basis Buffer:    2M Thiourea   
     7M Urea   
     3% CHAPS   
     1% SB3-10 
 Aliquot 1mL in 1.5mL tube 
 Store at -20°C until use 
 
Lysis Buffer / CyDye Buffer:  2M Thiourea   
     7M Urea   
     3% CHAPS   
     1% SB3-10  
     20 mM Tris ; pH 8.5 (pH is very important) 
 Aliquot 200µL in 0.5mL tube 
 Store at -20°C until use 
 
2X Sample Buffer:   2M Thiourea   
[Solution B, p133]   7M Urea   
     3% CHAPS   
     1% SB3-10   
130 mM DTT ♦ Add before use (10mg/0.5mL) 
2% IPG buffer (pH4-7)  ♦ Add before use (10µL/0.5mL) 
 
 
Rehydratation Buffer: 2M Thiourea 
[Solution D, p134] 7M Urea 
     3% CHAPS   
     1% SB3-10   
13 mM DTT ♦ Add before use (1mg/0.5mL) 
1% IPG buffer (pH4-7)  ♦ Add before use (5µL/0.5mL) 
 
Equilibration Buffer:  6M Urea 
[Solution E, p134]   75 mM Tris ; pH 8.8 
     2% SDS 
29.3% Glycerol (87% w/w) 
 Aliquot 25mL in 50mL tube 
 Store at -20°C until use 
(1%) Bromophenol Blue (tip p100) ♦ Add before use 
Equilibration Buffer I (DTT): +DTT (100mg/10mL)   ♦ Add before use 
Equilibration Buffer II (Iodo):  +Iodoacetamide (250mg/10mL) ♦ Add before use 
 
Laemmli SDS Buffer:  25 mM Tris Base 30.3g   48,464g 
[Solution M, p136]   192 mM Glycine 144.0g   230.4g 
     0.1% SDS (w/v) 10.0g   16.0g 
     MQ Water   to 10L è 1X  to 4L è 4X 
 
Agarose Sealing Solution:  Low melting Agarose (0.5g/100mL) 
[Solution N, p136]   1X Laemmli SDS Buffer 
     (0.002%) Bromophenol Blue (tip) 
 Can be conserved at RT until use 
 Do not conserve too long to avoid “traces” in migration 














- Prepare “CyDye Buffer”, “2X Sample Buffer”, “Rehydratation Buffer” and “Equilibration 
buffer”. 
- Wash all material with deionized water and then with MQ Water.  
- Get 150 µg of BBMV from each strain 
Be precise, BBMV cannot be frozen again!  
 
RESISTANT SUSCEPTIBLE BOTH 
100 µg 100 µg 50 µg R + 50 µg S 
Cy5 Cy3 Cy2 
Cy3 Cy5 Cy2 
 
CLEAN-UP BBMV  
using 2D-clean up kit (Amersham Bioscience)  
 
- For samples volumes of 1 – 100µL (containing 1 – 100 µg protein), see [p39-40] 
For samples volumes of >100µL (containing >100 µg protein), see [p40-41] 
- Follow manufacturer’s instructions from step 1 to 13. 
 
CYDYE LABELING [p117-124] 
 
Preparation of samples: 
- Resuspend the pellet in 20µL of “CyDye Buffer” 
- Sonicate in ice cold water bath for 15minutes 
- Check the pH by depositing 1µL of each solution on pH paper.  
pH must be around 8.0 
Preparation of dyes (try to work with the less light possible):   
- Decrease the light to avoid destroying the dyes 
- Vortex and spin down the dyes. 
- Resuspend in 5µL of DMF to reconstitute the dye 
At this step, dye concentration must be 1nmol/µL 
- Mix together in a 1.5mL tube, 1µL of reconstituted dye and 4µL of DMF 
At this step, dye concentration must be 200pmol/µL 
- Vortex and spin down 
- Add 2µL of the mix to the 20µL solubilized proteins (1µL / 50 µg of proteins) 
- Incubate on ice 30min in the dark 
- Quench the reaction by adding 2µL of 10 mM Lysine (18.265mg/10mL) to each 
cydye labeled tube 
- Vortex and spin down 
- Incubate on ice for 10min 
- Add an equal volume (24µL) of “2X Sample Buffer” and vortex 
- Incubate on ice for 10min 
- Pool the 3 samples together  
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- Make up the volume with “Rehydratation Buffer “ (for 18 cm-strips, up to 340µL [p59]) 
 
FIRST-DIMENSION ISOELECTRIC FOCUSING (IEF) [p43-71] 
 
- Wash all instruments with Strip Holder Cleaning Solution, rinse with deionized water 
- Briefly centrifuge “Rehydratation Buffer + sample”  
- Add on a wall of Reswelling Tray (A) 
- Discard plastic protection from the gel et put the immobilized pH gradient (IPG) 
strip on the Reswelling Tray (B) (gel face down, can read number (C))  
Avoid the bubbles between the gel and the solution 
- Protect from drying by adding 3mL of PlusOne DryStrip Cover Fluid 
- Let for 16h-17h / cover with aluminium to protect from light 
- Set the MultiTempIII Thermostatic Circulator cooling unit to 20°C, at leat 30 min 
before use 
- Add 10mL PlusOne DryStrip Cover Fluid directly onto cooling plate (1) 
At this step, we can use old oil recycled from previous IEF 
- Place DryStrip Reswelling Tray (2) on cooling plate (1) with anodic (red) electrode at 
the top. Remove any large air bubbles from underneath the plate to ensure good 
thermal contact 
- Connect anode (red) and cathode (black) electrode strip tray leads to the unit 
- Pipette 15mL of cover fluid onto DryStrip tray (2) 
- Cut two IEF electrode contact strips as large as the DryStrip tray (2) 
- Moisten each strip with MQ water and let them dry on a filter paper 
The strips should be damp; too much moisture within the strips will cause 
uneven focusing of the sample 
- Remove rehydrated IPG strips (3) from Reswelling Tray 
- Discard excess oil from the strips with a paper without touching the gel 
- Place individual rehydrated IPG strips (3) (acidic/”+” end up) into wells of the DryStrip 
aligner (4) (gel face up, can’t read number) 
The strips should be aligned and placed next to each other in the center lanes 
of the tray  
- Position each DryStrip Kit electrode (5) at its respective end over each contact strip 
(3) (anode=red/top; cathode=black/bottom) 
Make sure the red=right / black=left) ends correspond to the side of the tray 
providing electrical contact 
- Add 80-100mL of cover fluid 
The strips should be covered to ensure effective focusing and prevent 
dehydration of strips 
- Attach lid to the base, making sure the electrode leads are firmly in place. 
- Turn on power supply and begin the preset focusing gradient program [p66-69] 







   
 
SECOND DIMENSION SDS-PAGE [p73-91] 
 
- Wash all the material with MQ water and and lint-free wipes. Wash well the gels 
with deionized water to avoid any unpolymerized acrylamide 
- Prepare at least 11mL of “Equilibration Buffer w/ DTT” and 11mL “EB w/ Iodoacetamide” 
- Prepare at least 5L of “1X Laemmli SDS Buffer” and 1L of 2X. 
Prepare 4X SDS Buffer to be conserved longer at RT. 
1X is the buffer for the anode (bottom), 2X is for the cathode (upper). 
- Add 4L 1X buffer on the lower tank and turn power on to mix it. 
- Set the MultiTemp III Thermostatic Circulator cooling unit to 22 °C 
- Get the strip out of the -80°C and let it 5min at RT. 
- Add “Equilibration Buffer with DTT” in the tube and let 15min under 1D agitation. 
DTT will oxidize the protein by breaking disulfic bonds.  
SDS will give to all the protein a global negative charge allowing them not to 
move. After this step, no need to hurry as proteins are stabilized on the strip.  
- Remove “EB-DTT” (use paper and tap on it to avoid every remaining drops) 
- Add “EB with Iodoacetamide” in the tube and let 15min under 1D agitation. 
Iodoacetamide alkylates thiol groups on proteins, preventing their reoxidation 
during electrophoresis (no disulfic bonds can be done again). 
 
During this step, prepare the ladder: 
- Add 2 x 2.5µL of the ladder on the strip 
- Seal it with “Agarose Sealing solution”, add 20µL on each face of the strip and let 
it dry 
 
- Remove “EB-IODO” (use paper and tap on it to avoid every remaining drops) 
- Wash the strip with “1X Laemmli SDS Buffer” with 1mL-pipette 
Wash with about 3mL and immerge it into the tank to well wash it 
- Install the strip in the gel using a small regular to avoid any bubbles between the strip 
and the gel 
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- Install the Ladder strips. 
- Seal with the “Agarose Sealing Solution” 
- Install the gel in the tank  
- Launch the migration at 22°C for about 5h (or overnight at 15°C, 1.5W/gel) [p82] 
2.5 W/gel until the migration is all entering the gel (~1h) 
17 W/gel until the migration front is going to the bottom of the gel (~5h). 
- Cover the tank to avoid long exposure with light. 
 
SCAN THE GEL 
 
- Turn ON the scanner at least 30min before the scan and start Typhoon software 
- Clean scanner platen with MQ Water and with 70% ethanol, dry with Kimwipes 
- Wash the gels plates with MQ Water and with 70% ethanol, dry with Kimwipes 
- Put gel “gripper” in right and left part of the plate, metal parts will be on the bottom 
-   Carefully lower gel sandwich onto scanner platen, avoid water or buffer getting under 
glass sandwich, note orientation 
-   Launch the program described as follows 
 
 
STAIN THE GEL  
 
- Silver staining è  + best resolution 
- spots not pickable (need special treatment) 
 
- Deep Purple è + less high resolution  [Appendix IV, p141-144] 
- spots pickable 
 
- Coomassie Brilliant Blue è  + intermediate in resolution between silver and deep 






Protocoles de mesure des activités protéolytiques 
I. ACTIVITE PROTEOLYTIQUE TOTALE 
 
Produit Stockage Masse molaire/Taille Référence 
Azocaséine 4°C 23,6 kDa A2765 (Sigma Aldrich) 
Acide Trichloroacétique (TCA) RT 163,4 g.mol-1 T6399 (Sigma Aldrich) 
NaOH RT 40 g.mol-1  
Acide acétique RT 60 g.mol-1  
Acide phosphorique RT 98 g.mol-1  
Acide borique RT 61,8 g.mol-1  
 
Préparation des solutions : 
- Préparer le tampon universel constitué de 40 mM d’acide acétique, 40 mM d’acide 
phosphorique et 40 mM d’acide borique. Equilibrer au pH désiré avec du NaOH. 
Préparer le tampon universel de préférence la veille, afin de pouvoir contrôler 
la stabilité du pH le lendemain et le rééquilibrer au besoin. 
- Préparer une solution d’azocaséine à 2% dans le tampon universel au pH souhaité. 
L’azocaséine se dissout difficilement. Homogénéiser à l’aide d’un vortex 
pendant plusieurs minutes à puissance maximum. La solution peut être 
orange clair (pH acide) à rouge foncé (pH basique). 
- Préparer une solution de TCA à 10%. 
- Préparer une solution de NaOH 1M. 
- Diluer les extraits enzymatiques dans le tampon universel à la concentration finale de 
0.67 µg/µL (soit 20 µg de protéines totales dans 30µL). 
Protocole : 
- Ajouter 30µL de l’échantillon dilué (contenant 20 µg de protéines totales) à 80µL 
d’azocaséine 2%. 
- Incuber à 60°C pendant 1 heure. 
- Ajouter 300µL de TCA à 10%. 
Cela permet de stopper la réaction et de faire précipiter l’azocaséine non 
hydrolysée. 
- Incuber à 4°C pendant 2 heures. 
- Centrifuger 16.000g pendant 10 minutes à 4°C. 
- Déposer 100µL de surnageant  et 100µL de NaOH 1M dans un puits d’une plaque 
de 96 puits. 
- Lire l’absorbance à 440nm. 
Le NaOH va réagir avec les peptides présents dans le surnageant et émettre 




II. ACTIVITE PROTEOLYTIQUE SPECIFIQUE – substrats à p-nitroanilide 
 


















  -20°C    251,28 g.mol-1 
L9125  
(Sigma Aldrich) 
DMSO     RT   
Acide acétique     RT    60 g.mol-1  
Acide phosphorique     RT    98 g.mol-1  
Acide borique     RT    61,8 g.mol-1  
NaOH     RT    40 g.mol-1  
 
Préparation des solutions : 
- Préparer le tampon universel constitué de 40 mM d’acide acétique, 40 mM d’acide 
phosphorique et 40 mM d’acide borique. Equilibrer au pH désiré avec du NaOH. 
Préparer le tampon universel de préférence la veille, afin de pouvoir contrôler 
la stabilité du pH le lendemain et le rééquilibrer au besoin. 
- Préparer des solutions mères de substrats dans du DMSO à 50 mM. Puis, préparer 
les solutions de substrats à 10 mM dans le tampon universel au pH souhaité. 
- Diluer l’échantillon à tester dans le tampon universel à la concentration finale de 0.33 
µg/µL (soit 10 µg de protéines totales dans 30µL). 
Protocole : 
- Déposer 150µL de tampon universel au pH désiré dans un puits d’une plaque de 96 
puits. 
- Ajouter 30µL de l’échantillon dilué (contenant 10 µg de protéines totales) 
- Incuber à 30°C pendant 5 minutes. 
- Ajouter 20µL de substrat à 10 mM pour initier la réaction. 
- Lire l’absorbance à 400nm pendant 10 minutes avec un pas de 5 secondes. 
- Calculer la pente de la partie linéaire de la courbe obtenue. 
- Calculer l’activité enzymatique en divisant la quantité de produit formé (nmol de 
produit formé) par le temps (10 minutes) et par la quantité de protéines totale (10 µg) 







III. ACTIVITE PROTEOLYTIQUE SPECIFIQUE –  Carboxypeptidases 
 
















  -20°C    337,37 g.mol-1 
F5882 (Sigma 
Aldrich) 
Acide acétique     RT    60 g.mol-1  
Acide phosphorique     RT    98 g.mol-1  
Acide borique     RT    61,8 g.mol-1  
NaOH     RT    40 g.mol-1  
 
Préparation des solutions : 
- Préparer le tampon universel constitué de 40 mM d’acide acétique, 40 mM d’acide 
phosphorique et 40 mM d’acide borique. Equilibrer au pH désiré avec du NaOH. 
Préparer le tampon universel de préférence la veille, afin de pouvoir contrôler 
la stabilité du pH le lendemain et le rééquilibrer au besoin. 
- Préparer des solutions mères de substrats dans du DMSO à 50 mM. Puis, préparer 
les solutions de substrats à 10 mM dans le tampon universel au pH souhaité. 
Protocole : 
- Déposer 150µL de tampon universel au pH désiré dans un puits d’une plaque de 96 
puits. 
- Ajouter 30µL de l’échantillon dilué (contenant 10 µg de protéines totales) 
- Incuber à 30°C pendant 5 minutes. 
- Ajouter 20µL de substrat à 10 mM pour initier la réaction. 
- Lire l’absorbance à 330nm pendant 10 minutes avec un pas de 5 secondes. 
- Calculer la pente de la partie linéaire de la courbe obtenue. 
- Calculer l’activité enzymatique en divisant la quantité de produit dégradé (nmol de 
produit dégradé) par le temps (10 minutes) et par la quantité de protéines totale (10 















 Le Bti est un bioinsecticide mondialement utilisé pour contrôler les populations de 
moustiques. La toxicité du Bti est due à un cristal constitué de plusieurs toxines, produit par 
la bactérie éponyme Bacillus thuringiensis var. israelensis. Qualifié de peu persistant dans 
l’environnement et sans résistance connue en populations naturelles, le Bti représente une 
alternative « propre » aux insecticides chimiques. Cependant, une litière végétale prélevée 
plusieurs mois après un traitement insecticide a montré une forte toxicité contre les larves de 
moustiques, due à la présence de Bti. La sélection d’une souche de moustique de 
laboratoire Aedes aegypti avec cette litière (souche LiTOX) a permis d’obtenir une résistance 
modérée au Bti (3,5 fois) mais plus élevée aux toxines testées séparément (jusqu’à 60 fois).  
 La présente thèse se décompose en trois axes. 1. Un test permettant le suivi du Bti 
dans l’environnement a été développé et breveté. Il a permis de mettre en évidence un 
recyclage du Bti dans les litières toxiques et une persistance différentielle des toxines. 2. La 
résistance au Bti de la souche LiTOX a été étudiée par des approches globales et 
fonctionnelles, permettant de mieux caractériser les mécanismes de résistance 
multigéniques impliqués. 3. La résistance a été recherchée en populations naturelles par des 
bioessais aux toxines du Bti testées séparément, outil plus sensible que les bioessais 
« classiques » au Bti, et a permis de mettre en évidence une tolérance accrue de certaines 
populations. Cette thèse apporte les connaissances et les outils nécessaires pour mieux 
caractériser les paramètres favorisant la prolifération du Bti en milieu naturel et les 
mécanismes de résistance potentiellement sélectionnés chez les moustiques. 
Mots-clés : Bacillus thuringiensis var. israelensis, Aedes aegypti, persistance, résistance, 
outils diagnostic. 
Abstract 
 Bti is a bioinsecticide used worldwide for mosquito control. Bti toxicity is due to a 
toxins-containing crystal, produced by the bacteria Bacillus thuringiensis var. israelensis. Bti 
is known to have a low persistence in the environment and no firm resistance has been 
found yet in the field, therefore representing a “safe” alternative to chemical insecticides. 
Nevertheless, leaf litters collected several months after a treatment exhibited high toxicity 
against mosquito larvae, due to persistent Bti. The selection of a laboratory mosquito strain 
of Aedes aegypti with this litter (LiTOX strain) led to a moderate 3.5-fold resistance to Bti but 
to higher resistance (until 60-fold) to Bti toxins tested separately. 
 This thesis is structured in three main axes. 1. A test has been developed and 
patented to follow the fate of Bti in the environment. We showed that Bti has recycled in the 
collected toxic leaf litters and that the different Bti toxins persist differently. 2. The Bti-
resistance of the LiTOX strain has been studied by global and functional approaches, leading 
to a better understanding of the multigenic mechanisms implicated in the resistance 
phenotype. 3. Cryptic Bti-resistance has been investigated performing bioassays with 
separate Bti Cry toxins, showing that some populations exhibit increased Cry tolerance. This 
thesis gives the knowledge and new tools necessary to better understand how Bti can persist 
and recycle in the environment and how mosquitoes can develop resistance. 
Keywords: Bacillus thuringiensis var. israelensis, Aedes aegypti, persistence, resistance, 
diagnostic tools. 
